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Abréviations	:	
	
AC	:	Andropogon	canaliculatus	(Pocacées	pérenne)	
ADN	:	Acide	désoxyribonucléique	
amoA-AoA	:	ammonium	oxygénase	pour	les	archées	
amoA-AoB	:	ammonium	oxygénase	pour	les	bactéries	
ANOVA	:	ANalysis	Of	VAriance	:	analyse	de	la	variance	
AOA	:	Archées	nitrifiantes	
AOB	:	Bactéries	nitrifiantes	
ARN	:		Acide	ribonucléique	
AS	:	Andropogon	schirensis	(Pocacées	pérenne)	
AT	:	Acacia	tortilis	
BDI	:	Biological	Denitrification	Inhibition	:	Inhibition	Biologique	de	la	Dénitrification	
BNI	:	Biological	Nitrification	Inhibition	:	Inhibition	Biologique	de	la	Nitrification	
BRI	:	Bridelia	ferruginea	(arbre)	
BS	:	bare	soil	=	sol	nu	
C	:	carbone	
C:N	:	ratio	C	sur	N,	indicateur	de	fertilité	des	sols	et	de	la	dégradabilité	des	substrats	organiques	
CD	:	Cynodon	dactylon	
CRO	:	Crossopteryx	febrifuga	(arbre)	
CUS	:	Cussonia	barteri	(arbre)	
DEA	:	Denitrification	Enzyme	Activity	:	mesure	enzymatique	potentielle	de	la	dénitrification	
EA	:	Erythrophleum	africanum	
ET	:	Eragrostis	trichophora	
GRA	:	Grasses	=	Pocacées	(Graminées)	
HC	:	Heteropogon	contortus	
HD	:	Hyparrhenia	diplandra	(Pocacées	pérenne)	
HF	:	Hyparrhenia	filipendula	
LS	:	Loudetia	simplex	(Pocacées	pérenne)	
N	:	azote	
N2	:	diazote	
N2O	:	porotoxyde	d'azote,	également	appelé	oxyde	nitreux	
NEA	:	Nitrification	Enzyme	Activity	:	mesure	enzymatique	potentielle	de	la	nitrification	
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NH4
+	:	ammonium	
nirK	et	nirS	:	nitrite	réductases	
NO2
-	:	nitrite	
NO3
-	:	nitrate	
PCR	:	polymerase	chain	reaction	(réaction	en	chaîne	par	polymérase)	
qPCR	:	PCR	quantitative	
TLM:	Terminalia	glaucescens	(arbre)	
TRE	:	trees	=	arbres	
TukeyHSD	:	test	post-hoc	dit	de	Tukey's	‘Honest	Significant	
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Introduction	
	
Dans	un	écosystème	terrestre,	 la	rhizosphère	est	définie	comme	étant	 le	 lieu	d’interactions	
privilégiées	 entre	 le	 sol,	 les	 plantes	 et	 les	microorganismes	 (Haichar	 et	 al.,	 2014)	 (Figure	 1-1).	 Ces	
interactions	sont	également	sous	l’influence	de	nombreuses	propriétés	physicochimiques	telles	que	le	
pH,	le	microclimat,	ou	la	disponibilité	en	eau	(Grayston	et	al.,	1996)	et	en	nutriments.	Par	exemple,	le	
pH	 peut	 affecter	 les	 communautés	 microbiennes	 en	 influençant	 indirectement	 la	 disponibilité	 en	
nutriments	 issus	 des	 exsudats	 racinaires,	 eux-mêmes	 pouvant	 modifier	 le	 dit	 pH.	 La	 qualité	 et	 la	
composition	des	exsudats	ont	elles-mêmes	un	effet	qualitatif	et	quantitatif	sur	les	microorganismes	
de	la	rhizosphère.	
Figure 1-1 : Représentation des interactions complexes au sein de la rhizosphère entre racines des plantes 
et microorganismes via les exsudats racinaires. Plant Growth Promoting Rhizobacteria (PGPR) ; azote (N) ; 
phosphore (P) ; quorum-sensing (QS) (d'après Haichar et al., 2014). 
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On	 observe	 dans	 la	 rhizosphère	 deux	 types	 de	 gradients	 :	 l’un	 d’absorption	 et	 l’autre	
d’exsudation	(Kuzyakov	et	al.,	2003).	Le	premier	est	le	résultat	de	l'absorption	d'éléments	nutritifs	par	
la	 plante,	 et	 le	 second	d’exsudation	de	molécules	 émises	 par	 les	 racines	 dans	 le	 sol.	 Ces	 exsudats	
constituent	une	source	importante	de	substrats	potentiels	pour	les	microorganismes	du	sol,	en	plus	
de	la	matière	organique	du	sol	et	de	la	litière.	Les	rhizodépôts	sont	minéralisés	par	les	microorganismes	
pour	 leur	 croissance	 et	 leurs	 activités.	 Les	 exsudats	 racinaires	 peuvent	 être	 bénéfiques	 pour	 les	
microorganismes	(apports	en	nutriments)	mais	également	néfastes	via	la	production	de	molécules	de	
défense	(antifongiques,	antimicrobiens).	
De	 plus,	 les	 caractéristiques	 des	 racines	 telles	 que	 leur	 distribution	 verticale	 ou	 horizontale,	 leur	
plasticité,	 ou	 encore	 les	 différentes	 caractéristiques	 des	 racines	 peuvent	 influencer	 de	 différentes	
façons	la	stabilité	des	agrégats,	le	cycle	du	carbone	(C)	mais	également	le	cycle	de	l’azote	(N)	(Figure	
1-2)	(Bardgett	et	al.,	2014).	
	
	
Figure 1-2: Les caractéristiques racinaires et leur impact potentiel sur les processus des cycles du C et des 
nutriments minéraux, et les paramètres de la stabilité structurelle du sol. Les flèches pointant vers le haut 
désignent un effet majoritairement positif, les flèches pointant vers le bas un effet négatif, les flèches horizontales 
désignent l’absence d’effet et les points d'interrogation indiquent que l'on n’en sait pas assez pour tirer des 
conclusions. La teinte de la couleur (plus ou moins foncé) indique la quantité de preuves disponibles et/ou le degré 
d'incertitude entourant la direction de la réponse (d'après Bardgett et al., 2014).  
 
Enfin,	 les	 différentes	 interactions	 complexes	 entre	 les	 racines	 et	 les	 microorganismes	 du	 sol,	
contribuent	également	à	la	sélection	des	communautés	de	microorganismes	au	sein	de	la	rhizosphère,	
notamment	en	fonction	des	espèces	de	plantes	(Grayston	et	al.,	1996).	
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1.1	Le	cycle	de	l’azote	
	
Les	principales	sources	d’N	dans	les	sols	sont	:	la	fixation	symbiotique	par	des	plantes	telles	
que	les	légumineuses,	la	fixation	non-symbiotique	par	les	microorganismes	du	sol,	la	décomposition	
de	 la	matière	 organique,	 les	 dépôts	 atmosphériques	 et	 certains	 exsudats	 racinaires.	 La	 respiration	
(décomposition)	de	la	matière	organique	libère	l'ammonium	qui	peut	être	nitrifié,	i.e.	l'ammonium	est	
transformé	en	nitrate	par	nitrification.	La	dénitrification	permet	de	transformer	le	nitrate	en	N2O	puis	
N2,	et	donc	émit	dans	 l’atmosphère.	Le	nitrate	peut	également	être	volatilisé	sous	 la	forme	NH3	ou	
lixivié	 (Figure	 1-3).	 Chacune	de	 ces	 deux	 formes	peut	 être	 potentiellement	 absorbée	par	 la	 plante	
comme	nutriment	azoté.	
	
	
	
Figure 1-3 : Cycle de l’N dans le sol. Tiré du site du Government of Western Australia, Department of Primary 
Industries and Regional Development (https://www.agric.wa.gov.au/soil-carbon/immobilisation-soil-nitrogen-
heavy-stubble-loads). 
	
 Dans	 le	 sol,	 un	des	principaux	éléments	 limitant	 la	 croissance	des	plantes	 et	 la	 production	
primaire	 des	 écosystèmes	 est	 l’N.	 Le	 recyclage	 de	 cet	 élément	 est	 principalement	 réalisé	 par	 les	
activités	 microbiennes	 :	 les	 étapes	 clés	 en	 sont	 la	 fixation,	 la	 minéralisation,	 la	 nitrification	 et	 la	
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dénitrification	(Figure	1-4).	Chaque	étape	du	recyclage	est	réalisée	par	l’action	d’enzymes	spécifiques	
connues	et	bien	identifiées	à	ce	jour.	Parmi	ces	processus,	la	nitrification	autotrophe
1
	est	le	processus	
microbien	permettant	le	passage	de	l’ammonium	(NH4
+
)	au	nitrite	(NO2
-
)	par	oxydation,	puis	en	nitrate	
(NO3
-
).	 Ce	 processus	 est	 essentiellement	 effectué	 par	 deux	 groupes	 de	 procaryotes	 chimio-
lithotrophes
2
	 aérobies	 omniprésents	 dans	 les	 sols	 (bactéries	 et	 archées).	 La	 dénitrification	 est	 une	
cascade	de	réactions	de	réduction,	du	nitrate	jusqu’au	diazote	(N2).	Ces	réactions	enzymatiques	sont	
réalisées	par	des	bactéries	hétérotrophes	anaérobies	facultatives	(Philippot	et	al.,	2007).		
 	
 	
Figure 1-4 : Cycle microbien de l'N et gènes impliqués. Nitrite réductase (nirK et nirS), nitrite oxydoréductase 
(norB), oxyde-nitreux réductase (nosZ), nitrogénase (nifH), ammonium oxygénase (amoA (amoA-AOA pour 
archées et amoA-AOB pour bactéries)), hydroxylamine oxydoréductase (hao), nitrate réductase (narB) et 
oxydation anaérobie de l’ammonium anammox (aax). En rouge les étapes en anaérobie, en bleu les étapes en 
aérobie et en violet l’étape de fixation (aérobie ou anaérobie). 
La	 nitrification	 et	 la	 dénitrification	 sont	 des	 étapes	 clés	 pour	 le	 fonctionnement	 de	
l’écosystème,	car	leurs	produits	et	substrats	interviennent	dans	la	nutrition	des	plantes.	Les	végétaux	
peuvent	absorber	à	la	fois	du	NH4
+
	directement	assimilable,	et	du	NO3
-
	d’abord	réduite	par	la	nitrate	
réductase	dans	la	plante	en	NO2
-
	puis	en	NH4
+	pour	être	utilisé.	De	plus,	le	nitrate	est,	de	par	sa	charge,	
																																																						
1	Nitrification	autotrophe	:	microorganismes	nitrifiants	autotrophes	utilisant	le	C	inorganique	comme	
source	d'énergie	et	oxydant	des	composés	azotés	inorganiques	
2	Chimiolithoautotrophe	:	organisme	produisant	des	composés	organiques	sans	l’aide	de	la	lumière	
comme	source	d’énergie	et	utilisant	de	la	matière	inorganique	ou	minérale	pour	produire	de	la	matière	
organique	
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très	 labile	 dans	 les	 sols	 et	 est	 facilement	 lixivié,	 et	 peut	 également	 être	 transformé	 en	 N2	 via	 la	
dénitrification.	 La	 dénitrification	 et	 la	 lixiviation	 sont	 des	 pertes	 d’N	 pour	 les	 écosystèmes	 et	
conduisent	à	une	diminution	de	la	fertilité	dans	les	écosystèmes	riches	en	NO3
-
	comme	les	systèmes	
agricoles	ou	certaines	prairies	(Subbarao	et	al.,	2012).	En	résumé,	ces	différents	processus	microbiens	
ainsi	que	les	interactions	avec	les	végétaux	et	le	sol	modulent	l’efficacité	du	recyclage	de	l’N	et	son	
temps	de	résidence	dans	les	différents	compartiments	épigés	et	hypogés.	
Récemment	 ont	 été	 découverts	 les	 Comammox	 (Complete	 Ammonia	Oxidiser),	 organismes	
ayant	la	capacité	de	faire	les	deux	étapes	de	la	nitrification,	permettant	le	passage	de	l’ammonium	au	
nitrate	(Daims	et	al.,	2015;	Hu	&	He,	2017).	Il	existe	également	une	autre	forme	de	nitrification	dite	
nitrification	 hétérotrophe
3
.	 Cette	 capacité	 à	 nitrifier	 se	 réalise	 via	 des	 voies	 impliquant	 des	
transformations	inorganiques,	ou	via	des	voies	impliquant	des	intermédiaires	organiques,	mais	ayant	
pour	 résultat	 l'oxydation	nette	de	 l'ammonium	 (Ward,	 2013).	 Cette	 transformation	est	 attribuée	à	
certaines	bactéries	et	champignons	hétérotrophes.	Chez	certains	microorganismes,	le	mécanisme	est	
similaire	 à	 l’oxydation	 autotrophe	 de	 l’ammonium,	 et	 chez	 certaines	 souches	 similaires	 à	 la	
dénitrification	aérobie.	On	a	également	une	nitrification	fongique	liée	à	la	dégradation	de	la	 lignine	
(Prosser,	2005).	Les	hétérotrophes	gagnent	peu	d’énergie	ou	d'autres	avantages	de	la	nitrification.	Les	
taux	d'activités	cellulaires	de	la	nitrification	hétérotrophe	sont	significativement	plus	faibles	que	pour	
les	autotrophes	(Ward,	2013).	Bien	que	leur	importance	soit	discutée	depuis	plusieurs	décennies,	la	
nitrification	hétérotrophe	semble	pouvoir	être	importante	dans	les	sols	acides,	ou	lorsque	les	rapports	
C/N	et	la	biomasse	hétérotrophe	sont	importants	(Zhang	et	al.,	2015).		
	
1.1.1.	La	nitrification	autotrophe	
	
1.1.1.1	Historique	sur	les	nitrifiants	autotrophes	
	
La	 première	 étape	 de	 la	 nitrification	 est	 effectuée	 par	 deux	 communautés	 de	 microorganismes	
différentes,	réparties	dans	deux	domaines	du	vivant,	qui	sont	les	archées	et	les	bactéries	(Figure	1-5).	
	
																																																						
3	Nitrification	hétérotrophe	:	microorganismes	nitrifiants	hétérotrophes	utilisant	le	C	organique	comme	
source	d'énergie	et	oxydant	des	composés	azotés	organiques	ou	inorganiques	
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Figure 1-5: L’arbre du vivant, reflétant la diversité des trois domaines d’organismes cellulaires, les archées, 
les bactéries et les eucaryotes. Tiré du magazine Plein Sud, Université Paris Sud 11 (http://www.pleinsud.u-
psud.fr/wp-content/uploads/2009/06/eucarya0jpg.jpg). 
 
L'étape	initiale	de	la	nitrification,	l'oxydation	biologique	de	l'ammoniaque	en	nitrite	(Figure	1-
4),	 a	 été	 décrite	 pour	 la	 première	 fois	 dans	 des	 sols	 à	 bas	 pH	 en	 1872	 (Figure	 1-6)	 et	 dans	 des	
échantillons	 d’eau	 provenant	 d'égouts	 en	 1873	 (Monteiro	 et	 al.,	 2014).	 Par	 la	 suite,	Warington	 a	
démontré	pour	la	première	fois	les	effets	de	l’oxygène,	de	la	lumière	et	de	la	température	sur	le	taux	
de	nitrification	en	1878,	puis	 il	démontre	également	en	1891	que	 la	nitrification	se	réalise	en	deux	
étapes.	Le	rôle	des	bactéries	est	ensuite	confirmé	dans	 le	processus	de	nitrification	par	 l’isolement	
d’un	 organisme	 oxydant	 de	 l’ammonium	 et	 en	 confirmant	 le	 mode	 de	 vie	 chimioautotrophe
4
	
(Winogradsky,	 1890).	 Plusieurs	 bactéries	 oxydant	 l’ammonium	 (AOB)	 ont	 été	 depuis	 isolées.	
Nitrosomonas	 europaea	 notamment	 est	 l'espèce	oxydante	de	 l'ammoniaque	 la	 plus	 étudiée	et	 est	
utilisée	 depuis	 des	 décennies	 comme	 modèle	 d'organisation	 afin	 de	 comprendre	 l'oxydation	 de	
l'ammonium	aux	niveaux	physiologique,	biochimique,	 taxonomique,	moléculaire	et	phylogénétique	
																																																						
4
	Chimioautotrophe	:	la	source	d’énergie	est	issue	de	la	dégradation	de	molécules	inorganiques.	On	parle	
de	chimiohétérotrophes	lorsque	le	donneur	d’électron	est	d’origine	organique	et	de	chimioautotrophes	
lorsque	le	donneur	d’électron	est	d’origine	inorganique	
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(Monteiro	et	al.,	2014).	Dans	les	débuts,	les	AOB	ont	été	classées	sur	des	critères	morphologiques,	les	
premières	 classifications	 à	 partir	 de	 séquences	 de	 gènes	 d'ARNr	 16S	 amplifiés	 par	 PCR	 à	 partir	 de	
cultures	pures	ayant	été	ensuite	initiées	par	Head	et	al.	(1993).	Depuis	lors,	le	gène	de	l'ARNr	16S	est	
largement	utilisé	pour	évaluer	la	phylogénie	des	AOB.	Actuellement,	il	existe	deux	lignées	reconnues	
contenant	des	AOB	dans	la	classe	des	protéobactéries	:	Betaproteobacteria	et	Gammaproteobacteria.	
	
Des	 études	 pionnières	 ont	 ensuite	 permis	 de	 mettre	 en	 évidence	 le	 potentiel	 nitrifiant	
d'espèces	non	thermophiles	chez	les	Crenarchaeota	du	domaine	des	archées.	Des	ensembles	de	gènes	
codant	pour	l'ammoniaque	mono-oxygénase	(AMO	–	Cf.	§	I.1.1.2)	ont	en	effet	été	détectés	dans	une	
banque	de	fosmides
5
	d’1,2	Gb	issus	de	sols	sablonneux	(Treusch	et	al.,	2005).	En	parallèle,	des	gènes	
de	type	amoA	obtenus	dans	la	base	de	données	métagénomique	de	la	mer	des	Sargasses	(Treusch	et	
al.,	2005;	Venter	et	al.,	2004),	montrant	des	similitudes	élevées	avec	celles	des	Crenarchaeota	du	sol,	
ont	suggéré	que	les	Crenarchaeota	non	thermophiles	d’origine	marine	ou	terrestre	pouvaient	utiliser	
l'ammoniaque	comme	principale	source	d'énergie	(Treusch	et	al.,	2005).	Le	premier	génome	d’AOA	
(Nitrosopumilus	 maritimus)	 a	 ensuite	 été	 publié	 (Walker	 et	 al.,	 2010),	 suivi	 par	 des	 séquences	
génomiques	de	nouveaux	 isolats	et	de	cultures	enrichies	 (Blainey	et	al.,	2011;	Hatzenpichler	et	al.,	
2008;	 Kim	 et	 al.,	 2011;	 Tourna	 et	 al.,	 2011)	 qui	 fournissent	 des	 informations	 importantes	 pour	
caractériser	la	voie	physiologique	des	AOA.	
	
La	 découverte	 d'AOA	 chimioautotrophes	 a	 mis	 en	 évidence	 l'importance	 possible	 de	 ces	
microorganismes	 dans	 la	 transformation	 biogéochimique	 de	 l'N,	 déclenchant	 ainsi	 un	 intérêt	
scientifique	mondial.	Des	récentes	études	(Gubry-Rangin	et	al.,	2011;	Martens-Habbena	et	al.,	2009;	
Nicol	 et	 al.,	 2008;	 Prosser	 &	 Nicol,	 2008)	 montrent	 que	 la	 contribution	 des	 AOA	 et	 AOB	 dans	 la	
nitrification	semble	différente	selon	les	caractéristiques	physico-chimiques	des	sols	:	il	semble	donc	y	
avoir	une	différenciation	de	niche	écologique	entre	les	AOA	et	AOB	(ceci	sera	abordé	plus	en	détail	
dans	la	suite	du	Chapitre).	
																																																						
5	Banque	de	donnée	d’ADN.	Les	fosmides	sont	des	vecteurs,	dérivés	de	l’épisome	bactérien	F,	réputés	
pour	être	plus	stables	que	les	cosmides	(vecteur	artificiel	constitué	d'un	plasmide	hybride	contenant	la	
séquence	cos	du	phage	lambda)	car	ils	ne	sont	présents	qu’à	raison	d’un	très	faible	nombre	de	copies	
dans	les	cellules	
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Figure 1-6 : Chronologie historique des découvertes importantes concernant la nitrification autotrophe. La 
figure met en évidence les découvertes concernant l'oxydation aérobie de l’ammonium et ses microorganismes 
respectifs (d'après Monteiro et al., 2014). 
	
1.1.1.2	Processus	de	nitrification	chez	les	archées	et	les	bactéries	nitrifiantes	
	
L’ammonium	monooxygénase	(AMO)	est	l’enzyme	clé	de	la	nitrification	pour	les	AOA	et	AOB.	
L’enzyme	AMO	est	formée	d’un	complexe	constitué	de	3	sous-unités	A,	B	et	C.	Pour	les	AOBs,	ces	sous-
unités	 sont	 codées	 par	 les	 gènes	 amoA,	 amoB	 et	 amoC	 organisés	 en	 opéron,	 ces	 gènes	 étant	
généralement	organisés	dans	l'ordre	BCA	(Bothe	et	al.,	2000;	Nicol	&		Schleper,	2006).	Pour	les	AOA,	
l’ordre	de	ces	gènes	varie	d’une	lignée	à	l’autre	(Nicol	and		Schleper,	2006;	Urakawa	et	al.,	2011;	Walker	
et	al.,	2010).	
L’oxydation	 de	 l’ammonium	 se	 déroule	 en	 deux	 étapes	 chez	 les	 bactéries.	 L’oxydation	 de	
l’ammonium	 en	 hydroxylamine	 (NH
2
OH)	 est	 réalisée	 grâce	 à	 l’AMO,	 puis	 l’hydroxylamine	
oxydoréductase	 (HAO)	oxyde	 le	NH
2
OH	 (Figure	1-7.a).	Dans	 le	cas	des	archées,	 les	étapes	de	cette	
réaction	sont	toujours	incertaines	et	plusieurs	processus	sont	évoqués	(Figure	1-7.b).	
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Pour	 les	 archées,	 une	 première	 hypothèse	 propose	 une	 voie	 similaire	 à	 celle	 des	 AOB.	
L’oxydation	de	l’ammonium	en	nitrite	se	ferait	via	le	NH
2
OH	mais	les	enzymes	impliquées	dans	la	fin	
de	 la	 réaction	 (HAO,	 cytochromes)	 seraient	 différentes.	 Actuellement,	 aucun	 homologue	 pour	 les	
gènes	codant	l’HAO	et	les	cytochromes	n’a	encore	été	mis	en	évidence	chez	les	archées	(Simon	&	Klotz,	
2013;	Walker	et	al.,	2010).	
L’autre	 hypothèse	 serait	 l’existence	 chez	 les	 AOA	 d’une	 voie	métabolique	 différente	 de	 la	
première	 (Stahl	&	 de	 la	 Torre,	 2012).	Dans	 ce	 cas,	 l’intermédiaire	 ne	 serait	 plus	 le	NH
2
OH	mais	 le	
nitroxyle	(HNO).	Ainsi,	l’enzyme	intervenant	dans	la	seconde	étape	et	responsable	de	l’oxydation	du	
HNO	en	nitrite	 serait	 la	 nitroxyle	oxydoréductase	 (NXOR)	 (Nicol	 and	 Schleper,	 2006;	Walker	 et	 al.,	
2010).		
En	 résumé,	 les	 complexes	 AMO	 bactériens	 et	 archéens	 sont	 très	 proches,	 et	 pourtant	 les	
différentes	 hypothèses	 sur	 leurs	 voies	métaboliques	 tendent	 à	 faire	 penser	 que	 le	mécanisme	 de	
nitrification	serait	différent	 (Stahl	&	de	 la	Torre,	2012).	De	plus,	 l’analyse	des	enzymes	 intervenant	
dans	la	nitrification	chez	les	bactéries	et	les	archées	montre	qu’il	existe	d’autres	éléments	de	différence	
entre	 elles,	 par	 exemple	 leur	 affinité	 vis-à-vis	 des	 cofacteurs.	 Les	 enzymes	 bactériennes	 sont	
généralement	fer-dépendantes,	alors	que	la	plupart	des	enzymes	archéennes	sont	cuivre-dépendantes	
(Glass	 &	 Orphan,	 2012).	 Urakawa	 et	 al.	 (2011)	 suggèrent	 qu’une	 meilleure	 compréhension	 de	
l’homéostasie	du	cuivre	chez	 les	nitrifiants	pourrait	permettre	de	mieux	comprendre	 leur	présence	
dans	des	milieux	pauvres	en	nutriment	comparé	aux	AOB.	
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Figure 1-7 : Voies respiratoires proposées pour l'oxydation de l'ammoniaque en AOB et AOA. (a) Voie 
proposée pour l'oxydation de l'ammoniaque chez l'AOB Nitrosomonas europaea. L'ammoniaque est oxydée en 
NH2OH par le complexe enzymatique membranaire AMO. Par la suite, l'hydroxylamine est oxydée en nitrite dans 
le périplasme par HAO. Quatre électrons de cette oxydation sont transférés dans le pool de quinones par le 
cytochrome c554. Deux électrons du pool réduit de quinones retournent à l'AMO et doivent amorcer l'oxydation 
de l'ammoniaque. Les deux autres électrons pénètrent dans la chaîne de transport des électrons via le cytochrome 
c553 et le cytochrome cM552 pour générer la force protomotrice nécessaire à la synthèse de l'ATP. (b) Voie 
proposée pour l'oxydation de l'ammoniaque chez l'AOA Nitrosopumilus maritimus. Trois voies alternatives sont 
indiquées dans ce diagramme spéculatif. Dans les voies 1 et 2, le produit immédiat de l'oxydation de l'ammoniaque 
par l'AMO archéenne serait l'hydroxylamine. Cependant, ces deux voies diffèrent dans l'origine des électrons 
requis pour initier l'oxydation de l'ammoniac par la mono-oxygénase. La voie 1 est de type bactérien, dans laquelle 
les électrons produits par l'oxydation de l'hydroxylamine en nitrites par un CuHAO présumé sont transférés sur 
des transporteurs d'électrons pcy, et ensuite sur le pool de quinones par un QRED associé à la membrane. Deux 
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électrons seraient recyclés en AMO et les deux autres électrons seraient transférés à la chaîne de transport 
d'électrons. La voie 2 spécule que le NO, produit par la réduction du nitrite par un CuNIR proposé, constitue la 
source d'électrons pour l'AMO. La possibilité qu’HNO soit le produit de l'AMO archéenne est montrée par la voie 
3. Cette voie éliminerait l'exigence de recyclage d'électrons pendant l'oxydation initiale de l'ammoniaque. Par la 
suite, HNO serait oxydé en nitrite par un NXOR présumé. Les deux électrons extraits lors de cette oxydation 
seraient transférés vers QRED et la chaîne de transport d'électrons comme indiqué ci-dessus. Les flèches rouges 
indiquent le flux d'électrons. L'ombrage bleu indique des protéines contenant du cuivre. Les hexagones contenant 
Q et QH2 représentent le pool de quinones oxydé et réduit, respectivement. Abréviations : AOA, archaea oxydant 
l’ammoniaque ; AOB, bactéries oxydant l’ammoniaque ; AMO, ammoniaque monooxygénase ; HAO, 
hydroxylamine oxydoréductase, NO, oxyde nitrique ; HNO, nitroxyle ; CuHAO, hydroxylamine oxydoréductase 
du cuivre ; CuNIR, nitrite réductase dépendante du cuivre ; NXOR, nitroxyle oxydoréductase putative ; pcy, les 
plastocyanines ; NDH, NAD(P)H : quinone oxydoréductase ; NH2OH, hydroxylamine ; QRED, quinone réductase 
(d'après Stahl & de la Torre, 2012). 
	
1.1.1.3	Niches	écologiques	des	nitrifiants	selon	les	paramètres	physico-chimiques	
	
Dans	de	nombreux	écosystèmes	dans	le	monde,	l’abondance	des	AOA	est	plus	élevée	que	celle	
des	 AOB	 en	 général	 (Catão	 et	 al.,	 2016;	 Chen	 et	 al.,	 2015;	 Di	 et	 al.,	 2010;	 Onodera	 et	 al.,	 2010;	
Rodrigues	et	al.,	2016;	Shen	et	al.,	2008;	Stempfhuber	et	al.,	2016;	Szukics	et	al.,	2010;	Taylor	et	al.,	
2010;	Wang	et	al.,	2015;	Yao	et	al.,	2011;	You	et	al.,	2009;	Zeglin	et	al.,	2011).	La	prédominance	des	
AOA	n’implique	cependant	pas	forcément	une	activité	prédominante	de	ces	microorganismes	pour	la	
nitrification	 dans	 les	 sols,	 de	 nombreux	 paramètres	 influençant	 positivement	 ou	 négativement	 le	
maintien	et	l’activité	de	ces	deux	différentes	communautés.	Ci-dessous	sont	décrits	des	paramètres	
qui	influencent	la	différenciation	de	niche	écologique	entre	AOA	et	AOB	(liste	non	exhaustive).	
	
Température	
	
La	température	est	un	des	paramètres	qui	influencent	l’activité	des	microorganismes	et	leur	
croissance	et	les	réactions	enzymatiques	associées,	notamment	la	nitrification	(Szukics	et	al.,	2010).	La	
température	 contribue	 à	 la	 structuration	 des	 communautés	 AOA	 (Tourna	 et	 al.,	 2008)	 et	 AOB		
(Avrahami	and	Bohannan,	2007;	Avrahami	&		Conrad,	2003;	Fierer	et	al.,	2009).	
Chez	 les	 AOB,	 la	 nitrification	 est	 réalisée	 dans	 des	 conditions	 mésophiles,	 avec	 des	
températures	variant	de	6	à	43°C,	mais	l’activité	peut	diminuer	à	des	températures	<	15°C	ou	>	40°C.	
La	température	optimale	pour	la	nitrification	est	autour	de	30	à	40°C,	sachant	que	la	plupart	des	études	
faites	 sur	 la	 nitrification	 ont	 été	 réalisées	 à	 des	 températures	 >	 30°C	 (Guo	 et	 al.,	 2013)	 alors	 que	
d’autres	études	montrent	que	la	nitrification	peut	être	réalisée	à	des	températures	avoisinant	les	20°C	
(Dosta	et	al.,	2008;	Isaka	et	al.,	2008,	2007).	Dans	la	littérature,	il	existe	des	études	qui	ont	démontré	
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que	 les	 AOB	 peuvent	 tolérer	 des	 gammes	 de	 températures	 plus	 larges	 que	 celles	 citées	
précédemment,	variant	entre	-2°C	et	85°C	(Jaeschke	et	al.,	2009;	Rysgaard	&	Glud,	2004).	
Les	AOA	semblent	avoir	une	gamme	de	température	plus	 large	que	celle	des	AOB.	Chez	 les	
AOA,	la	nitrification	peut	être	réalisée	à	des	températures	variées	:	basse	(4	à	10°C	;	Nakagawa	et	al.,	
2007;	Urakawa	et	al.,	2008),	modérée	(18	à	28°C	;	Beman	&	Francis,	2006;	Könneke	et	al.,	2005)	et	
haute	 (88	 à	 97°C	 ;	 Reigstad	 et	 al.,	 2008).	 A	 partir	 d'un	 nombre	 très	 limité	 de	 cultures	 pures	 et	
d'enrichissement,	la	température	optimale	pour	l'AOA	semble	se	situer	entre	32	et	40	°C	dans	des	sols	
autour	de	la	neutralité	(Kim	et	al.,	2011;	Tourna	et	al.,	2011)	et	à	25	°C	dans	un	sol	acide	(Lehtovirta-
Morley	et	al.,	2011).	Ces	valeurs	sont	généralement	plus	élevées	que	pour	les	AOB.	De	plus,	Stres	et	
al.	(2008)	ont	démontré	qu’il	y	a	un	changement	de	la	structure	des	communautés	des	archées	par	
rapport	aux	bactéries	lorsqu’elles	sont	confrontées	à	des	températures	élevées.	On	peut	s’attendre	
plus	généralement	à	ce	que	les	conditions	extrêmes	de	température	favorisent		les	AOA	(Stahl	&	de	
la	Torre,	2012;	Valentine,	2007).	
	
Humidité	
	
Le	contenu	en	eau	des	 sols	 impacte	 la	nitrification	 (Zhalnina	et	al.,	2012),	 sachant	qu’il	 est	
difficile	 de	 déterminer	 l’influence	 exacte	 de	 chaque	 paramètre	 de	 manière	 isolée	 par	 exemple,	
humidité	 et	 température	 sont	 intrinsèquement	 liées.	 Dans	 un	 sol,	 le	 taux	 d’humidité	 et	 le	 niveau	
d’oxygène	du	sol	sont	également	 inversement	corrélés.	La	teneur	en	oxygène	dans	 le	sol	est	 faible	
lorsque	l'humidité	du	sol	est	élevée,	car	la	plupart	des	espaces	poreux	sont	occupés	par	de	l'eau,	et	
une	humidité	du	sol	plus	élevée	restreint	également	 la	diffusion	de	 l'air	atmosphérique	dans	 le	sol	
(Sahrawat,	2008).	Ainsi,	les	conditions	optimales	pour	l'humidité	et	l'aération	sont	liées.	
On	 sait	 de	 manière	 générale	 que	 les	 communautés	 microbiennes	 du	 sol	 et	 les	 cycles	
biogéochimiques	qu'elles	contrôlent	peuvent	être	affectés	par	le	stress	induit	par	les	cycles	de	séchage	
et	 de	 réhumectation	 du	 sol	 (Kaisermann	 et	 al.,	 2013;	 Thion	 &	 Prosser,	 2014).	 Par	 exemple,	 dans	
certains	cas,	les	communautés	AOA	semblent	moins	résistantes	à	la	sécheresse	que	les	AOB	et	moins	
résistantes	après	réhumectation	dans	les	sols	sans	antécédents	de	sécheresse	(Thion	&	Prosser,	2014).	
Sachant	que	les	communautés	AOA	semblent	avoir	une	forte	affinité	pour	l’ammonium	contrairement	
aux	 AOB,	 et	 que	 la	 diminution	 de	 l’humidité	 du	 sol	 diminue	 la	 mobilité	 et	 la	 disponibilité	 de	
l'ammonium,	les	AOA	seraient	favorisées	dans	des	milieux	à	faible	taux	en	ammonium.	Szukics	et	al.	
(2010)	ont	suggéré	que	les	AOA	sont	également	sensibles	aux	teneurs	élevées	en	eau,	probablement	
en	 raison	 des	 conditions	 limitées	 en	 oxygène,	 mais	 Ke	 et	 al.	 (2015)	 ont	 indiqué	 que	 les	 AOA	 ne	
semblent	pas	sensibles	à	la	diminution	de	la	disponibilité	de	l'oxygène,	contrairement	aux	AOB.	
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Taux	d’oxygène	
	
L’oxygène	joue	un	rôle	important	dans	la	nitrification,	car	le	métabolisme	des	nitrifiants	est	de	
type	oxydatif.	Les	archées	et	bactéries	nitrifiantes	sont	dépendantes	de	la	présence	en	oxygène	pour	
l’oxydation	de	l’ammoniaque	en	nitrite.	Dans	ces	réactions,	l’oxygène	sert	de	substrat	pour	l’enzyme	
AMO	et	également	d’accepteur	final	d’électron.	
D’après	 la	 littérature,	 la	 faible	 densité	 en	 oxygène	 et	 une	 faible	 concentration	 en	 ammonium	
favoriseraient	plus	les	AOA	que	les	AOB	dans	différents	types	d’environnement	(Erguder	et	al.,	2009;	
Francis	et	al.,	2005).	Park	et	al.	(2006)	ont	démontré	dans	des	tests	en	bioréacteur	que	les	AOA	tolèrent	
des	 concentrations	 en	 oxygène	 inférieures	 à	 6,3	 μM.	 Il	 a	 été	 démonté	 que	 dans	 des	 écosystèmes	
naturels	avec	de	faibles	taux	d’oxygène,	par	exemple	des	estuaires	souterrains
6
,	que	les	AOA	étaient	
largement	 prédominantes	 par	 rapport	 aux	AOB	 (Santoro	 et	 al.,	 2011).	D’autres	 articles	 rapportent	
cependant	le	résultat	inverse,	lorsque	les	concentrations	en	oxygène	sont	du	même	ordre	de	grandeur	
que	celui	cité	précédemment	:	e.g.	dans	l’article	de	Fitzgerald	et	al.	(2015)	où	le	taux	d’O2	dissous	est	
d’environ	9,4	µM,	les	AOA	sont	moins	abondantes	que	les	AOB.	D’autres	articles,	tels	que	Liu	&	Wang	
(2013)	ou	Bellucci	et	al.	(2011),	rapportent	qu'aucune	AOA	n'a	été	détectée	pour	des	concentrations	
de	5,0,	11,6	et	15,6	µM	d'O2	L
-1.	On	peut	en	déduire	que	ce	facteur	n’influence	sûrement	pas	seul	les	
prédominances	entre	ces	deux	communautés	nitrifiantes.	
	
pH	
	
Le	 pH	du	 sol	 est	 un	 des	 facteurs	majeurs	 régulant	 la	 nitrification	 dans	 les	 sols,	 et	 l’un	 des	
facteurs	les	plus	cités	pour	la	différenciation	des	niches	écologiques	entre	AOA	et	AOB	(Hatzenpichler,	
2012;	Prosser	&	Nicol,	2012;	Zhalnina	et	al.,	2012).	En	général,	la	nitrification	a	lieu	dans	une	gamme	
de	pH	allant	de	5,5	à	10,0,	avec	un	optimum	à	8,5	(Sahrawat,	2008).	D’après	Yao	et	al.	(2011),	le	ratio	
AOA/AOB	 augmente	 lorsque	 le	 pH	 diminue.	 Ce	 résultat	 peut	 s’expliquer	 par	 l’enrichissement	
d’écotypes	particulier	d’AOA	dans	des	milieux	acides	(Gubry-Rangin	et	al.,	2011).	De	plus,	à	des	pH	
acides,	l’abondance	et	l’activité	des	AOA	semblent	plus	importantes	que	pour	les	AOB	(Gubry-Rangin	
et	al.,	2011;	Leininger	et	al.,	2006;	Lu	et	al.,	2012;	Nicol	et	al.,	2008;	Yao	et	al.,	2011;	Zhang	et	al.,	2012).	
La	diminution	du	pH	peut,	en	effet,	créer	une	pression	environnementale	en	modifiant	de	nombreux	
paramètres	physico-chimiques	du	sol.	La	diminution	du	pH	devrait	réduire	 la	disponibilité	du	NH3	;	
sachant	que	 les	AOA	ont	une	plus	grande	affinité	pour	 l’ammonium	que	 les	AOB,	 les	AOA	seraient	
																																																						
6	Estuaires	souterrains	:	aquifère	côtier	où	l’eau	souterraine	issue	du	drainage	du	bassin	versant	dilue	
l’eau	de	mer	qui	s’est	infiltrée	dans	l’aquifère	
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favorisées	dans	des	milieux	acides,	car	elles	seraient	plus	compétitives	pour	le	NH3	que	les	AOB.	De	
manière	générale,	les	AOB	contribuent	à	la	nitrification	dans	des	gammes	de	pH	neutres	et	basiques,	
et	les	AOA	contribuent	à	la	nitrification	dans	des	gammes	de	pH	acide.	De	plus,	les	plantes,	via	leurs	
exsudats	 racinaires	 (Hinsinger	 et	 al.,	 2009),	 contribuent	 à	 la	modification	 de	 plusieurs	 paramètres	
physico-chimiques,	 dont	 la	 diminution	 du	 pH,	 ce	 qui	 devrait	 en	 théorie	 favoriser	 les	 AOA	 dans	 la	
rhizosphère.	
	
Concentration	en	ammonium	
	
La	principale	 source	d'énergie	pour	 l'AOA	et	 l'AOB	est	 l’oxydation	de	 l'ammonium,	 la	 seule	
source	d'énergie	connue	dans	des	conditions	aérobies.	La	concentration	en	ammonium	est	l’un	des	
facteurs	majeurs	influençant	la	répartition	des	niches	entre	AOA	et	AOB,	tout	comme	le	pH.	
Cette	différenciation	de	niche	peut	être	due	à	plusieurs	mécanismes	:	différences	dans	l'affinité	
de	 l’enzyme	 pour	 l’ammonium,	 tolérance	 à	 une	 forte	 concentration	 d'ammonium	 ou	 encore	
hétérogénéité	 des	 concentrations	 en	 ammonium	 dans	 les	 sols.	 De	 plus,	 d'autres	 facteurs,	 comme	
l’origine	de	 la	source	de	 l'ammonium,	peuvent	entrer	en	compte	sur	ces	différenciations	de	niches	
(Prosser	&	Nicol,	2012).	
Les	AOB	semblent	prédominantes	dans	des	milieux	riches	en	ammonium,	alors	que	les	AOA	le	
sont	 dans	 des	 milieux	 pauvres	 en	 ammonium	 (Prosser	 &	 Nicol,	 2012).	 Une	 concentration	 en	
ammonium	inférieure	à	1000	mgN.L
-1
	semble	avoir	un	effet	inhibiteur	sur	les	AOB	(Guo	et	al.,	2013).	
De	plus,	les	AOA	ont	donc	une	affinité	pour	l’ammonium	plus	important	que	les	bactéries	en	général	:	
il	a	été	démontré	que	«	Candidatus	N.maritimus	»	(AOA)	a	un	Km
7
	=	133	nM	pour	le	NH4
+
	(Martens-
Habbena	et	 al.,	 2009)..	 Ces	 résultats	 concordent	 avec	 les	 abondances	et	 activités	des	AOA	et	AOB	
trouvées	dans	 les	environnements	naturels.	En	effet,	 l’abondance	et	 l’activité	des	AOB	augmentent	
dans	les	sols	fertilisés	(Ma	et	al.,	2016;	Meyer	et	al.,	2013;	Simonin	et	al.,	2015;	Verhamme	et	al.,	2011).		
	
Autres	facteurs	
	
La	 liste	 des	 paramètres	 cités	 précédemment	n’est	 pas	 exhaustive,	 car	 d’autres	 paramètres	
peuvent	également	favoriser	l’une	des	communautés	de	nitrifiants,	telle	que	la	présence	de	métaux	
lourds.	Cao	et	al.	(2011)	et	Li	et	al.	(2009)	rapportent	par	exemple	que	les	AOA	sont	en	quantités	plus	
																																																						
7
	Km	(constante	de	Michaelis)	:	concentration	en	substrat	pour	laquelle	la	vitesse	initiale	de	la	réaction	est	
à	la	moitié	de	la	vitesse	initiale	maximale	
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importantes	que	les	AOB	en	présence	de	métaux	lourds,	et	que	les	AOA	sembleraient	donc	être	plus	
tolérantes	aux	métaux	 lourds.	Enfin,	 la	présence	d’inhibiteurs	de	 la	nitrification	pourrait	également	
impacter	différemment	l’activité	des	AOA	et	AOB,	que	ces	inhibiteurs	soient	d’origine	synthétique	ou	
biologique.	
	
1.1.1.4	Inhibition	de	la	nitrification	
	
De	nombreuses	molécules	qu’elles	soient	d’origine	synthétique	ou	biologique	sont	connues	
pour	inhiber	la	nitrification,	soit	au	niveau	de	la	première	étape	de	la	nitrification	(enzyme	AMO),	et/ou	
la	seconde	étape	(enzyme	HAO).	
	
1.1.1.4.1	Les	inhibiteurs	de	la	nitrification	
	
Le	phénomène	de	l’inhibition	biologique	de	la	nitrification	par	les	plantes	a	été	attesté	pour	la	
première	fois	dans	une	savane	de	l’Afrique	de	l’Ouest,	située	en	Côte-d’Ivoire	(la	station	écologique	
historique	 de	 Lamto	 –	 voir	 §	 Chapitre	 2)	 par	 Lata	 et	 al.	 (1999)	 chez	 l’espèce	 de	 Poacée	 pérenne,	
Hyparrhenia	diplandra.	Le	mécanisme	de	l’inhibition	biologique	de	la	nitrification	(ou	BNI	:	Biological	
Nitrification	Inhibition)	par	les	plantes	a	ensuite	été	démontré	par	Subbarao	et	al.	(2009)	sur	l’espèce	
Brachiaria	 pastures.	 Les	 molécules	 inhibitrices	 de	 la	 nitrification	 sont	 émises	 via	 des	 exsudats	
racinaires.	Ces	molécules,	comme	le	sorgoleone	issu	de	Sorghum	bicolor	(ou	sorgo	commun),	bloquent	
la	 voie	 enzymatique	 de	AMO	et	 de	HAO	 (Subbarao	 et	 al.,	 2013).	 D’autres	molécules	 extraites	 des	
racines	 ou	 de	 jeunes	 pousses,	 comme	 le	méthyl	 férulate	 ou	 l’acide	 linoléique,	 bloquent	 les	 voies	
enzymatiques	de	 la	 nitrification	 (Gopalakrishnan	et	 al.,	 2007;	 Subbarao	et	 al.,	 2008).	Une	 liste	 des	
inhibiteurs	biologiques	de	la	nitrification	est	présentée	dans	le	Tableau	1-1	ci-dessous.	
	
Les	 inhibiteurs	 de	 la	 nitrification	 démontrés	 jusqu’ici	 uniquement	 sur	 les	 bactéries,	 les	
inhibiteurs	 biologiques	 de	 la	 nitrification	 sembleraient	 finalement	 impacter	 aussi	 bien	 les	
communautés	 d’archées	 et	 de	 bactéries	 nitrifiantes.	 Subbarao	 et	 al.	 (2009b)	 avaient	 constaté	 une	
diminution	 des	 AOA	 et	 AOB	 dans	 des	 sols	 cultivés	 en	 présence	 de	 plantes	 inhibitrices.	 Enfin,	 ces	
résultats	ont	très	récemment	été	confirmés	par	l’étude	de	Nuñez	et	al.	(2018)	qui	compare	l’impact	de	
différentes	plantes	 inhibitrices	de	 la	nitrification	ayant	des	 taux	d’inhibitions	différents.	Dans	 cette	
expérience,	plus	 les	plantes	 inhibent,	plus	 l’abondance	des	AOA	et	AOB	diminue.	Ce	présent	travail	
participe	également	de	cette	avancée	(voir	Chapitres	suivants).	
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Tableau	-1-1:	Inhibiteurs	biologiques	de	la	nitrification,	leur	provenance	et	leur	mode	d’action	(adapté	d’après	
Coskun	et	al.,	2017a).	
 
Catégorie	 Molécules	
	
Source	 Commentaires	
BNIs	
provenant	
d’exsudats	
racinaires	
Sorgoleone	 Sorghum	bicolor	 Bloque	 AMO	 et	 HAO;	 composé	
allelopathique		
	
Sakuranetin,	 Sorghum	bicolor	 Bloque	 AMO	 et	 HAO;	 BNI	 non-effecase	
dans	les	sols			
Methyl	 3-(4-	
hydroxyphenyl)	
propionate	(MHPP)	
Sorghum	bicolor	 Bloque	 AMO;	 influence	 le	 systheme	
architecturale	des	racines		
Brachialactone	 Brachiaria	humidicola	
	
Bloque	 AMO	 et	 HAO;	 réduit	 le	 niveau	 de	
nitrification	au	champ	et	l’émission	de	N2O		
1,9-Decanediol	 Oryza	sativa	Caffeic	 Bloque	AMO	
BNIs	
provenant	
d’extraits	
de	tissus	
Acide		cafféique			 Ambrosia	psilostachya,	Andropogon	
spp.,	 Sorghastrum	 nutans,	 Quercus	
spp.,	Pinus	ponderosa	
Inhibition	complète	de	la	nitrification	(avec	
1	 mM)	 dans	 la	 suspension	 de	 sol	 (avec	
Nitrosomonas)	
Acide	chlorogénique	 Ambrosia	psilostachya,	
Haplopappus	ciliates,	Andropogon	
spp.,	Panicum	virgatum,	
Sorghastrum	nutans,	Pinus	
echinata,	Quercus	spp.,	Pinus	
ponderosa	
Inhibition	complète	de	la	nitrification	(avec	
100	 nM)	 dans	 la	 suspension	 de	 sol	 (avec	
Nitrosomonas)	
Acide	ferulique			 Pinus	echinata,	Quercus	spp.	 Inhibition	complète	de	la	nitrification	(avec	
10	 nM)	 dans	 la	 suspension	 de	 sol	 (avec	
Nitrosomonas)	
Methyl	ferulate	 Racines	de	B.	humidicola	 Emise	via	la	décomposition	de	la	racine	
Methyl	p-coumarate	 Racines	de	B.	humidicola		 Emise	via	la	décomposition	de	la	racine	
Acide	linoleicque			 Pousses	de	B.	humidicola		
	
Bloque	AMO	and	HAO;	inhibe	l’urease	
Acide	linoleicque			 Pousses	de	B.	humidicola		
	
Bloque	AMO	and	HAO	
	
	
Methyl	linoleate	
	
Pousses	de	B.	humidicola		 Les	 BNI	 les	 plus	 stables	 dans	 les	 sols,	
extraits	 de	 tissus	de	B.	 humidicola;	 inhibe	
l'uréase	
	
Des	molécules	synthétiques	inhibant	la	nitrification	sont	également	couramment	utilisées	en	
agriculture	afin	de	diminuer	la	perte	en	N.	Plusieurs	molécules	(Tableau	1-2)	sont	utilisées,	notamment	
le	dicyandiamide	(DCD)	ou	le	3,4-Diméthylpyrazole	phosphate	(DMPP).	Plusieurs	études	montrent	une	
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diminution	de	la	nitrification	en	présence	de	ces	molécules,	avec	une	diminution	des	AOB	en	présence	
de	DCD	ou	du	Nitrapyrin	(Dai	et	al.,	2013;	Di	et	al.,	2010;	Guo	et	al.,	2014;	Lehtovirta-Morley	et	al.,	
2013)	ou	encore	une	diminution	spécifique	des	AOB	en	présence	de	DMPP	et	pas	d’effet	sur	les	AOA	
(Kleineidam	et	al.,	2011).		
	
Tableau	1-2	:	Inhibiteurs	synthétique	de	la	nitrification,	leur	utilisation	et	leur	mode	d’action	(adapté	d’après	
Coskun	et	al.,	2017a).	
	
Catégorie	 Molécules	
	
Source	 Commentaire	
Inhibiteur	de	la	
nitrification	
synthétique	
(SNIs)	
	
Dicyandiamide	(DCD)	 Synthetique	 Largement	 utilisé	 dans	 l’agriculture	 ;	 bloque	 AMO	 ;	
n'augmente	pas	les	rendements	;	risques	de	dégradation,	de	
lessivage,	 de	 contamination	 des	 aliments	 et	 de	 l'eau,	
augmentation	de	la	volatilisation	du	NH3,	émission	indirecte	
de	N2O	
3,4-Dimethylpyrazole	
phosphate	(DMPP)	
Synthetique	 Largement	 utilisé	 dans	 l’agriculture	 ;	 bloque	 AMO	 ;	 plus	
efficace	que	le	DCD	pour	réduire	les	émissions	de	NH3	et	de	
N2O	et	la	lixiviation	NO3
-	
;	effets	variables	sur	le	rendement	
;	 risque	 de	 volatilisation	 accrue	 de	 NH3	 et	 d'émission	
indirecte	de	N2O	
2-Chloro-6-	
(trichloromethyl)	
pyridine	(Nitrapyrin)	
Synthetique	 Bloque	AMO	;	risqué	d’augmentation	de	la	volatilisation	du	
NH3	 et	 indirectement	 du	 N2O	 ;	 peut	 aussi	 inhiber	
indirectement	la	dénitrification		
	
1.1.1.4.2	Utilisation	des	inhibiteurs,	leurs	avantages	et	inconvénients	
	
Les	 inhibiteurs	 synthétiques	 sont	 couramment	 utilisés	 dans	 des	 systèmes	 agricoles	 afin	 de	
diminuer	 les	 pertes	 en	 N	 (Coskun	 et	 al.,	 2017a).	 L’ajout	 des	 inhibiteurs	 de	 la	 nitrification	 permet	
d’inhiber	 la	 transformation	de	 l’ammonium	en	nitrate,	 sachant	que	 le	nitrate	peut	 facilement	être	
perdu	pour	les	sols	par	dénitrification	ou	lixiviation.	La	conservation	de	l'N	sous	la	forme	d’ammonium	
permet	de	limiter	ces	pertes.	Tous	ces	inhibiteurs	ont	des	inconvénients,	notamment	concernant	leur	
coût,	 leur	 dégradation,	 comme	 source	 de	 pollution	 ou	 encore	 l’entrée	 dans	 les	 aliments	 cultivés	
(Coskun	et	al.,	2017b).	
La	BNI	semble	quant	à	elle,	avoir	un	potentiel	important	d’utilisation	pour	l’agriculture	dans	
les	 années	 à	 venir,	 car	 la	 présence	 de	 cette	 inhibition	 permettra	 d’augmenter	 le	 rendement	
agronomique	en	réduisant	la	surexploitation	des	engrais	azotés,	et	permettra	également	d’éviter	les	
potentiels	 risques	associés	aux	 inhibiteurs	synthétiques.	La	découverte	de	ce	phénomène	dans	des	
lignées	modernes	de	blé	et	de	riz	est	encourageante	dans	la	perspective	d’utiliser	ce	type	de	variété	
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en	agronomie	(Figure	1-8).	Cependant,	avant	l’utilisation	raisonnée	de	ces	variétés/lignées	en	culture,	
de	nombreuses	études	sont	nécessaires	pour	mieux	comprendre	les	mécanismes	d’inhibition.	
	
Figure 1-8 : Les molécules BNI trouvées jusqu’ici dans les exsudats racinaires et leurs cibles enzymatiques. 
Les exsudats inhibiteurs de la nitrification isolés à ce jour sont présentés, ainsi que les plantes dont ils sont dérivés 
et leurs cibles enzymatiques, qui catalysent les réactions de nitrification. Les lignes rouges pleines indiquent les 
modes d'action connus, les lignes rouges pointillées les modes inconnus. Une capacité BNI a été démontrée dans 
le cas du blé, bien que des composés spécifiques n'aient pas été identifiés. Aucune capacité BNI n'a été démontrée 
pour l’instant chez le maïs, bien que ce soit l'une des « trois grandes » cultures mondiales. L'inhibition des nitrites 
oxydoréductases par les exsudats racinaires n'a pas non plus été démontrée. Abréviations : AMO, ammoniaque 
monooxygénase ; HAO, hydroxylamine oxydoréductase ; NXR, nitrite oxydoréductase (d’après Coskun et al., 
2017b). 
 
1.1.2	Dénitrification	
1.1.2.1	Historique	sur	la	découverte	des	bactéries	dénitrifiantes	
	
Le	phénomène	de	disparition	du	NO3
-	de	l’eau	a	été	observé	pour	la	première	fois	par	Smith	
en	 (1867).	 Par	 la	 suite,	 le	 terme	 de	 “dénitrification”	 fut	 introduit	 par	 Gayon	&	 Dupetit	 (1882).	 La	
première	souche	pure	de	bactérie	dénitrifiante	fut	isolée	par	Gayon	et	Dupetit	(1886).	Puis	en	1897,	
plusieurs	 auteurs	 ont	 démontré	 la	 présence	 des	 bactéries	 dénitrifiantes	 dans	 les	 sols	 (Ampola	 &	
Garino,	1897;	Deherain,	1897).	
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Les	premières	descriptions	de	la	voie	de	la	dénitrification	et	des	produits	qui	en	résultent	ont	
été	 faites	 au	 début	 des	 années	 1900.	 Les	 premières	 études	 génétiques	 de	 la	 dénitrification	 ont	
commencé	dans	les	années	1970,	et	les	gènes	impliqués	dans	la	dénitrification	ont	été	isolés	et	clonés	
en	1995	par	Ye	et	al.	(1995).	Actuellement,	de	nombreuses	études	ont	une	approche	écologique	sur	
les	dénitrifiantes	(Philippot,	2002;	Philippot	et	al.,	2007).	Cela	sera	abordé	plus	loin	dans	le	manuscrit.	
	
1.1.2.2	Processus	de	dénitrification	
	
La	dénitrification	est	un	processus	respiratoire	microbien	pendant	lequel	le	nitrate	soluble	est	
utilisé	comme	accepteur	d'électrons	lorsque	l'oxygène	n'est	pas	disponible	pour	la	respiration	aérobie.	
La	 dénitrification	 consiste	 en	 la	 réduction	 du	 nitrate	 (NO3
-)	 jusqu’à	 l’N	 gazeux	 (N2)	 avec	 pour	
intermédiaires	 les	 nitrites	 (NO2
-),	 l’oxyde	 nitrique	 (NO)	 et	 l’oxyde	 nitreux	 (N2O).	 Le	 processus	 de	
dénitrification	est	découpé	en	quatre	étapes,	au	cours	desquelles	des	enzymes	spécifiques	de	chaque	
étape	interviennent	pour	la	catalyse	(Figure	1-9	;	Pajares	&	Bohannan,	2016).	Chacune	de	ces	enzymes	
est	codée	par	un	gène	différent.	La	deuxième	étape	de	la	dénitrification,	une	étape	clé	de	la	voie	de	la	
dénitrification,	peut	être	conduite	par	deux	communautés	de	bactéries	différentes	ayant	soit	le	gène	
nirK	ou	le	gène	nirS	(Philippot	et	al.,	2007).		
	
Figure 1-9 : Processus de dénitrification chez les bactéries gram négatif (d’après Robertson & Groffman, 
2015). 
 
1.1.2.3	Les	différents	paramètres	influençant	la	dénitrification	
Différents	 paramètres	 physico-chimiques	 du	 sol	 peuvent	 influencer	 la	 dénitrification,	 telles	
que	 la	 teneur	 en	 oxygène,	 l’humidité	 et	 la	 teneur	 en	 carbone	 organique	 qui	 ont	 une	 très	 forte	
influence,	et	le	pH,	la	température,	la	salinité	qui	ont	des	impacts	moindres	(Wallenstein	et	al.,	2006).	
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Humidité	et	taux	d’oxygène	
	
La	dénitrification	est	effectuée	en	conditions	majoritairement	anaérobies,	plusieurs	travaux	
ayant	montré	que	l’oxygène	inhibe	la	dénitrification	dans	les	sols.	De	plus,	d’autres	études	ont	montré	
que	l’activité	maximale	de	dénitrification	est	atteinte	lorsque	les	sols	sont	saturés	en	eaux.	Plus	le	sol	
est	humide,	plus	la	diffusion	de	l’air	dans	le	sol	est	réduite,	créant	ainsi	un	milieu	anoxique	(Bateman	
&	Baggs,	2005;	Keil	et	al.,	2015;	Luo	et	al.,	1999;	Philippot	et	al.,	2007)	
Matière	organique	
L’énergie	nécessaire	à	l’activité	et	à	la	croissance	des	bactéries	dénitrifiantes	est	fournie	par	le	
carbone	organique	soluble.	Elle	constitue	un	des	facteurs	majeurs	influençant	le	taux	maximal	de	la	
dénitrification	(Yin	et	al.,	2015).	
	
pH	
	
Le	pH	ne	constitue	pas	un	facteur	limitant	de	la	dénitrification,	mais	il	peut	faire	varier	la	vitesse	
de	la	réaction,	la	diversité	et	la	composition	de	la	communauté	dénitrifiante	(Čuhel	et	al.,	2010;	Yin	et	
al.,	2015).	La	vitesse	de	réaction	augmente	en	fonction	du	pH,	mais	celle-ci	s’arrête	à	un	pH	au-dessus	
de	10,5.	L’optimum	pour	la	dénitrification	se	situe	vers	6,0	à	6,3.	
	
Température	
	
La	dénitrification	est	en	étroite	relation	avec	la	température,	car	celle-ci	augmente	lorsque	la	
température	augmente.	L'effet	de	la	température	sur	la	dénitrification	est	indirectement	influencé	par	
l'interaction	de	la	température	sur	la	solubilité	de	l'O2,	la	consommation	d'O2,	ainsi	que	sur	la	diffusion	
de	 l'O2.	 En	 effet,	 une	 température	 décroissante	 augmentera	 la	 solubilité	 de	 l'O2	 et	 diminuera	 la	
consommation	 d'O2.	 La	 gamme	 minimale	 pour	 l’activité	 de	 dénitrification	 est	 de	 2,7-10°C,	 et	 le	
maximum	d'env.	50°C.	Pour	des	cultures	pures	isolées	du	sol,	la	température	optimale	de	croissance	
est	de	30°C.	Des	études	montrent	que	les	dénitrifiantes	sont	adaptées	aux	sols	et	aux	conditions	de	
croissance	spécifiques	au	sol.	Ainsi,	 les	 isolats	bactériens	 issus	de	sols	 tropicaux	 (33	au	 total)	n’ont	
montré	aucune	croissance	lorsqu'ils	ont	été	incubés	à	10°C,	alors	que	68%	des	isolats	de	sols	tempérés	
(95	au	total)	poussent	à	10°C	(Martens,	2005).	
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Autres	facteurs	
	
D’autres	facteurs,	tels	que	la	fertilisation	ou	la	présence	de	métaux	lourds,	peuvent	impacter	
la	dénitrification	(Philippot	et	al.,	2007).	Les	fertilisants	azotés	augmentent	la	dénitrification	dans	les	
systèmes	agricoles	conduisant	à	une	forte	perte	en	azote.	De	plus,	les	fertilisants	peuvent	avoir	des	
impacts	indirects	sur	la	dénitrification,	en	induisant	un	changement	de	pH	des	sols	(Šimek	&	Cooper,	
2002).	 Les	 métaux	 lourds	 diminuent	 ou	 augmentent	 la	 dénitrification	 selon	 le	 type	 de	 molécule	
(Magalhães	et	al.,	2007;	Philippot	et	al.,	2007;	Zhou	et	al.,	2011)	:	par	exemple	l'arsenic,	le	plomb	ou	
le	zinc	réduisent	les	dénitrifiants,	alors	que	le	cuivre	favorise	l’abondance	des	dénitrifiants	(Liu	et	al.,	
2018).		
	
1.1.2.4	Répartition	des	dénitrifiants	dans	l’environnement	
	
La	structure	des	communautés	des	dénitrifiants	est	souvent	caractérisée	via	la	quantification	
des	gènes	nirK	et	nirS	(Philippot	et	al.,	2007).	Les	gènes	nirS	et	nirK	codent	pour	les	cd1-	et	Cu-nitrite	
réductases	 qui	 participent	 à	 la	 transformation	 des	 nitrites	 en	 monoxyde	 d’N	 (Philippot,	
2002).L’expression	de	nirS	est	stimulée	en	présence	de	monoxyde	d’N	et	de	concentrations	basses	en	
oxygène,	mais	cette	expression	ne	requière	pas	une	anaérobiose	complète,	contrairement	au	gène	
nirK	(Philippot,	2002).	Les	communautés	ayant	ces	gènes	sont	réparties	plus	ou	moins	uniformément	
dans	les	sols	(Jones	et	al.,	2014).		
	
1.1.2.5	Inhibition	de	la	dénitrification	
	
Récemment,	 le	 phénomène	 d’inhibition	 biologique	 de	 la	 dénitrification	 (BDI	 :	 Biological	
Denitrification	Inhibition)	a	été	découvert.	Ce	processus	est	réalisé	par	l’espèce	invasive	Fallopia	spp.	
(Renouée	du	Japon	appartenant	à	la	famille	des	Polygonacées	-	Bardon	et	al.,	2014).	Les	procyanidines	
sont	les	premiers	inhibiteurs	biologiques	de	la	dénitrification	identifiés,	ceux-ci	inhibant	l'activité	de	la	
nitrate	 réductase	 liée	 à	 la	 membrane	 par	 un	 changement	 de	 conformation	 (Bardon	 et	 al.,	 2016).	
Comme	l’inhibition	de	la	nitrification,	l’inhibition	de	la	dénitrification	peut	jouer	un	rôle	important	afin	
de	limiter	les	pertes	en	N	et	l’émission	de	N2O	(Bardon	et	al.,	2015).	
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1.2	Les	savanes	tropicales	
	
1.2.1.	Définition	de	l’écosystème/du	biome	savane	
	
La	 savane	 est	 définie	 comme	 étant	 une	 coexistence	 entre	 les	 arbres	 et	 les	 herbes.	 Elle	
représente	environ	20%	des	terres	émergées	(Sankaran	et	al,	2004	;	Figure	1-10	;)	Dans	le	monde,	il	
existe	plusieurs	types	de	savanes,	celles-ci	étant	caractérisées	par	la	biomasse	relative	des	Poacées	et	
des	ligneux	(Figure	1-11).	Dans	le	cadre	de	cette	étude,	on	s’intéressera	plus	particulièrement	au	cas	
d’une	savane	humide,	ce	type	de	savanes	se	situant	en	seconde	place	après	les	forêts	tropicales	pour	
la	contribution	en	termes	de	production	primaire	(Sankaran	&	Ratnam,	2013).	
	
	
	
	
Figure 1-10 : Répartition des savanes dans le monde (réadapté d'après Trimble & van Aarde, 2012). 
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Figure 1-11 : Les savanes occupent une partie du continuum des types de végétations à proportions variables 
d’herbes et de ligneux. Les frontières entre types sont arbitraires (d’après Scholes & Walker, 1993). 
	
1.2.2	Les	théories	de	la	coexistence	herbes-arbres	
	
Traditionnellement,	 quatre	 facteurs	 clés	 ont	 été	 identifiés	 comme	 étant	 essentiels	 pour	 la	
coexistence	arbres-herbes	:	l'eau,	les	nutriments,	le	feu	et	l'herbivorie	(Frost	et	al.,	1986).	
1.2.2.1	Le	feu	
	
Les	feux	sont	reconnus	comme	étant	un	des	principaux	facteurs	de	la	coexistence	arbres-herbe	
en	savanes	 (Bond,	2008;	Bond	et	al.,	2003;	Bond	&	Keeley,	2005;	Higgins	et	al.,	2000).	 Les	 feux	de	
savane	sont	généralement	des	feux	de	surface.	Le	feu	est	principalement	alimenté	par	des	herbes,	se	
propage	 rarement	 dans	 les	 feuillages	 des	 arbres	 et	 ne	 détruit	 pas	 les	 arbres	 adultes	 (Bond,	 2008;	
Higgins	et	al.,	2000).		
L’effet	du	feu	sur	la	structure	des	savanes	découle	en	grande	partie	du	goulet	d'étranglement	
qu’elle	impose	à	la	survie	et	à	la	croissance	des	jeunes	arbres	(de	la	plantule	à	l’arbre	de	2	m).	L'ampleur	
et	 la	 gravité	 du	 goulot	 varient	 en	 fonction	 de	 la	 saison,	 de	 la	 fréquence	 et	 de	 l'intensité	 des	 feux	
(Midgley	et	al.,	2010).	
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1.2.2.2	L’herbivorie	
	
L'effet	 des	mammifères	 herbivores	 sur	 la	 végétation	 des	 savanes	 dépend	 des	 densités	 de	
population	et	de	leur	taille,	et	varie	selon	que	l'espèce	est	un	méga-herbivore	(éléphant,	rhinocéros),	
paisseur,	brouteur	ou	brouteur-paisseur	(Augustine	&	Mcnaughton,	2010,	1998;	Sankaran	et	al.,	2008).	
Ces	herbivores	ont	des	effets	à	 la	fois	positifs	et	négatifs	sur	 les	arbres	 (Sankaran	et	al.,	2008).	Par	
exemple,	ils	peuvent	conduire	à	(1)	une	diminution	de	la	compétition	avec	les	herbes	broutées	(2)	une	
disponibilité	 accrue	 de	 l'eau	 pour	 les	 arbustes	 à	 racines	 profondes	 en	 raison	 de	 la	 réduction	 de	
l'absorption	par	les	herbes	pâturées	(3)	une	réduction	des	fréquences	et	des	intensités	des	feux	dues	
à	 la	 diminution	 de	 la	 biomasse	 d’herbes	 (4)	 la	 dispersion	 des	 graines	 ligneuses	 par	 les	 brouteurs	
(Archer,	1995;	Eldridge	et	al.,	2011;	Roques	et	al.,	2001;	Scholes	&	Archer,	1997)	(5)	la	destruction	des	
jeunes	arbres	par	piétinement	(6)	la	diminution	de	la	survie	et	de	la	croissance	des	jeunes	arbres,	dont	
les	feuilles	et	branches,	sont	consommées.	
Les	 herbivores	 ont	 également	 un	 rôle	 important	 dans	 la	 régulation	 de	 la	 population	 des	
Poacées.	Une	forte	présence	d’herbivores	permettant	de	réduire	la	biomasse	des	Poacées,	cela	permet	
ainsi	une	réduction	du	combustible	disponible	pour	le	feu,	et	donc	un	impact	indirect	sur	le	feu	par	
une	réduction	de	son	intensité	et	de	sa	fréquence	(Bodini	&	Clerici,	2016).	
	
1.2.2.3	Les	propriétés	du	sol	en	savane	
	
Les	propriétés	du	sol,	 la	texture	et	la	disponibilité	de	nutriments	minéraux	tels	que	l'N	et	le	
phosphore	jouent	un	rôle	important	dans	la	régulation	de	la	structure	des	savanes	(Sankaran	et	al.,	
2008).	Il	a	été	démontré	que	le	couvert	arboré	a	tendance	à	être	plus	élevé	dans	les	savanes	sur	les	
sols	sableux	à	texture	grossière	que	dans	les	sols	argileux	à	texture	fine	(Williams	et	al.,	1996).	Les	sols	
sableux	permettent	une	plus	grande	percolation	de	l'eau	jusqu'aux	profondeurs,	favorisant	ainsi	une	
végétation	ligneuse	avec	des	racines	plus	profondes	(Sankaran	&	Ratnam,	2013).	
	
1.2.2.4	Répartition	des	ressources	et	nutriments	
	
L’eau	
	
L’eau	est	un	des	facteurs	limitants	pour	les	arbres	en	dessous	de	650	mm	de	pluie	annuelle	
(Sankaran	et	al.,	2005).	En	absence	de	perturbations	extérieures,	plus	il	y	a	d’eau	plus	le	couvert	arboré	
augmente	(Figure	12	;	Sankaran	et	al.,	2004).		
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Les	arbres	et	Poacées	ont	un	accès	différent	à	cette	ressource	en	raison	des	différences	dans	 leurs	
profils	d'enracinement.	Dans	les	couches	de	sol	supérieures,	les	arbres	et	Poacées	se	disputent	l'eau,	
et	bien	que	les	Poacées	soient	des	bonnes	compétitrices	pour	l'eau	dans	les	horizons	supérieurs	vis	
leurs	racines	principalement	situées	dans	les	premiers	centimètres	du	sol,	les	arbres	peuvent	persister	
dans	le	système	en	raison	de	l'accès	exclusif	aux	eaux	profondes	(Walter	&	Mueller-Dombois,	1971).	
	
Figure 1-12: Les ratios arbres-poacées prévus dans les gradients de pluie selon les différents modèles de 
goulot d'étranglement démographique. Les lignes pleines montrent la couverture arborée attendue en l'absence 
de perturbations externes. Les flèches indiquent les effets potentiels des perturbations sur la couverture des arbres 
(d’après Sankaran et al., 2004). 
 
Disponibilité	en	azote	et	en	phosphore	
	
Les	disponibilités	en	N	et	en	phosphore	sont	des	facteurs	importants	pour	la	prédiction	des	
couverts	arborés	en	savane	(Sankaran	et	al.,	2008).	Par	exemple,	il	a	été	démontré	que	la	couverture	
arborée	à	une	corrélation	négative	avec	la	disponibilité	en	azote,	celle-ci		est	expliquer	par	l’entrer	en	
compétions	de	la	strate	herbacée	avec	les	arbres	lorsque	le	taux	d’azote	est	important	et	de	plus	la	
survie	des	graines	d’arbres	diminue	avec	l’augmentation	de	l’N	dans	les	sols	(Sankaran	et	al.,	2008).	
Une	différence	de	préférence	pour	la	source	d’N	peut	également	favoriser	la	coexistence	entre	
Poacées	et	arbres	(Boudsocq	et	al.,	2012).	Cette	hypothèse	est	fortement	soutenue	dans	le	cas	de	la	
savane	 de	 Lamto	 en	 Côte	 d'Ivoire,	 où	 une	 des	 Poacées	 dominantes	 a	 la	 capacité	 d'inhiber	 la	
nitrification,	 supposant	une	préférence	pour	 l’ammonium	par	 rapport	au	nitrate	 (Lata	et	al.,	 1999,	
2000,	2004).		 	
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1.3	Problématiques	de	la	thèse		
	
	
La	 savane	 est	 définie	 par	 la	 coexistence	 entre	 les	 arbres	 et	 les	 poacées.	 Plusieurs	 facteurs	
régulent	 cette	 coexistence,	 notamment	 l’herbivorie,	 le	 feu,	 et	 la	 répartition	 de	 la	 ressource	 en	
nutriments	minéraux	entres	les	deux	types	de	végétations.	Dans	le	cas	de	la	savane	de	Lamto	(voir	§	
suivant),	 la	 présence	 d’herbivores	 est	 faible	 contrairement	 à	 d’autres	 savanes.	 Dans	 cette	 étude,	
l’impact	des	herbivores	n’a	donc	pas	été	pris	en	compte.	A	l’heure	actuelle,	on	dispose	de	peu	d’étude	
sur	l’interaction	des	arbres	et	des	poacées	sur	le	cycle	des	nutriments	en	savane,	plus	particulièrement	
pour	le	cycle	de	l’azote.	Sachant	que	l’espèce	de	Poacées	dominante	de	cette	savane	pout	inhiber	la	
nitrification	et	des	arbres	avoir	un	effet	contraster	à	celle-ci	peut	contribuer	à	des	impacts	directement	
les	communautés	microbiennes	du	sol	notamment	celle	du	cycle	de	l’azote.		
Donc,	dans	un	premier	 temps,	cette	étude	s’intéresse	à	 la	 répartition	des	microorganismes	
dans	 le	 sol	 selon	 le	 couvert	 végétal.	 En	 effet,	 sachant	 que	 l’une	des	 Poacées	dominantes	 de	 cette	
savane	 est	 connue	 pour	 inhiber	 la	 nitrification,	 on	 peut	 se	 demander	 si	 ce	 phénomène	 est	
généralisable	 aux	 autres	 Poacées	 dominantes	 de	 cette	 savane.	 De	 plus,	 d’autres	 études	 à	 Lamto	
suggèrent	que	le	taux	de	minéralisation	est	important	sous	les	arbres,	donc	on	peut	se	demander	si	
les	arbres	ont	un	mode	de	fonctionnement	différent	de	celui	des	Poacées	vis-à-vis	du	cycle	de	l’N	et	
qui	pourrait	participer	à	leur	coexistence.	
De	plus,	 si	 les	 arbres	et	 les	poacées	ont	des	 stratégies	différentes	 vis-à-vis	du	 cycle	de	 l’N,	
notamment	l’étape	de	la	nitrification,	le	fonctionnement	des	communautés	microbiennes	du	sol	peut	
être	impacté.	J’ai	donc	cherché	à	comprendre	comment	les	communautés	microbiennes	du	cycle	de	
l’N	pouvaient	varier	en	termes	de	présence	et	d’activité	entre	les	sols	sous	arbres	et	Poacées,	et	si	ces	
différences	étaient	stables	entre	les	différentes	espèces	d'arbre	et	de	poacée.	
Dans	un	contexte	de	changement	climatique,	qui	impacte	particulièrement	l’Afrique	de	l’Ouest	
avec	des	sécheresses	importantes	et	des	pluies	abondantes	(donc	des	événements	extrêmes	de	plus	
en	plus	présents	–	Scheiter	&	Higgins,	2009),	les	paramètres	climatiques	sont	attendus	comme	pouvant	
avoir	des	répercutions	importante	sur	le	fonctionnement	des	écosystèmes	et	en	particulier	de	savanes,	
déjà	soumises	à	une	forte	pression	anthropique.	La	savane	de	Lamto	en	Côte	d’Ivoire	est	située	dans	
une	 zone	 où	 la	 saisonnalité	 est	 naturellement	marquée	 par	 de	 fortes	 saisons	 sèches	 et	 humides.	
Sachant	que	la	teneur	en	eau	du	sol	peut	impacter	l’activité	des	végétaux	(y	compris	l’exsudation)	et	
des	microorganismes	du	sol,	j’ai	donc	cherché	à	comprendre	comment	l’inhibition	de	la	nitrification	
(et	plus	 largement	 l’impact	des	végétaux	sur	 le	cycle	de	l’N)	pouvait-elle	varier	selon	les	saisons,	et	
comment	 la	 saisonnalité	 pouvait	 impacter	 le	 fonctionnement	 des	microorganismes	 du	 sol	 dans	 la	
savane	de	Lamto.	
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Pour	finir,	le	feu	est	connu	pour	être	l’un	des	facteurs	régulant	la	coexistence	en	savane	;	dans	
le	cas	de	Lamto,	on	y	observe	par	exemple	une	reprise	rapide	de	la	croissance	des	végétaux	peu	de	
temps	après	 le	passage	du	feu.	L’impact	global	du	 feu	sur	 la	végétation	est	bien	connu,	cependant	
l’impact	du	feu	sur	les	caractéristiques	physico-chimiques	du	sol	reste	peu	connu	dans	les	savanes.	Or,	
un	 changement	 des	 caractéristiques	 physicochimiques	 peut	 avoir	 un	 impact	 important	 sur	 les	
microorganismes	 du	 sol.	 J’ai	 donc	 cherché	 à	 comprendre	 comment	 le	 feu	 pouvait	 impacter	 le	
fonctionnement	des	microorganismes	du	sol,	notamment	le	cycle	de	l’N,	et	également	si	le	feu	pouvait	
avoir	un	impact	sur	l’inhibition	biologique	de	la	nitrification	par	les	Poacées.	
L’objectif	de	cette	thèse	est	donc	de	mieux	comprendre	l’interaction	entre	 les	arbres	et	 les	
poacées	avec	les	micro-organismes	du	sol,	de	même	avec	les	variations	saisonnières	et	le	feu.	Dans	
cette	étude	on	se	focalisant	principalement	sur	les	processus	microbiologiques	du	cycle	de	l’azote.	
	
Cette	étude	vise	donc	à	répondre	principalement	aux	questions	suivantes	:	
	
(1) Les	espèces	de	Poacées	dominantes	de	la	savane	de	Lamto	inhibent-elles	la	nitrification	?	
(2) Les	 espèces	 d’arbres	 dominantes	 ont-elles	 une	 influence	 différente	 des	 Poacées	 sur	 la	
nitrification	?	Stimulent-elles	la	nitrification	?	
(3) La	 saisonnalité,	 le	 feu	 et	 le	 type	 de	 couvert	 végétal	 ont-ils	 un	 impact	 croisé	 sur	 le	
fonctionnement	des	microorganismes	du	sol,	notamment	ceux	impliqués	dans	le	cycle	de	l’N	
?	
	
Les	principales	hypothèses	émises	dans	ce	manuscrit	étaient	les	suivantes	:		
(1) La	Poacée	dominante	de	cette	savane	est	connue	pour	inhiber	biologiquement	la	nitrification.	
C’est	 une	 espèce	 pérenne,	 les	 autres	 Poacées	 dominantes	 de	 la	 savane	 de	 Lamto	 étant	
également	 pérennes,	 une	 adaptation	 aux	 conditions	 difficiles	 en	 particulier	 en	 termes	 de	
nutriments.	On	pourrait	donc	supposer	que	toutes	 les	Poacées	dominantes	et	pérennes	de	
cette	savane	pourraient	avoir	la	capacité	d’inhiber	également	la	nitrification.	
(2) Sous	les	arbres,	d’après	la	littérature,	la	minéralisation	semble	importante,	et	on	peut	donc	
supposer	que	la	disponibilité	en	ammonium	étant	aussi	plus	importante,	la	nitrification	devrait	
être	stimulée	sous	les	arbres	par	rapport	aux	Poacées.		
(3) Il	existe	deux	catégories	de	microorganismes	nitrifiants,	qui	sont	les	archées	et	les	bactéries	
possédant	deux	niches	écologiques	différentes.	D’après	la	littérature,	les	archées	nitrifiantes	
semblent	en	moyenne	plus	 importantes	dans	 la	majorité	des	sols	par	rapport	aux	bactéries	
nitrifiantes,	et	semblent	mieux	adaptées	aux	conditions	difficiles	du	milieu.	On	pourrait	donc	
s’attendre	à	avoir	également	une	prédominance	des	archées	nitrifiantes	à	Lamto.		
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(4) La	 Poacée	 dominante	 inhibant	 la	 nitrification	 de	 façon	 importante	 et	 stable,	 on	 pourrait	
s’attendre	à	une	diminution	des	communautés	nitrifiantes	sous	les	Poacées	par	rapport	aux	
arbres.		
(5) Dans	 le	cas	de	Lamto,	 les	 sols	 sont	globalement	pauvres	en	N,	notamment	en	ammonium.	
Comme	 la	 littérature	 stipule	que	 les	AOA	seraient	plus	 compétitives	que	 les	AOB	dans	des	
milieux	faibles	en	ammonium,	les	AOA	pourraient	être	plus	actives	que	les	AOB	dans	ces	sols.		
(6) Sous	 les	 Poacées,	 l’inhibition	 de	 la	 nitrification	 conduisant	 à	 une	 diminution	 du	 nitrate	
disponible	dans	les	sols,	on	devrait	s’attendre	ici	à	avoir	un	flux	de	dénitrification	plus	faible	
sous	 les	 Poacées.	 À	 l’inverse,	 on	 devrait	 s’attendre	 à	 trouver	 un	 taux	 de	 dénitrification	
beaucoup	 plus	 important	 sous	 les	 arbres	 étant	 donné	 que	 la	 minéralisation	 y	 est	 plus	
importante.	
(7) L’abondance	des	communautés	dénitrifiantes	est	difficilement	prévisible,	car	le	processus	de	
dénitrification	 n’est	 pas	 obligatoire	 pour	 les	 microorganismes	 dénitrifiants.	 On	 pourrait	
cependant	 formuler	 l’hypothèse	que	ces	communautés	soient	plus	 faibles	sous	 les	Poacées	
dûes	à	un	impact	sur	le	long	terme	de	l’inhibition	de	la	nitrification.	
(8) Durant	 les	 saisons	 sèches,	 les	 plantes	 sont	 généralement	moins	 actives.	 On	 pourrait	 donc	
supposer	que	l’inhibition	de	la	nitrification	diminue	durant	la	saison	sèche,	ainsi	que	la	putative	
stimulation	par	les	arbres.	
(9) Les	 variations	 saisonnières	 peuvent	 avoir	 des	 impacts	 sur	 la	 disponibilité	 en	 nutriment	via	
l’humidité	des	sols,	avec	un	effet	positif	de	l’humidité	sur	la	disponibilité	des	nutriments.	Par	
exemple	 si	 en	 saison	 sèche	 l’ammonium	 est	 moins	 disponible	 qu’en	 saison	 humide,	 ces	
variations	 pourraient	 impacter	 les	 communautés	 nitrifiantes,’enzyme	 des	 AOA	 ayant	 une	
affinité	plus	importante	pour	l’ammonium	que	les	AOB.	
(10) Enfin,	les	feux	impactant	les	paramètres	physico-chimiques	des	sols	avec	l’apport	de	
cendres,	 on	 pourrait	 formuler	 l’hypothèse	 d’une	 augmentation	 de	 la	 concentration	 en	
ammonium	dans	 les	sols	ou	d’une	augmentation	du	pH.	De	telles	variations	pourraient	par	
exemple	favoriser	les	AOB	après	le	passage	du	feu	
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Figure 1-13 : Effets à vérifier des saisons, du feu et des végétaux sur les communautés du cycle de N dans le 
sol.
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2.1	Site	d’étude	:	Savane	de	Lamto	
	
2.1.1	Localisation	et	historique	de	la	station	
	
La	Station	d’Ecologie	tropicale	de	Lamto	est	localisée	à	180km	au	Nord	d’Abidjan,	Côte	d’Ivoire	
(6°13	N,	5°02W	;	Figure	2-1).	La	station	écologique	de	Lamto	(Figure	2-2	;	Paysage	de	la	savane)	a	été	
créée	en	1961	et	elle	s’étend	sur	environ	2500	ha.	
	
	
Figure -2-1 : Localisation de la Station de Lamto 
	
	
Figure 2-2 : Paysage de la savane de Lamto en saison humide. (Photo source :T.Srikanthasamy 2017) 
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2.1.2	Caractéristiques	de	l’environnement	
	
2.1.2.1	Le	Climat	
	
A	Lamto,	le	climat	est	de	type	tropical	humide.	La	variation	de	température	est	peu	marquée,	
avec	une	moyenne	annuelle	de	29°C.,	 la	pluviométrie	annuelle	est	d’environ	1200mm,	avec	quatre	
saisons	marquées	(Figure2-3)	:	
-	Grande	saison	sèche	(décembre	à	février)	;	
-	Grande	saison	des	pluies	(mars	à	juillet)	;	
-	Petite	saison	sèche	(aout)	;	
-	Petite	saison	des	pluies	(septembre	à	novembre).	
	
	
Figure 2-3 : Variation de la pluviométrie moyenne et de la température moyenne au cours de l’année 2017 
à Lamto. En rouge les températures moyennes les plus élevées, en jaune les températures moyennes les plus basses 
(Données issues de la Station Géophysique de Lamto). 
	
2.1.2.2	Le	sol	
	
A	Lamto,	on	trouve	une	 forte	hétérogénéité	 texturale	des	sols.	Ces	sols	sont	généralement	
connus	pour	 leur	 faible	valeur	agronomique,	 leur	pauvreté	en	matière	organique,	N,	phosphore	et	
potassium	(Riou,	1974).	On	distingue	quatre	principaux	types	de	sols	suivant	une	toposéquence	type	:	
	
-	les	sols	ferrugineux	tropicaux	des	plateaux	et	des	hauts	de	pente.	Ils	sont	très	sableux	(de	40	
à	60%	de	sables	grossiers	et	de	20	à	30%	de	sables	fins),	pauvres	en	argiles	(constituées	en	profondeur	
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de	matériaux	mal	 cristallisés	avec	de	 l’illite	et	de	 la	 kaolinite),	 très	pauvres	en	 calcium,	potassium,	
phosphore	et	humus,	et	dépourvus	de	calcaire.	 Ils	 sont	 légèrement	acides	 (pH	5-6,5),	 leur	matière	
organique	est	présente	en	surface	(de	1,2	à	2%)	mais	peu	abondante	au-delà	de	25	cm	(de	0,5	à	1,5%).	
Le	taux	d’N	en	surface	est	de	l’ordre	de	1‰	et	le	C/N	se	situe	vers	15.	Ces	sols,	à	valeur	nutritive	faible	
due	au	manque	d’éléments	minéraux,	 sont	 remplacés	par	un	horizon	gravillonnaire	vers	70	 cm	de	
profondeur.	
-	les	sols	ferrugineux	de	pente.	Proches	des	sols	précédents,	ils	diffèrent	par	une	plus	grande	
imperméabilité	et	un	plus	fort	contenu	en	limons.	Ils	sont	plus	propices	à	l’érosion.	
-	les	sols	hydromorphes	de	bas	de	pente.	Ces	sols	montrent	en	surface	des	horizons	limoneux	
reposant	sur	des	horizons	sableux	profonds.	Ils	sont	régulièrement	gorgés	d’eau.	
-	 les	 terres	 noires	 sur	 amphibolites.	 Elles	 possèdent	 une	 texture,	 une	 structure	 et	 des	
caractères	chimiques	différents	des	sols	précédents.	Ces	sols	argilo-limoneux	sont	riches	en	matière	
organique	(de	3	à	6%)	jusqu’à	20	cm	de	profondeur.	Ils	sont	également	faiblement	acides	(pH	de	6	à	
3,9),	pauvres	en	potassium	et	phosphore	et	riches	en	magnésium,	calcium	et	argiles	(de	18	à	25%	en	
surface,	principalement	des	montmorillonites).	
	
2.1.2.2	La	végétation	
	
La	végétation	à	Lamto	est	un	mélange	de	forêt	et	de	savane	herbeuse.	A	Lamto,	on	trouve	trois	
strates	végétales	avec	:	les	palmiers	rôniers,	les	arbustes	et	un	tapis	continu	d’herbacées.	On	y	trouve	
également	des	galeries	forestières	le	long	des	cours	d’eau	(marigots)	ou	au	fond	des	talwegs.	Au	niveau	
des	pentes	et	des	plateaux,	on	 trouve	également	des	 îlots	 forestiers.	Entre	 les	 forêts-galeries	et	 la	
savane,	on	trouve	diffèrents	types	de	faciès	de	savane	(Figure	2-4).	
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Figure 2-4: Catena type présentant les principaux faciès de savane présents à Lamto (d'après Menaut & 
César, 1979). Les faciès se rencontrent toujours dans l’ordre présenté, mais un ou plusieurs peuvent être absents 
de la catena. 
 
2.1.2.3	Le	feu	
	
Le	 feu	 est	 un	 des	 facteurs	 contribuant	 au	 maintien	 de	 l’équilibre	 arbres-herbes	 dans	 les	
savanes.	A	Lamto,	le	feu	est	artificiellement	déclenché,	sous	contrôle,	vers	la	mi-janvier.	Ce	feu	détruit	
en	 grande	partie	 la	 végétation	 herbacée	 épigée	 (entre	 50	 et	 80%)	 (César,	 1971)	 et	 une	 partie	 des	
plantules	d’arbres.	
Dans	 le	 cas	 de	 Lamto,	 la	 végétation	 semble	 être	 adaptée	 au	 passage	 du	 feu.	 Le	 système	
racinaire	pérenne	des	poacées	permet	une	repousse	rapide	en	quelques	jours	après	le	passage	du	feu	
(Figure	2-5).	Les	plantules	d’arbre	sont	capables	de	faire	des	rejets	si	elles	ont	accumulé	suffisamment	
de	 réserves	 dans	 les	 racines,	 et	 les	 arbres	 adultes	 sont	 rarement	 endommagés,	 bien	 que	 parfois	
affaiblis	(Menaut,	1971).	
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Figure 2-5 : Photo de la savane de Lamto 5 jours avant le passage du feu (A), pendant le feu (B) et 6 jours après 
le passage du feu. Source photo : T.Srikanthasamy, 2017. 
 
En	parallèle	des	effets	sur	la	végétation,	le	feu	a	également	un	impact	sur	les	caractéristiques	
du	sol	qu’elles	concernent	 les	propriétés	physico-chimiques	comme	biologiques.	Le	passage	du	 feu	
induit	une	perte	importante	en	matières	organiques	:	en	effet	la	litière	à	la	surface	du	sol	est	brulée	
ainsi	que	la	matière	organique	contenue	dans	les	premiers	centimètres	de	sol.	De	plus,	le	feu	entraine	
une	volatilisation	de	l’N	dans	les	premiers	centimètres	du	sol.	On	peut	également	noter	une	élévation	
de	 la	 température	dans	 les	premiers	centimètres	du	sol	 (Gillon,	1983).	Ces	modifications	devraient	
impacter	l’activité	des	microorganismes	du	sol	et	le	cycle	des	nutriments.	
	
2.1.2.4	Plante	inhibitrice	de	la	nitrification	à	Lamto	
	
		 Lata	et	al.	(2004)	ont	découvert	le	phénomène	d’inhibition	de	la	nitrification	par	des	Poacées	
à	Lamto.	En	effet,	ces	études	sur	l’espèce	modèle	Hyparrhenia	diplandra,	une	des	quatre	espèces	de	
poacées	dominantes	à	Lamto,	ont	montré	qu’elle	pouvait	bloquer	la	nitrification	en	relation	avec	sa	
biomasse	racinaire	:	plus	la	quantité	de	racines	est	importante,	plus	la	nitrification	est	faible	(Figure2-
6).	A	la	suite	de	ces	travaux,	Subbarao	et	al.	(2009a)	ont	trouvé	des	molécules	inhibitrices	à	partir	de	
Brachiaria	pastures,	qui	est	une	Poacée	native	de	l’Afrique.	
A B C 
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Figure 2-6 : Transects de sol dans un site LN (Low Nitrification), à 10 cm de profondeur et tous les 10 cms 
(transects de sol par cubes de 10*10*10 cm). En haut : biomasse totale des racines fines (g
-1
 de matière sèche) 
sous 4 touffes de Poacées ; en bas : potentiel de nitrification (ng N-NO3
-
.g
-1
 sol sec. 48h
-1
) (d’après Lata et al., 
2000). 
2.2	Matériels	et	méthodes	
	
2.2.1	Plan	d’échantillonnage	
	
2.2.1.1	Campagne	d’échantillonnage	1	:	comment	les	microorganismes	du	cycle	de	l’azote	
sont-ils	impactés	par	le	couvert	végétal	dans	les	sols	?	
	
Dans	 le	 but	 de	 comparer	 les	 flux	 de	 nitrification	 et	 de	 dénitrification	 et	 les	 communautés	
microbiennes	 intervenant	dans	ces	processus	sous	 les	Poacées	et	 les	arbres	à	Lamto,	une	première	
campagne	de	prélèvements	a	été	réalisée	sur	le	site	de	Lamto	en	Avril	2014	(Chapitre	3,	Figure	2-7).	
Des	prélèvements	de	sols	ont	été	réalisés	entre	0	et	15	cm	de	profondeur	(correspondant	au	maximum	
d’activité	microbienne	dans	ces	sols	et	de	biomasse	racinaire	des	Poacées)	dans	 la	rhizosphère	des	
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quatre	espèces	de	Poacées	dominantes	(Andropogon	canaliculatus	(AC),	Andropogon	schirensis	(AS),	
Hyparrhenia	diplandra	(HD)	et	Loudetia	simplex	(LS))	et	sous	les	quatre	espèces	d’arbres	dominantes	
(Bridelia	ferruginea	(BF),	Cussonia	barteri	(CB),	Crossopteryx	febrifuga	(CF)	et	Terminalia	glaucescens	
(TG)).	Aucune	des	espèces	d’arbre	choisies	n’est	fixatrice	d’azote.	Cinq	réplicats	ont	été	prélevés	pour	
ces	 différentes	 conditions,	 chaque	 réplicat	 correspondant	 à	 un	 mélange	 de	 deux	 prélèvements	
(échantillons	poolés).	
	
	
Figure 2-7 : Schéma de l’échantillonnage sous quatre espèces de Poacées et quatre espèces d’arbre sur une 
profondeur de 0 à 15cm. Grasses = Poacées ; trees = arbres. 
	
La	teneur	en	humidité	du	sol	avant	prélèvement	a	été	évaluée	par	une	sonde	thetaprobe	(ML3,	
Delta-T	Devices),	et	 vérifiée	ensuite	après	 séchage.	Et	 la	 température	a	été	mesuré	par	une	 sonde	
93510	thermometer	(Hanna	Instruments).	Après	tamisage	à	2	mm,	homogénéisation	et	enlèvement	
des	débris	végétaux	et	cailloux,	les	racines	de	Poacées	ont	été	collectées	et	pesées,	et	i)	100g	de	sol	
ont	 été	 conservés	 à	 -20°C,	 pour	 les	 analyses	 de	 biologie	 moléculaire,	 la	 mesure	 des	 potentiels	
d’activités	nitrifiantes	(NEA-Nitrification	Enzyme	Activity)	et	dénitrifiantes	(DEA-Denitrification	Enzyme	
Activity)	;	 ii)	210g	ont	été	préalablement	séchés	à	l’air	 libre,	puis	stockés	pour	les	analyses	physico-
chimiques.	 Les	 biomasse	 aérienne	 et	 racinaire	 des	 poacées	 ont	 été	 pesées	 après	 séchage,	 puis	
conservées	pour	analyses.	
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2.2.1.2	Campagne	d’échantillonnage	2	:	comment	les	saisons	et	le	feu	impactent	le	cycle	de	
l’azote	selon	le	couvert	végétal	?	
Dans	 le	 but	 d’évaluer	 l’impact	 des	 saisons	 sur	 la	 nitrification	 et	 les	 nitrifiants,	 un	
échantillonnage	a	été	réalisé	en	saison	humide	et	l’autre	en	saison	sèche	(Chapitre	4).	Afin	d’étudier	
l’impact	du	feu	sur	ces	paramètres,	un	échantillonnage	avant	et	après	le	passage	du	feu	a	également	
été	réalisé	(Chapitre	5).	
Cette	deuxième	campagne	de	prélèvements	a	été	réalisée	sur	le	site	de	Lamto	en	janvier	(deux	
dates)	et	mai	2017.	Des	prélèvements	de	sols	ont	été	réalisés	entre	0	et	15cm	de	profondeur	sous	les	
trois	types	de	couvert	végétal	en	savane	:	arbre,	poacée	et	sol	sans	végétation	(Figure	2-8).	Pour	les	
prélèvements	sur	des	parcelles	sans	végétation	(naturellement	rare	dans	la	nature),	des	parcelles	de	2	
m*2	m	ont	été	créés	en	enlevant	 les	 touffes	de	Poacées	et	 les	maintenant	 sans	végétation	depuis	
Février	2016	(Figure	2-9).	Pour	les	végétaux,	on	a	choisi	deux	espèces	modèles	qui	sont	Crossopteryx	
febrifuga	comme	représentant	des	arbres	et	Hyparrhenia	diplandra	comme	représentant	des	poacées.	
Les	deux	premières	dates	en	janvier	correspondent	à	un	échantillonnage	en	saison	sèche	l’un	5	jours	
avant	 le	 feu,	 l’autre	 5	 jours	 après	 le	 passage	 du	 feu.	 La	 deuxième	 date	 d’échantillonnage	 en	mai	
correspond	à	la	saison	humide.	
	
Figure 2-8 : Schéma de l’échantillonnage sous sol nu (Bare soil : BS), sous Poacées (Grasse, Hyparrhenia 
diplandra (HD)) et sous arbres (Trees, Crossopteryx febrifuga (CF)) pendant l’année 2017. Prélèvement 
d’échantillons avant le feu, puis après le feu et en saison humide.  
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Figure 2-9 : Exemple de parcelle sans végétation  
	
Cinq	 réplicats	 biologiques	 ont	 été	 prélevés	 pour	 ces	 différentes	 conditions.	 La	 teneur	 en	
humidité	du	sol	avant	prélèvement	a	été	évaluée	par	une	sonde	thetaprobe	(ML3,	Delta-T	Devices).	Et	
la	température	a	été	mesuré	par	une	sonde	93510	thermometer	(Hanna	Instruments).	Juste	après	le	
prélèvement,	environ	6	g	de	sol	ont	été	mis	dans	des	cryotubes	(au	total	5	tubes	par	réplicats)	et	fixés	
à	 l’N	 liquide	 pour	 faire	 des	 extractions	 d’ARN,	 puis	 conservées	 à	 -80°C.	 Après	 tamisage	 à	 2	 mm,	
homogénéisation	 et	 enlèvement	 des	 débris	 végétaux	 et	 cailloux,	 les	 racines	 de	 Poacées	 ont	 été	
collectées	 et	 pesées,	 et	 i)	 100	 g	 de	 sol	 ont	 été	 conservés	 à	 -20°C,	 pour	 les	 analyses	 de	 biologie	
moléculaire	et	la	mesure	des	potentiels	d’activités	nitrifiantes	(NEA-Nitrification	Enzyme	Activity)	;	ii)	
50	g	ont	été	préalablement	séchés	à	l’air	libre,	puis	stockés	pour	les	analyses	physico-chimiques.	Les	
biomasses	 aériennes	 et	 racinaires	 des	 poacées	 ont	 été	 pesées	 après	 séchage,	 et	 conservées	 pour	
analyses.	
	
2.2.2	Analyses	physicochimiques	
	
2.2.2.1	pH	
	
Le	pHeau	a	été	mesuré	d’après	 la	norme	NF	ISO	10390.	Les	échantillons	de	sols	secs	broyés	
finement	(Micro-broyeur,	Fritsch	GmbH	Laborgerätebau)	ont	été	mélangés	avec	de	l’eau	distillée	(1:5	
g/vol),	homogénéisés	pendant	5min	puis	mis	à	décanter	pendant	2h	à	T°	ambiante,	afin	de	séparer	les	
particules.	Le	pH	a	été	ensuite	mesuré	à	l’aide	d’une	électrode	à	pH	(SevenEasy™	S20,	Mettler	Toledo)	
dans	la	fraction	liquide	après	décantation.	
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2.2.2.2	Taux	de	carbone	et	azote	totaux,	rapport	C:N	
	
Après	 broyage	 à	 10µm	 (Micro-broyeur,	 Fritsch	 GmbH	 Laborgerätebau),	 les	 taux	 de	 C	 et	 N	
totaux	ont	été	mesurés	via	un	analyseur	élémentaire	de	type	CHN	(Plateforme	analytique	ALYSES,	IRD-
Bondy	et	la	Platforme	d'Écogéochimie,	iEES-Paris).	Les	taux	sont	exprimés	en	%.	
	
2.2.2.3	Taux	d’azote	inorganique	(nitrate	et	ammonium)	
	
Après	décongélation,	les	échantillons	de	sol	(2	g)	sont	resuspendus	dans	8	mL	d’une	solution	
de	KCl	1M	avec	un	ratio	1:4	(poids:vol),	agités	pendant	2h	puis	centrifugés	à	4000	rpm	pendant	10min.	
Les	surnageant	sont	récupérés,	filtrés	et	congelé	à	-20°C	jusqu'à	l’analyse.	L’analyse	a	été	effectuée	
par	colorimétrie	(méthode	Griess	pour	la	mesure	des	nitrates	et	méthode	Berthelot	modifiée	pour	la	
mesure	de	l’ammonium),	puis	mesure	par	spectrophotométrie	Flux	continu	(SKALAR)	à	l'UMR	ECOSYS	
de	l’INRA	Grignon.	Les	taux	sont	exprimés	en	mg	N-NO3
-
	et	N-NH4
+
.g
-1
	sol	sec.	
	
2.2.2.4	Activités	de	dénitrification	(DEA)	et	de	nitrification	(NEA)	
	
Les	taux	de	nitrification	et	de	dénitrification	enzymatique	ont	été	estimés	par	la	mesure	de	la	
NEA	(Nitrification	Enzyme	Activity)	et	de	la	DEA	(Denitrification	Enzyme	Activity).	Cela	correspond	à	des	
incubations	 en	 laboratoire	 de	 courte	 durée	 dans	 des	 conditions	 non	 limitantes,	 focalisées	 sur	 une	
période	d'activité	constante.	Ainsi	ces	incubations	sont	trop	courtes	pour	permettre	la	multiplication	
des	organismes	impliqués	dans	la	nitrification	et	la	dénitrification	pouvant	entraîner	une	augmentation	
de	l'activité.	Des	échantillons	de	sol	congelé	ont	été	placés	à	température	ambiante	pendant	2	h	avant	
les	analyses.	La	DEA	a	été	mesurée	selon	Patra	et	al.	(2006)	comme	le	taux	linéaire	de	production	de	
N2O	pendant	une	courte	période	(ici	2	h	d'incubation)	à	100%	de	la	capacité	au	champ	du	sol,	28	°	C,	
et	en	absence	de	limitation	par	le	N	et	le	C	(ici	50	μg	N-NO3
-
	g
-1
	et	1	mg	de	C	g
-1
).	Une	atmosphère	de	
90:10	He-C2H2	a	fourni	des	conditions	anaérobies	et	a	inhibé	l'activité	de	N2O
-réductase.	Les	mesures	
ont	été	effectuées	toutes	les	30	minutes	en	utilisant	un	chromatographe	en	phase	gazeuse	(Agilent	
μGC	R3000,	Santa	Clara,	CA,	USA).	La	NEA	a	été	mesurée	selon	Dassonville	et	al.	(2011)	comme	le	taux	
linéaire	de	production	de	nitrate	pendant	une	incubation	de	72	h.	Des	sous-échantillons	de	sol	frais	(3	
g	de	sol	sec	équivalent)	ont	été	incubés	avec	6	ml	d'une	solution	de	(NH4)2SO4	(22	μg	de	N-NH4
+	g-1	sol	
sec).	De	l'eau	distillée	a	été	ajoutée	dans	chaque	échantillon	afin	d’atteindre	24	ml	de	volume	total	de	
liquide	dans	des	flacons.	La	teneur	en	nitrate	du	sol	a	été	mesurée	après	5,	24,	48	et	72	h	pendant	
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l'incubation	aérobie	sous	agitation	constante	(180	tour	min-1)	par	chromatographie	ionique	(DX120,	
Dionex,	Salt	Lake	City,	USA).	
	
2.2.3	Analyses	de	biologie	moléculaire	
	
2.2.3.1	Extraction	et	purification	des	acides	nucléiques	
	
ADN	
	
Les	acides	nucléiques	totaux	ont	été	extraits	à	partir	de	0,5g	de	sol	humide,	à	l’aide	du	FastDNA	
Spin	Kit	for	Soil	(MP	Biomedicals,	Strasbourg,	France)	selon	les	instructions	du	fabricant.	Le	principe	de	
l’extraction	repose	sur	une	lyse	mécanique	via	la	combinaison	du	FastPresp	et	des	billes	de	silice,	et	
une	lyse	chimique	via	la	dénaturation	des	protéines	et	des	lipides.	L’étape	de	purification	a	pour	but	
de	 séparer	 les	acides	nucléiques	des	éléments	 inhibiteurs	 tel	que	 les	acides	humiques	présents	en	
grande	quantité	dans	les	sols.	
Une	 seconde	 étape	 de	 purification	 a	 été	 effectuée	 avec	 le	 kit	 GeneClean	 Turbo	 kit	 (MP	
Biomedicals)	selon	 les	recommandations	du	fabricant,	cette	étape	de	purification	étant	réalisée	via	
une	colonne	d’affinité.	L’ADN	total	extrait	et	purifié	a	été	quantifié	par	spectrophotométrie	(Nanodrop	
1000,	Thermo	Fisher	Scientific	Inc,	EU)	à	la	longueur	d'onde	de	260	nm.	La	pureté	a	été	évaluée	par	les	
ratios	260/280	nm	et	260/230nm.	
ARN	
Les	acides	ribonucléiques	totaux	ont	été	extraits	à	partir	4	g	de	sol	humide	avec	le	kit	d'ARN	
total	PowerSoil®	RNA	de	MO	BIO	Laboratories,	en	combinaison	avec	un	FastPrep	FP120	(Bio-101,	Inc.,	
Ca,	USA)	 selon	 les	 instructions	du	 fabricant.	 Le	 traitement	à	 la	DNase	a	été	effectué	en	utilisant	 le	
protocole	Ambion®	TURBO	DNA-freeTM	DNase	Treatment	and	Removal	Reagents,	et	l'absence	d'ADN	
contaminant	a	été	vérifiée	sur	gel	d'agarose.	L'ARN	a	été	quantifié	en	utilisant	le	kit	Qubit	™	RNA	HS	
Assay	Kit.	Tous	les	échantillons	d'ARN	ont	été	normalisés	à	une	concentration	similaire	(environ	8	ng.	
μl-1)	avant	l'étape	de	transcription.	La	transcription	a	été	réalisée	en	utilisant	le	système	de	synthèse	
de	 premier	 brin	 SuperScript®	 III	 pour	 la	 RT-PCR	 d'Invitrogen.	 Avant	 d'être	 analysés,	 tous	 les	
échantillons	d'ARN	extraits	ont	été	conservés	à	-80	°	C	et	les	échantillons	d'ADNc	ont	été	conservés	à	
-20	°	C.	
Chapitre	2	
	
 60 
2.2.3.2	Quantification	génique	par	PCR	quantitative	en	temps	réel	
	
L’abondance	 des	 gènes	 cibles	 étudiés	 a	 été	 quantifiée	 par	 PCR	quantitative	 en	 temps	 réel	
(qPCR).	 Cette	 technique	 est	 basée	 sur	 la	 détection	 de	 fluorescence	 (SYBR	Green	 I)	 au	 cours	 de	 la	
réaction	de	polymérisation	en	chaîne	(PCR).	De	fait,	le	SYBR	Green	étant	un	agent	intercalant	de	l’ADN	
double	brin,	sa	détection	est	proportionnelle	au	nombre	de	copies	du	gène	cible	à	chaque	cycle	de	
PCR.	La	variable	mesurée	est	appelée	Ct	(cycle	seuil)	correspondant	au	nombre	de	cycles	PCR	minimal	
pour	détecter	un	signal	robuste	de	fluorescence	(hors	bruit	de	fond).	Le	Ct	est	converti	en	nombre	de	
copies	du	gène	grâce	aux	courbes	étalons.	Les	courbes	d’étalonnage	sont	réalisées	grâce	aux	gammes	
d’étalonnage,	 ces	 gammes	 contenant	 des	 plasmides	 linéaires	 avec	 la	 séquence	 du	 gène	 cible,	 ces	
échantillons	 étant	 amplifiés	 dans	 les	 mêmes	 conditions.	 Ici,	 les	 abondances	 et	 l’expression	 des	
microorganismes	suivantes	ont	été	évaluées	:	bactéries	totales	(ARNr	16S	bactérien),	archées	totales	
(ARNr	16S	archéen)	et	champignons	totaux	(ARNr	18S	champignon),	ainsi	que	les	gènes	fonctionnels	
intervenant	 dans	 le	 cycle	 de	 l’N	 des	 bactéries	 nitrifiantes	 (AOB,	 gène	 amoA	 bactérien),	 archées	
nitrifiantes	(AOA,	gène	amoA	archéen)	et	bactéries	dénitrifiantes	(gènes	nirK	et	nirS).	
Les	efficacités	d’amplification	est	égale	à	10
-(1/α)
-1,	où	α	représente	 la	pente	de	 la	droite	de	
régression	pour	chaque	couple	«	amorces/gène	».	La	quantité́	de	gènes	des	échantillons	est	égale	à	
10
(-b/α)
	copies.μL
-1
.	Les	mesures	ont	été	réalisées	à	l’aide	d’un	C1000	Thermal	Cycler	équipé	d’un	CFX96	
Real-Time	System	(Bio-Rad,	France).	Les	mélanges	réactionnels	 (Vf	=	20	μL)	contiennent	 :	10	μL	de	
Soadvanced	 SYBR	Green	 Supermix	 (2X,	 Bio-Rad,	Marnes	 la	 coquette,	 France)	United-States),	 0,125	
mg.mL
-1
	 de	 Sérum	Albumine	Bovine	 (BSA,	 réduction	de	 l’effet	 inhibiteur	 des	 acides	 humiques),	 un	
couple	d’amorces	spécifiques	(dénominations,	cycles	thermiques	et	concentrations	dans	Tableau	2-1),	
et	 de	 l’ADN	 total.	 Les	 gènes	 cibles	 et	 leur	 nombre	 estimé	 de	 copies	 par	 génome	 sont	 également	
présentés	dans	le	Tableau	2-1.	
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Tableau 2-1: les conditions de la qPCR selon le gène amplifié, leur couple d’amorce. 
 
 conditions de qPCR  Amorces 
Reference 
des articles 
Archées 
totaux (16S 
rRNA) 
94°C-4min/(94°C-
30 s/57°C–
40s/72°C-40s)* 
40cycles 
Parch519F 
Arc915R 
(Herfort et 
al., 2007) 
Bacteries 
totaux (16S 
rRNA) 
95°C-3min/(95°C-
15s/60°C–
30s/72°C-
30s)*40cycles 
BAC341F 
BAC515R 
(Bru et al., 
2011) 
Champignons 
totaux (18S 
rRNA 
95°C-10min/(95°C-
15s/55°C–
30s/72°C-
30s)*40cycles 
FR1 
FR390 
(Vainio & 
Hantula, 
2000) 
Archées 
nitrifiants 
(amoA-AOA 
gene) 
95°C-3min/(95°C-
15s/56°C–
30s/72°C-
30s)*35cycles 
crenamoA23F - 
crenamoA616R 
(Tourna et 
al., 2008) 
Bacteries 
nitrifiants 
(amoA-AOB 
gene) 
95°C-3min/(95°C-
15s/55°C–
30s/72°C-
30s)*40cycles 
AmoA1F 
AmoA2R 
 
(Rotthauwe 
et al., 
1997) 
Bacteries 
dénitrifiantes 
(nirS gene) 
95°C-3min/(95°C-
15s/63-59°C(TD)–
30s/72°C-
30s)*5cycles/(95°C-
15s/58°C–
30s/72°C-
30s)*30cycles 
Cd3aF - Cd3R 
 
(Kandeler 
et al., 
2006) 
Bacteries 
dénitrifiantes 
(nirK gene) 
NirK876F - 
NirK1040R 
 
(Henry et 
al., 2004) 
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Contrasting	effects	of	grasses	and	trees	on	microbial	
N-cycling	in	an	African	humid	savanna	
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3.1.	Introduction	au	Chapitre	3	
	
Ce	premier	chapitre	vise	à	déterminer	si	les	Poacées	dominantes	de	Lamto	(Côte	d’Ivoire)	inhibent	la	
nitrification,	mais	également	à	déterminer	le	comportement	des	arbres	vis	à	vis	du	cycle	de	l’azote	(N).	
De	 plus,	 ce	 premier	 chapitre	 constitue	 une	 première	 étape	 dans	 mon	 étude	 des	 aspects	
microbiologiques	 de	 l’inhibition	 de	 la	 nitrification	 :	 les	 gènes	 du	 cycle	 de	 l’N	 (nitrification	 et	
dénitrification)	sont	quantifiés	mais	non	leurs	transcrits.	L’article	présenté	en	III.3	est	publier	dans	Soil	
Biology	and	Biochemistry	 (SBB),	 volume	117,	pages	153-163	 (La	 version	originale	est	présentée	en	
annexe	1).	
	
Le	chapitre	répond	aux	questions	suivantes	:	
	
(1)	Les	espèces	de	Poacées	dominantes	en	savane	inhibent-elle	la	nitrification	?	Et	comment	impactent-
elles	la	dénitrification	?	
(2)	Contrairement	aux	Poacées,	les	arbres	favorisent-ils	la	nitrification	et	la	dénitrification	?		
(3)	Les	différences	de	comportement	entre	les	arbres	et	les	Poacées,	modifient-elles	les	caractéristiques	
physico-chimiques	du	sol	?	
	(4)	 Comment	 l’impact	 différent	 des	 Poacées	 et	 des	 arbres	 sur	 le	 cycle	 de	 l’N	 se	 traduit-il	 pour	 les	
communautés	nitrifiantes	et	dénitrifiantes	du	sol	?	
	
3.2	Résumé	
	
Dans	les	savanes	africaines	humides,	comme	dans	toutes	les	savanes	par	définition,	on	observe	une	
coexistence	entre	Poacées	et	arbres.	 	Ces	écosystèmes	 sont	 très	productifs,	malgré	une	 très	 faible	
fertilité	des	 sols	 et	 de	nombreuses	 contraintes.	Des	précédentes	études	ont	montré	que	 certaines	
espèces	de	Poacées	pérennes	avaient	la	capacité	d'inhiber	biologiquement	la	nitrification,	alors	que	
les	arbres	avaient	probablement	une	 influence	différente	sur	 le	cycle	de	 l'N.	 Ici,	nous	avons	étudié	
l'impact	des	espèces	dominantes	de	Poacées	et	d’arbres	de	la	savane	de	Lamto	(Côte	d'Ivoire)	sur	les	
activités	enzymatiques	de	nitrification	et	de	dénitrification	du	sol	(NEA	et	DEA,	respectivement)	et	sur	
l'abondance	 des	 archées	 et	 bactéries	 nitrifiantes	 (AOA	 et	 AOB,	 respectivement)	 et	 des	 bactéries	
dénitrifiantes	(nirK	et	nirS).	Cette	étude	constitue	l’une	des	premières	études	reliant	la	nitrification	et	
la	dénitrification	à	l'abondance	des	groupes	de	microorganismes	impliqués	dans	ce	processus	dans	les	
sols	de	savane.	
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Il	a	été	observé	que	la	NEA	est	72	fois	plus	faible	sous	les	Poacées	que	sous	les	arbres	(Figure	
3-1),	alors	que	l'abondance	des	AOA	et	AOB	est	34	et	3	fois	plus	faible,	respectivement.	Ceci	suggère	
fortement	que	toutes	les	Poacées	dominantes	inhibent	la	nitrification	alors	que	les	arbres	«	stimulent	»	
la	nitrification,	et	que	les	archées	nitrifiantes	sont	probablement	plus	impliquées	dans	la	nitrification	
que	les	bactéries	nitrifiantes	dans	cette	savane.	Alors	que	l'abondance	des	bactéries	dénitrifiantes	est	
similaire	sous	les	arbres	et	sous	les	Poacées	et	avec	une	prédominance	du	gène	nirS,	la	DEA	est	9	fois	
plus	faible	sous	les	Poacées	que	sous	les	arbres,	ce	qui	est	probablement	expliqué	par	la	diminution	
(0,83	fois	moins)	de	la	disponibilité	du	nitrate	sous	les	Poacées	du	fait	de	l’inhibition	de	la	nitrification.	
La	prédominance	des	nirS	pourrait	être	due	aux	caractéristiques	de	ces	sols,	qui	sont	ferrugineux,	car	
les	 enzymes	 des	 gènes	 nirS	 et	 nirK	 nécessitent	 des	 coenzymes	métalliques	 différentes	 (Fe	 ou	 Cu,	
respectivement).	
Nos	résultats	montrent	ici	que	la	coexistence	des	Poacées	et	des	arbres	dans	cette	savane	crée	
une	 forte	 hétérogénéité	 dans	 le	 cycle	 de	 l'N	 dans	 ces	 sols.	 Cette	 hétérogénéité	 doit	 être	 prise	 en	
compte	 pour	 comprendre	 la	 dynamique	 et	 le	 fonctionnement	 de	 ce	 type	 de	 savane.	 Ces	 résultats	
doivent	également	être	pris	en	compte	afin	de	prédire	les	rétroactions	entre	changements	climatiques,	
cycle	de	l'N	et	dynamique	arbres/Poacées	à	l'heure	où	les	savanes	font	face	à	des	menaces	mondiales	
comme	le	changement	de	climatique	ou	les	changements	d’utilisation	des	terres.	
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Figure	3-1:	Graphique	 résumant	 les	 résultats	obtenus	pour	 les	 abondances	des	archées,	bactéries	et	 champignons	
totaux	de	ce	Chapitre,	avec	les	résultats	des	Poacées	en	comparaison	de	l’arbres		
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Figure	3-2	Graphique	résumant	les	résultats	obtenus	pour	l’activité	enzymatique	de	nitrification	et	dénitrification,	les	
abondances	des	archées	(AOA)	et	bactéries	(AOB)	nitrifiantes	et	bacteries	dénitrifiantes	(nirK	ou	nirS)	de	ce	Chapitre,	
avec	les	résultats	des	Poacées	en	comparaison	des	arbres		
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3.3.1	Abstract	
	
African	humid	savannas	are	highly	productive	ecosystems,	despite	very	low	soil	fertility,	where	grasses	and	
trees	coexist.	Earlier	results	showed	that	some	perennial	grass	species	are	capable	of	biological	nitrification	
inhibition	(BNI)	while	trees	likely	influence	differently	on	nitrogen	cycling.	Here	we	assessed	the	impact	of	the	
dominant	grass	and	tree	species	of	the	Lamto	savanna	(Ivory	Coast)	on	soil	nitrifying	and	denitrifying	enzyme	
activities	 (NEA	and	DEA,	respectively)	and	on	the	abundances	of	archaeal	and	bacterial	ammonia	oxidizers	
(AOA	 and	 AOB,	 respectively)	 and	 nitrite	 reducers.	 This	 is	 one	 of	 the	 first	 studies	 linking	 nitrifying	 and	
denitrifying	activities	and	the	abundances	of	the	involved	groups	of	microorganisms	in	savanna	soils.	NEA	was	
72-times	lower	under	grasses	than	under	trees	while	AOA	and	AOB	abundances	were	34-	and	3-times	lower.	
This	strongly	suggests	that	all	dominant	grasses	inhibit	nitrification	while	trees	stimulate	nitrification,	and	that	
archaea	 are	 probably	 more	 involved	 in	 nitrification	 than	 bacteria	 in	 this	 savanna.	 While	 nitrite	 reducer	
abundances	were	 similar	 between	 locations	 and	 dominated	 by	 nirS	 genes,	 DEA	was	 9-times	 lower	 under	
grasses	 than	 trees,	which	 is	 likely	 explained	 by	 BNI	 decreasing	 nitrate	 availability	 under	 grasses.	 The	nirS	
dominance	 could	 be	 due	 to	 the	 ferruginous	 characteristics	 of	 these	 soils	 as	 nirS	 and	 nirK	 genes	 require	
different	metallic	co-enzymes	(Fe	or	Cu).	Our	results	show	that	the	coexistence	of	grasses	and	trees	in	this	
savanna	creates	a	strong	heterogeneity	in	soil	nitrogen	cycling	that	must	be	considered	to	understand	savanna	
dynamics	and	functioning.	These	results	will	have	to	be	taken	into	account	to	predict	the	feedbacks	between	
climate	changes,	nitrogen	cycling	and	tree/grass	dynamics	at	a	time	when	savannas	face	worldwide	threats.	
	
3.3.2	Introduction	
	
Savannas	are	characterized	by	the	coexistence	of	two	contrasting	plant	types,	trees	and	grasses,	and	cover	
12-13%	 of	 global	 terrestrial	 areas	 (Rutten	 et	 al.,	 2016).	 This	 coexistence	 is	 traditionally	 explained	 by	
disturbances	or	 resource	partitioning	 (Barot	and	Gignoux,	2004;	Sankaran	et	al.,	2004):	 in	nutrient-limited	
ecosystems,	tree-grass	coexistence	could	also	be	explained	by	positive	plant-soil	feedbacks	(Bonanomi	et	al.,	
2008)	creating	heterogeneity	in	soil	resources	(Brandt	et	al.,	2013).	Some	perennial	grass	species	of	savannas	
(e.g.	Brachiaria	spp.,	Sorghum	bicolor,	Hyparrhenia	diplandra)	are	known	to	inhibit	nitrification	(Lata	et	al.,	
1999,	2000,	2004;	Subbarao	et	al.,	2009).	In	particular,	Hyparrhenia	diplandra,	the	dominant	species	in	the	
Lamto	savanna	in	Ivory	Coast,	is	the	first	species	for	which	such	an	ability	has	been	documented	(Lata	et	al.,	
2004,	 1999,	 2000).	 The	 mechanism	 allowing	 nitrification	 inhibition	 has	 been	 described	 for	 Brachiaria	
humidicola	(Subbarao	et	al.,	2009):	roots	release	exudates	into	the	soil	that	can	block	the	bacterial	ammonia	
oxidation	pathway	(Subbarao	et	al.,	2009).	The	ability	of	grass	to	 inhibit	nitrification	has	probably	a	strong	
influence	on	savanna	functioning	as	it	decreases	the	availability	of	nitrate	and	the	subsequent	possible	losses	
of	nitrogen	(N)	by	denitrification	and	nitrate	leaching,	which	is	likely	to	increase	primary	production	through	
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a	plant-soil	feedback	(Boudsocq	et	al.,	2009).	This	has	also	broad	implications	for	tropical	pastures	as	African	
grasses	have	been	exported	worldwide	and	are	widely	used	in	pastures	e.g.	in	Brazil,	the	largest	beef	exporter	
in	 the	 world	 (Del’	 Alamo	 Guarda	 and	 Del’	 Alamo	 Guarda,	 2014).	 However,	 it	 is	 not	 yet	 known	 whether	
biological	nitrification	inhibition	(BNI)	or	at	least	very	low	nitrification	rates	in	rhizospheric	soils,	is	a	common	
trait	among	African	tropical	perennial	grasses.	
Concerning	trees,	previous	results	obtained	in	Lamto	savanna	showed	that	mineralization	rates	and	soil	
organic	matter	 content	were	 higher	 under	 tree	 canopies	 than	 under	 grasses	 (Mordelet	 et	 al.,	 1993).	 This	
suggests	that	nitrification	could	also	be	enhanced	under	trees	if	all	microbial	activities	are	enhanced	by	the	
higher	availability	 in	organic	matter.	However,	 tree	canopy	effect	on	soil	 functioning	 is	 complex	and	 likely	
depends	 on	 tree	 species	 characteristics	 (Mordelet	et	 al.,	 1993).	Modelling	 results	 (Boudsocq	 et	 al.,	 2012)	
suggest	that	such	differences	in	nitrification	rates	and	possible	differences	between	trees	and	grasses	in	their	
preference	 for	 the	 absorption	 of	 ammonium	 vs.	 nitrate	 could	 contribute	 to	 their	 coexistence.	 Our	 first	
objective	was	thus	to	compare	nitrification	rates	under	dominant	tree	species	and	grasses	in	Lamto	savanna	
to	test	whether	these	two	plant	types	can	lead	to	contrasting	types	of	N	cycling.	
The	impact	of	grasses	and	trees	on	the	various	fluxes	involved	in	N	cycling	are	likely	linked	to	variations	in	
the	abundance	of	the	involved	microbial	groups.	A	first	issue	is	the	identification	of	the	major	microbial	groups	
involved	 in	 N	 fluxes	 in	 savanna	 soils.	 Since	 the	 discovery	 of	 their	 role	 in	 nitrification,	 ammonia	 oxidizing	
archaea	 (AOA)	 have	 been	 found	 to	 be	 more	 abundant	 than	 ammonia	 oxidizing	 bacteria	 (AOB)	 in	 most	
temperate	soils	(Prosser	and	Nicol,	2012;	Sterngren	et	al.,	2015).	However,	the	relative	importance	of	AOA	
and	AOB	 for	nitrification	 likely	depends	on	 soil	 characteristics	 (Hatzenpichler,	2012).	 Therefore,	 a	growing	
number	 of	 articles	 have	 documented	 the	 actual	 importance	 of	 archaea	 in	 the	 realization	 of	 ammonia	
oxidation.	 Significant	 AOA	 activities	 have	 been	 found	 in	 acidic	 soils	 and	 soils	 with	 low	 ammonium	
concentration	 (Nicol	et	al.,	 2008;	Prosser	and	Nicol,	 2012).	On	 the	contrary,	AOB	are	 important	drivers	of	
nitrification	in	soils	with	high	ammonium	concentrations	and	in	response	to	N	fertilization	(Ma	et	al.,	2016;	
Simonin	et	al.,	2015;	Verhamme	et	al.,	2011).	However,	very	few	studies	have	been	published	on	nitrification	
and	nitrifiers	 in	 savanna	soils	 (Catão	et	al.,	2016;	Rughöft	et	al.,	2016;	Wild,	2016;	Assémien	et	al.,	2017).	
Moreover,	 to	 our	 knowledge,	 no	 study	 has	 assessed	 the	 denitrifying	 activity	 and	 its	 link	with	 denitrifying	
microorganisms	in	savanna	soils.	
A	 second	 issue	 is	 to	 determine	 the	 respective	 impacts	 of	 savanna	 trees	 and	 grasses	 on	 microbial	
communities,	e.g.	the	abundances	of	nitrifiers	and	denitrifiers.	These	plants,	by	their	likely	different	impacts	
on	soil	N	functioning,	could	also	modify	the	relative	importance	of	different	nitrifier	and	denitrifier	groups.	
Indeed,	nitrification	is	a	key	metabolic	pathway	for	nitrifying	bacteria	and	archaea	with	ammonia	as	the	only	
source	of	energy,	and	BNI	could	modify	the	respective	competitive	abilities	of	nitrifying	bacteria	and	archaea.	
BNI	by	decreasing	the	availability	of	nitrate	under	perennial	grasses	should	also	be	detrimental	to	denitrifiers.	
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Denitrification	rates	and	denitrifier	abundances	should	thus	be	lower	under	grasses	than	under	trees.	Taken	
together,	by	their	impacts	on	organic	and	mineral	N	(nitrate	and	ammonium)	trees	and	grasses	likely	impact	
all	 components	 of	 microbial	 communities.	 We	 expect	 these	 impacts	 to	 be	 particularly	 strong	 because	
perennial	grasses	inhibiting	nitrification	are	long-lived	tussock	grasses,	living	as	long	as	savanna	trees	(ca.	80	
years;	Abbadie	et	al.,	2006).	
	 We	tested	here	whether	the	presence	of	grass	vs.	tree	species,	and	possibly	species	identity,	is	associated	
to	contrasting	types	of	N	cycling	in	their	rhizospheric	soil	in	the	Lamto	savanna.	To	do	so,	we	compared	soils	
under	the	influence	of	the	four	dominant	perennial	grass	species	and	the	four	dominant	tree	species	in	terms	
of	nitrifying	and	denitrifying	enzyme	activities	(i.e.	NEA	and	DEA),	abundances	of	nitrifiers	(i.e.	AOA	and	AOB)	
and	denitrifiers	(nirK-	and	nirS-nitrite	reducers),	and	soil	physicochemical	characteristics.	The	total	abundances	
of	 bacteria	 and	 archaea	 were	 also	 quantified.	 The	 following	 hypotheses	 were	 tested:	 (1)	 The	 dominant	
savanna	grass	species	are	associated	to	very	low	soil	NEA	and	low	DEA	due	to	direct	and	indirect	impacts	of	
BNI,	respectively.	(2)	Contrary	to	grasses,	dominant	tree	species	are	associated	to	higher	soil	NEA	and	DEA	
due	 to	 the	 absence	 of	 BNI	 activity	 under	 tree.	 (3)	 The	 differences	 in	 nitrifying	 and	 denitrifying	 activities	
between	 tree	 and	 grasses	 are	 linked	 to	 contrasting	 abundances	 in	 nitrifiers	 and	 denitrifiers	 due	 to	 the	
presence	or	absence	of	BNI.	(4)	The	presence	of	trees	and	grasses	modifies	the	relative	abundance	of	the	main	
groups	involved	in	nitrification	(i.e.	AOA/AOB	ratio)	and	denitrification	(nirS	/nirK	ratio)	in	relation	to	the	soil	
physicochemical	characteristics	(higher	N,	C	contents	and	humidity	under	trees).	
	
3.3.3	Material	and	methods	
	
3.3.3.1.	Study	sites	
	
The	Lamto	reserve	is	located	in	Ivory	Coast,	West	Africa	(6°13ʹN,	5°20ʹW).	The	vegetation	is	a	mosaic	of	
savannas	with	various	tree	densities,	and	gallery	forests.	Temperatures	are	relatively	constant	throughout	the	
year	(27	°C	on	average).	Four	seasons	can	be	distinguished:	(i)	a	long	dry	season	from	December	to	February;	
(ii)	 a	 long	wet	 season	 from	March	 to	 July;	 (iii)	 a	 short	 dry	 season	 in	August;	 (iv)	 a	 short	wet	 season	 from	
September	to	November.	Annual	precipitation	 in	2014	was	826	mm	(data	from	the	Geophysical	Station	of	
Lamto).	The	soils	are	composed	of	granites	and	derived	sands	and	classified	as	tropical	ferrugineous	soils	with	
a	superficial	gravelly	horizon.	The	soils	are	sandy	(ca.	sands	77%;	silts	14%;	clays	9%)	and	with	a	bulk	density	
of	ca.	1.65	(Lata,	1999).	
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3.3.3.2.	Soil	sampling	
	
Lamto	 savanna	 ecosystem	 is	 highly	 structured	 due	 to	 high	 environmental	 constraints	 (e.g.	 scarcity	 of	
nutrients,	fire).	Trees	and	grass	individuals	are	spatially	well	separated	(e.g.	grass	tussock	individuals	can	be	
separated	up	to	70	cm	distance).	We	therefore	focused	on	the	rhizospheric	soil	as	the	microbial	processes	are	
concentrated	in	the	close	vicinity	of	roots	(Abbadie	et	al,	1992).	Soil	was	sampled	during	the	long	wet	season	
(April	 2014)	 in	 the	 open	 shrub	 savanna	 under	 the	 tussocks	 of	 the	 four	 dominant	 perennial	 grass	 species:	
Andropogon	canaliculatus	(AC),	Andropogon	schirensis	(AS),	Hyparrhenia	diplandra	(HD)	and	Loudetia	simplex	
(LS);	and	under	the	canopy	of	the	four	dominant	tree	species:	Bridelia	ferruginea	(BF),	Cussonia	barteri	(CB),	
Crossopteryx	febrifuga	(CF)	and	Terminalia	glaucescens	(TG).	In	total,	these	dominant	species	represent	in	this	
ecosystem	a	proportion	of	minimum	80%	of	individuals	and	biomasses	for	both	grass	and	tree	compartments	
(Abbadie	et	al.,	2006).	
Soil	sampling	below	trees	was	achieved	in	patches	of	bare	soil	between	grass	tussocks.	Grass	tussocks	were	
chosen	to	have	similar	basal	diameter	(ca.	20	cm)	and	trees	were	selected	to	have	similar	diameter	at	breast	
height	(ca.	22.5	cm).	The	choice	of	plant	individuals	was	made	randomly	on	a	surface	of	ca.	10	ha	and	local	
sources	 of	 heterogeneity	 (termite	mounds,	 small	 depressions,	 rocks)	were	 avoided.	 For	 each	 of	 the	 eight	
species,	five	replicated	soil	samples	(about	1	kg,	each	of	them	composed	of	two	pooled	sub-samples)	were	
collected	from	the	top	15	cm	with	an	auger	(8	cm	in	diameter)	and	stored	at	4	°C	for	a	very	short	period	during	
transport.	Samples	were	subsequently	sieved	(2	mm),	homogenised	and	200	g	of	soil	were	stored	at	-20	°C	for	
molecular	biology	analyses	and	the	measurements	of	nitrifying/denitrifying	enzyme	activities.	Freezing	of	soil	
samples	was	preferred	to	fresh	or	drying	conservation	methods	because	(i)	the	time	between	sampling	and	
analysis	(including	transportation)	was	too	long	to	consider	the	soil	fresh,	(ii)	previous	studies	on	different	soil	
matrices	shown	that	for	soil	enzyme	activity	studies	(e.g.	denitrification),	freezing	was	a	preferable	storage	
method	 (Wallenius	et	al.,	2010),	 (iii)	preliminary	 tests	on	 fresh	vs.	 frozen	 samples	on	our	 soils	 showed	no	
discrepancy.	The	remaining	soil	was	immediately	air-dried	in	the	shade	and	stored	at	ambient	temperature	
for	 physicochemical	 analyses.	 Roots	 were	 collected	 from	 all	 soil	 samples	 through	 dry	 sieving.	 Fine	 root	
densities	varied	between	0.57	to	9.77	g	dry	root	dm-3	dry	soil	under	grass	and	between	0.77	to	3.68	g	dry	root	
dm-3	dry	soil	under	trees.	Grass	aboveground	biomass	of	each	tussock	was	collected	and	dried	at	50°C	before	
weighing.	 Depending	 on	 species,	 aboveground	 biomasses	 varied	 between	 39.20	 to	 276.70	 g	 dry	 matter	
tussock-1.	Soil	moisture	was	measured	with	a	ThetaProbe	ML3	(Delta-T	Devices)	previously	calibrated	on	oven-
dried	soils.	
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3.3.3.3	Microbial	abundances	and	activities	
 
3.3.3.3.1	Total	nucleic	acids	extraction	
	
Total	 nucleic	 acids	 were	 extracted	 from	 0.5	 g	 of	 soil	 (wet	 weight)	 with	 a	 Bio-101	 FastDNA	 Spin	 kit	 in	
combination	 with	 the	 FastPrep	 FP120	 bead	 beating	 system	 (Bio-101,	 Inc.,	 Ca,	 USA)	 according	 to	 the	
manufacturer’s	instructions.	Bulk	total	DNA	was	purified	by	elution	through	Geneclean	Turbo	columns	(MP	
Biomedicals,	 CA,	 USA)	 according	 to	 the	manufacturer’s	 instructions.	 The	 concentration	 and	 purity	 of	 the	
resulting	DNA	was	determined	by	measuring	the	absorbance	at	260	and	280	nm	using	a	spectrophotometer	
and	calculation	of	the	ratio	A260/A280	(NanoDrop	ND-1000	spectrophotometer).	All	extracted	DNA	samples	
were	stored	at	-20°C	before	being	analysed.	
	
3.3.3.3.2.	Real-time	PCR	quantification	
	
The	archaeal	nitrifying	(amoA-AOA	gene),	bacterial	nitrifying	(amoA-AOB	gene),	bacterial	denitrifying	(nirK	
and	nirS	genes),	total	bacterial	(16S	rRNA)	and	archaeal	(16S	rRNA)	communities	were	determined	by	Real-
Time	PCR	(CFX96	Real-Time	System,	Bio-Rad,	France)	with	specific	primer	sets	(see	qPCR	conditions	in	Table	
3-S1).	 Quantification	 was	 based	 on	 the	 increasing	 fluorescence	 intensity	 of	 the	 SYBR	 Green	 dye	 during	
amplification.	The	 real-time	PCR	assay	was	carried	out	 in	a	20	µL	 reaction	volume	containing	SoAdvanced	
SYBRGreen	Supermix	(2X,	Bio-Rad)	and	1.25	µL	of	Bovine	Albumine	Serum	(2	mg	mL-1).	Standard	curves	were	
obtained	 using	 serial	 dilutions	 of	 linearized	 plasmids	 containing	 the	 studied	 genes.	 The	 amplification	
efficiencies	were	calculated	as	[10(-1/slope)	-	1].	The	average	PCR	efficiency	for	the	different	assays	was	83.9%,	
85.5%,	90.3%,	90.3%,	90.8	%	and	87.2%	for	amoA-AOA,	amoA-AOB,	nirK	gene,	nirS	gene,	bacterial	16S	rRNA	
and	archaeal	16S	rRNA	respectively.	All	DNA	extractions	were	subsequently	diluted	10-fold	and	100-fold	with	
nuclease-free	water	to	reduce	potential	PCR	inhibition.	It	was	then	tested	whether	these	diluted	samples	led	
to	the	same	amplification	efficiency	as	the	non-diluted	ones.	Two	independent	quantitative	PCR	assays	were	
performed	for	each	gene	to	test	methodological	repeatability.	Results	were	expressed	as	gene	copy	numbers	
per	gram	of	dry	 soil.	After	 the	qPCR	 reaction,	 a	melting	 step	allowed	DNA	 to	denaturate	by	elevating	 the	
temperature	from	65°C	to	95°C	by	0.5°C	every	0.05	seconds.	Then,	the	melting	curve	was	integrated	using	the	
Dissociation	Curve	Analysis	 Software	 (Applied	Biosystems).	We	used	 this	 curve	 to	 check	 the	generation	of	
specific	amplicons	and	this	was	also	checked	by	gel	electrophoresis	analysis.	
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3.3.3.3.3.	Nitrifying	and	denitrifying	enzyme	activities	
	
Potential	nitrification	and	denitrification	rates	were	measured	through	Nitrifying	 (NEA)	and	Denitrifying	
Enzyme	Activities	(DEA)	assays,	which	corresponds	to	short-term	laboratory	incubations	under	non-limiting	
conditions	 focusing	 on	 the	 period	 of	 constant	 activity	 i.e.	 the	 incubations	 are	 too	 short	 to	 allow	 the	
multiplication	of	the	involved	organisms	that	could	result	in	an	increase	in	activity.	NEA	and	DEA	avoid	the	
short-term	variations	observed	in	the	field	that	are	induced	by	climate	or	other	environmental	factors	(Attard	
et	al.,	2011;	Lata	et	al.,	1999).	Frozen	soil	 samples	were	placed	at	ambient	room	temperature	 for	2	hours	
before	the	analyses.	DEA	was	measured	according	to	Patra	et	al.	(2006)	as	the	linear	rate	of	production	of	N2O	
during	a	short	time	(here	2-hour	incubation)	at	100%	water	holding	capacity,	28°C,	and	with	no	limiting	N	and	
C	availabilities	 (here	additions	of	50	µg	N-NO3
-	 g-1	 and	1	mg	C	g-1).	A	90:10	He-C2H2	 atmosphere	provided	
anaerobic	conditions	and	inhibited	N2O-reductase	activity.	Measurements	were	taken	every	30min	using	a	gas	
chromatograph	(Agilent	µGC	R3000,	Santa	Clara,	CA,	USA).	NEA	was	measured	according	to	Dassonville	et	al.	
(2011)	 as	 the	 linear	 rate	 of	 production	of	 nitrate	 during	 a	 72	h	 incubation.	 Sub-samples	 of	 fresh	 soil	 (3	 g	
equivalent	dry	soil)	were	incubated	with	6	ml	of	a	solution	of	(NH4)2SO4	(22	μg	N-NH4
+	g-1	dry	soil).	Distilled	
water	was	 added	 in	 each	 sample	 to	 reach	 24	ml	 of	 total	 liquid	 volume	 in	 flasks.	 Soil	 nitrate	 content	was	
measured	after	5,	24,	48	and	72	hours	during	the	aerobic	incubation	under	constant	agitation	(180	rpm)	by	
ion	chromatography	(DX120,	Dionex,	Salt	Lake	City,	USA).	
	
3.3.3.4.	Physicochemical	soil	characteristics	analyses	
	
Soil	pH	was	measured	in	water	(5:1	v/v	water:soil)	with	a	pH	meter	(Mettler	Toledo	SevenEasy™)	according	
to	the	NF	ISO	10390	standard.	Mineral	N	was	extracted	from	2	g	frozen	soil	by	adding	2	M	KCl	solution	(soil:	
solution	=	1:4).	Nitrate	was	reduced	to	nitrite,	and	then	nitrite	and	ammonium	concentrations	(expressed	as	
mg	N-NO3
-	 and	N-NH4
+	 kg-1	 dry	 soil)	were	measured	with	 a	 continuous-flow	N	analyzer	 (SKALAR,	 San	Plus	
System,	Breda,	the	Netherlands).	Total	C	and	N	contents	in	soils	(expressed	as	%)	were	measured	using	a	CHN	
Elemental	Analyzer	(NA1500	Series	2,	Fisons,	Manchester,	UK)	after	grinding	at	10	µm.	
	
3.3.3.5.	Statistical	analysis	
	
All	statistical	analyses	were	performed	by	using	R	software	(R	Core	Team	2016).	For	all	measured	variables,	
differences	between	grasses	and	trees	(plant	type)	and	between	species	within	grasses	and	trees	(the	type	of	
species	being	nested	within	the	plant	type),	were	tested	using	an	ANOVA.	 In	case	of	a	significant	effect	of	
species	within	plant	type	(grasses	or	trees),	species	of	trees	or	species	of	grasses	were	compared	using	post-
hoc	tests	(Tukey	Honestly	Significant	Difference	test).	The	normality	and	homoscedasticity	of	the	residuals	of	
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all	linear	models	were	tested	with	Shapiro-Wilk	and	Bartlett	tests,	respectively.	Data	was	log-transformed	in	
case	of	significant	deviation	from	normality	and	homoscedasticity.	Herein,	all	variables	were	log-transformed	
expect	pH,	NO3
-,	C/N	ratio	and	AOA/(AOA+AOB)	ratio.	We	tested	the	relation	between	NEA	(or	DEA)	and	the	
abundances	 of	 nitrifying	 (or	 denitrifying)	 communities	 using	 linear	 and	 non-linear	 saturating	 (using	 nls	 R	
function)	models.	For	all	tests,	the	null	hypothesis	was	rejected	for	p	<	0.05	and	significance	is	represented	as	
follows:	***	when	p	≤	0.001;	**	for	0.001	<	p	≤	0.01;	*	when	0.01	<	p	≤	0.05.	
	
3.3.4.	Results	
	
3.3.4.1.	Soil	physical	and	chemical	characteristics	
	
Except	for	pH,	soil	physical	and	chemical	characteristics	varied	between	grasses	and	trees	(average	mean	
6.75±0.18%).	 Soil	 under	 trees	 had	 significantly	 higher	 values	 than	 grasses	 in	 terms	 of	water	 content	 (WC	
(19.26±2.32%;	5.70±2.05%)),	mineral	N	content	(N-NH4
+	 (9.64±1.69	mg kg-1 dry soil;	6.50±0.68	mg kg-1 dry 
soil)	 and	 N-NO3
-	 (2.32±0.10	 mg kg-1 dry soil;1.93±0.15	 mg kg-1 dry soil))	 and	 total	 N	 (0.0767±0.0154%;	
0.0600±0.0062%)	and	C	(1.10±0.27%;	0.97±0.13%)	contents	(p<0.001	except	for	C	content	p<0.05;	Table	3-1	
and	 3-S2).	 On	 the	 contrary,	 C:N	 ratio	 was	 significantly	 lower	 under	 trees	 (14.32±0.88)	 than	 grasses	
(16.09±0.80)	(p<0.001).	There	was	no	significant	effect	of	grass	species	on	soil	WC,	mineral	N	contents	(N-NH4
+	
and	N-NO3
-)	and	total	N	and	C	contents	(Tables	1	and	S2).	The	only	significant	difference	between	tree	species	
was	 for	 pH:	 TG	 (6.91±0.09)	 higher	 than	 CB	 (6.73±0.19;	 p<0.01)	 and	 BF	 (6.61±0.03,	 p<0.001),	 and	 CF	
(6.78±0.15±)	higher	than	BF	(p<0.05).	
	
3.3.4.2.	Nitrifying	and	denitrifying	enzyme	activities	
	
Nitrifying	enzyme	activities	(NEA)	were	72	times	higher	under	trees	than	under	grasses	and	no	significant	
difference	 was	 observed	 between	 species	 within	 each	 plant	 type	 (Figure.	 3-3A	 and	 Table	 3-2).	 Similarly,	
denitrifying	 enzyme	 activities	 (DEA)	 were	 9	 times	 higher	 under	 trees	 than	 under	 grasses,	 without	 any	
significant	difference	among	grass	species	or	among	tree	species	(Fig.	3-3B	and	Table	3-2).	
	
	
	
	
Chapitre	3	
 75 
Table	3-1:	Statistical	results	(ANOVA)	of	the	effects	of	plant	type	and	plant	species	on	different	soil	physicochemical	
characteristics.	
	 	 Df	 F	 p-value	
	 Plant	type	 1	 0.05	 0.83	
pH	 Grasses	 3	 1.57	 0.23	
	 Trees	 3	 13.03	 <0.001	
	 Plant	type	 1	 304.06	 <0.001	
Water	content	 Grasses	 3	 3.0353	 0.06	
	 Trees	 3	 0.9679	 0.43	
	 Plant	type	 1	 72.39	 <0.001	
[NH4
+
]	 Grasses	 3	 0.16	 0.92	
	 Trees	 3	 0.71	 0.56	
	 Plant	type	 1	 87.91	 <0.001	
[NO3
-
]	 Grasses	 3	 0.49	 0.70	
	 Trees	 3	 1.78	 0.19	
	 Plant	type	 1	 25.34	 <0.001	
N	content	 Grasses	 3	 0.97	 0.43	
	 Trees	 3	 2.25	 0.12	
	 Plant	type	 1	 4.29	 <0.05	
C	content	 Grasses	 3	 0.92	 0.45	
	 Trees	 3	 2.13	 0.14	
	 Plant	type	 1	 42.22	 <0.001	
C:N	ratio	 Grasses	 3	 0.89	 0.47	
	 Trees	 3	 0.32	 0.81	
	
	
Chapitre	3	
 76 
	
	
Figure 3-3 : Nitrifying (panel A) and denitrifying (panel B) enzyme activities according to plant species: grasses 
(grey bars) AC (Andropogon canaliculatus), AS (Andropogon schirensis), HD (Hyparrhenia diplandra), LS 
(Loudetia simplex), and trees (black bars): BF (Bridelia ferruginea), CB (Cussonia barteri), CF (Crossopteryx 
febrifuga), TG (Terminalia glaucescens), GRA (Grasses) and TRE (Trees). Means and SEs were calculated from five 
replicates. Different numbers of stars indicate statistically significant differences between tree and grass species. Different 
small letters indicate statistically significant differences between species within each plant type (either trees or grasses) 
(p<0.05). 
	
3.3.4.3.	Archaea	and	Bacteria	abundances	
	
Total	 archaeal	 abundances	 (16S	 rRNA)	were	 lower	under	 trees	 (7.97±2.95×108	 copies	 g-1	 dry	 soil)	 than	
under	grasses	(11.9±6.95×108	copies	g-1	dry	soil;	Table	3-2).	Within	grass	species,	significant	differences	were	
found	(p<0.05),	whereas	within	tree	species	no	significant	difference	was	found.	Total	bacterial	abundances	
(16S	 rRNA)	were	 lower	 under	 trees	 (2.95±2.95×109	 copies	 g-1	 dry	 soil)	 than	 under	 grasses	 (4.31±1.32×109	
copies	g-1	dry	soil;	Table	3-2).	Within	grass	(not	tree)	species,	significant	differences	were	found	(p<0.01).	
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Table	 3-2:	 Statistical	 results	 (ANOVA)	 of	 the	 effects	 of	 plant	 type	 and	 plant	 species	 on	 the	 nitrification	 (NEA)	 and	
denitrification	(DEA)	enzymes	activities,	on	the	abundance	of	nitrifying	and	denitrifying	communities,	and	on	the	total	
archaeal	and	bacterial	abundances.	
	
	 	 Df	 F	 p-value	 Effect	
	 Plant	type	 1	 123.86	 <0.001	 ***	
NEA	 Grasses	 3	 0.10	 0.96	 NS	
	 Trees	 3	 1.59	 0.23	 NS	
	 Plant	type	 1	 43.30	 <0.001	 ***	
DEA	 Grasses	 3	 0.40	 0.76	 NS	
	 Trees	 3	 2.20	 0.13	 NS	
	 Plant	type	 1	 228.643	 <0.001	 ***	
amoA-AOA	 Grasses	 3	 17.347	 <0.001	 ***	
	 Trees	 3	 7.771	 <0.001	 ***	
	 Plant	type	 1	 118.305	 <0.001	 ***	
amoA-AOB	 Grasses	 3	 4.2978	 0.01048	 *	
	 Trees	 3	 0.7096	 0.5526	 NS	
	 Plant	type	 1	 1.030	 0.314	 NS	
nirK	 Grasses	 3	 5.1395	 0.004415	 **	
	 Trees	 3	 3.2848	 0.03168	 *	
	 Plant	type	 1	 3.701	 0.058	 NS	
nirS	 Grasses	 3	 4.5961	 0.007687	 **	
	 Trees	 3	 1.8023	 0.1642	 NS	
	 Plant	type	 1	 214.32	 <0.001	 ***	
AOA/AOB+AOA	 Grasses	 3	 2.22	 0.15	 NS	
Trees	 3	 10.40	 <0.001	 ***	
nirS/nirS+nirK	 Plant	type	 1	 2.4208	 0.1240004	 NS	
Grasses	 3	 7.5892	 <0.001	 ***	
Trees	 3	 1.6755	 0.1895	 NS	
Total	archaeal	
abundances	
(16S	rRNA)	
Plant	type	 1	 6.039	 0.016	 *	
Grasses	 3	 4.0837	 0.01313	 *	
Trees	 3	 1.8165	 0.1616	 NS	
Total	bacterial	
abundances	
(16S	rRNA)	
Plant	type	 1	 15.732	 <0.001	 ***	
Grasses	 3	 4.5442	 0.008111	 **	
Trees	 3	 1.4158	 0.254	 NS	
AOA/16S	rRNA	
Archaea	
Plant	type	 1	 470.709	 <0.001	 ***	
Grasses	 3	 39.64	 <0.001	 ***	
Trees	 3	 10.118	 <0.001	 ***	
AOB/16Sr	RNA	
Bacteria	
Plant	type	 1	 133.796	 <0.001	 ***	
Grasses	 3	 0.352	 0.7879	 NS	
Trees	 3	 0.6134	 0.6108	 NS	
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3.3.4.4.	Nitrifier	abundances	
	
Archaeal	amoA-AOA	gene	abundance	was	34	times	higher	under	trees	(6.84±3.47	×106	copies	g-1	dry	soil)	
than	 under	 grasses	 (2.00±1.57×105	 copies	 g-1	 dry	 soil;	 Figure.	 3-4A	 and	 Table	 3-2).	Within	 grass	 species,	
significant	differences	were	 found:	Andropogon	canaliculatus	 (AC)	higher	 than	Hyparrhenia	diplandra	 (HD,	
p<0.01)	and	Loudetia	simplex	(LS,	p<	0.001);	Andropogon	schirensis	(AS)	and	HD	higher	than	LS	(p<0.01	and	
p<0.05	 respectively)	 (Figure.	 3-4A	and	Table	3-S3).	AOA	abundance	also	 varied	 significantly	between	 tree	
species,	and	was	significantly	higher	under	BF	and	CB	than	TG	(p<0.01	and	p<	0.001	respectively)	(Fig.	2A	and	
Table	S3).	
Bacterial	amoA-AOB	gene	abundance	was	three	times	higher	under	trees	(7.57±0.73×105	copies	g-1	dry	soil)	
than	under	grasses	(2.75±0.89×105	copies	g-1	dry	soil;	Fig.	2B	and	Table	2).	Within	grass	species,	AOB	was	more	
abundant	under	HD	than	LS	(p<0.01),	while	there	was	no	significant	difference	between	tree	species	(Tables	
3-4	and	3-S3).	
To	investigate	the	relative	proportion	of	AOA	in	the	nitrifying	community,	the	ratio	AOA:(AOB+AOA)	was	
calculated	 (Fig.	2C	and	Table	S3).	The	ratio	was	significantly	higher	 for	 trees	 (0.83	±	0.10)	 than	 for	grasses	
(0.37±0.14).	 No	 difference	 was	 found	 between	 grass	 species,	 while	 within	 trees	 species	 the	 ratio	 was	
significantly	higher	under	BF,	CB	and	CF	than	TG	(p<0.001;	p<0.001;	p<0.05,	respectively;	Figure.	3-4C	and	
Table	3-S3).	
Finally,	AOA	represented	0.82±0.41%	of	the	total	archaea	under	trees	and	0.02±0.02%	under	grasses,	a	
significant	 difference	 (p<0.001).	 AOB	 represented	 0.03±0.01%	 of	 the	 total	 bacteria	 under	 trees	 and	
0.01±0.001%	under	grasses.	This	difference	between	trees	and	grasses	was	also	significant	(p<0.001;	Tables	
3-2	and	3-S3)	
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Figure	3-4:	Abundances	of	archaeal-AOA	(panel	A)	and	bacterial-AOB	(panel	B)	amoA	genes	according	to	plant	species	
and	the	AOA/AOA+AOB	ratio	(panel	C):	grasses	(grey	bars)	AC	(Andropogon	canaliculatus),	AS	(Andropogon	schirensis),	
HD	 (Hyparrhenia	 diplandra),	 LS	 (Loudetia	 simplex),	 and	 trees	 (black	 bars):	 BF	 (Bridelia	 ferruginea),	 CB	 (Cussonia	
barteri),	CF	(Crossopteryx	febrifuga),	TG	(Terminalia	glaucescens),	GRA	(Grasses)	and	TRE	(Trees).	Means	and	SEs	were	
calculated	from	five	replicates.	Different	numbers	of	stars	indicate	statistically	significant	differences	between	tree	and	
grass	species.	Different	small	letters	indicate	statistically	significant	differences	between	species	within	each	plant	type	
(either	trees	or	grasses)	(p<0.05).	
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3.3.4.5.	Denitrifier	abundances	
	
No	difference	was	observed	between	grasses	and	trees	for	the	nirK	gene	abundance	(Fig.	3A	–	mean	value	
of	1.38±0.20×108	 copies	g-1	dry	soil).	Within	grasses,	 it	was	significantly	higher	under	AS	than	HD	(p<0.01).	
Within	trees,	the	nirK	gene	abundance	was	significantly	higher	under	BF	than	under	CF	(p<0.05;	Figure.3-5A	
and	Table	3-S3).	
No	difference	was	observed	between	grasses	and	trees	for	the	nirS	gene	abundance	(Figure.	3-5B	–	mean	
value	of	1.49±0.27×108	copies	g-1	dry	soil).	Within	grasses,	it	was	significantly	higher	under	AC,	AS	and	HD	than	
LS	 (p<0.05,	 p<0.05	 and	 p<0.01	 respectively,	 Figure.	 3-5B	 and	 Table	 3-S3).	 No	 significant	 difference	 was	
observed	between	tree	species	(Figure	3-5B).	
To	 investigate	 the	 relative	 proportion	 of	 nirS	 gene	 within	 the	 nitrite	 reducing	 community,	 the	 ratio	
nirS:(nirK+nirS)	was	calculated	(Figure.3-5C	and	Table	3-2).	It	was	similar	under	trees	(0.69±0.06%)	and	grasses	
(0.67±0.09%).	 Within	 grass	 species,	 it	 was	 significantly	 higher	 under	 AC	 and	 HD	 than	 under	 LS	 (p<0.05;	
p<0.001).	No	difference	was	observed	between	tree	species.	
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Figure	3-5:	Abundances	of	denitrifying	nirK	genes	(panel	A)	and	nirS	genes	(panel	B)	according	to	plant	species	and	the	
nirS/nirS+nirK	 ratio	 (panel	 C):	 grasses	 (grey	 bars)	 AC	 (Andropogon	 canaliculatus),	AS	 (Andropogon	 schirensis),	 HD	
(Hyparrhenia	diplandra),	LS	(Loudetia	simplex),	and	trees	(black	bars):	BF	(Bridelia	ferruginea),	CB	(Cussonia	barteri),	
CF	 (Crossopteryx	 febrifuga),	 TG	 (Terminalia	 glaucescens),	 GRA	 (Grasses)	 and	 TRE	 (Trees).	 Means	 and	 SEs	 were	
calculated	from	five	replicates.	Same	number	of	stars	indicates	that	there	is	no	statistically	significant	difference	between	
tree	and	grass	species.	Different	small	 letters	 indicate	statistically	significant	differences	between	species	within	each	
plant	type	(either	trees	or	grasses)	(p<0.05).	
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3.3.4.6	Links	between	nitrifier	and	denitrifier	abundances	and	enzyme	activities	
	
Regressions	between	enzyme	activities	and	microbial	abundances	were	performed	separately	for	trees	and	
grasses	(Figures.	3-6A	and	3-6B).	A	significant	positive	non-linear	relation	was	observed	between	the	NEA	and	
AOA	abundance	under	trees	(NEA	=	a×amoA-AOA/(b+amoA-AOA);	a	=	0.10,	p<0.001;	b	=	2.88×106,	p<0.05).	A	
significant	 positive	 linear	 relation	 was	 observed	 between	 NEA	 and	 AOB	 abundance	 under	 trees	 (NEA=	
c×amoA-AOB+d;	c=	6.76×10-8,	p<0.01,	d=0,	p>0.05;	r2	=	0.39).	With	constant	and	very	low	activity	values,	no	
relation	was	found	under	grasses	between	NEA	and	AOA	or	AOB	abundance.	Finally,	no	relation	was	observed	
under	trees	and	grasses	between	DEA	and	nirK	or	nirS	abundances.	
	
Figure	3-6:	Regressions	between	nitrifying	enzyme	activities	(NEA)	and	AOA	(panel	A)	or	AOB	(panel	B)	amoA	gene	
abundances.	Regressions	were	tested	separately	 for	trees	and	grasses.	The	regression	was	not	significant	 for	grasses	
(white	dots)	but	was	significant	for	trees	(black	dots).	In	panel	A,	we	used	for	trees	the	following	formula	for	the	non-
linear	regression:	NEA	=a×amoA-AOA/(b+amoA-AOA)	(a	=	0.10,	p<0.001;	b	=	2.88×106,	p<0.05).	And	in	panel	B,	we	used	
for	trees	a	linear	regression	(NEA=c×amoA-AOB+d	(c=264	6.76×10
-8
,	p<0.01,	d=0,	p>0.05;	r
2
	=	0.39).	
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3.3.5	Discussion	
	
3.3.5.1.	Contrasting	impacts	of	grasses	and	trees	on	nitrification	and	ammonia	oxidizer	
abundances	
	
In	our	study,	NEA	rates	under	the	grass	species	HD,	known	to	inhibit	nitrification,	are	as	low	as	previously	
reported.	The	BNI	effect	of	HD	was	previously	demonstrated	in	the	field,	with	a	negative	correlation	between	
nitrification	and	HD	root	density	(Lata	et	al.,	2004),	and	also	verified	in	controlled	hydroponic	conditions	where	
a	nitrifying	 inhibitory	activity	has	been	directly	measured	 (between	45-70	ATU	 (inhibitory	activity	of	 roots	
expressed	 in	allylthiourea	unit)	plant-1	day-1,	unpublished	data)	under	different	HD	 individuals	grown	 from	
seeds	using	Subbarao’s	method	(Subbarao	et	al.,	2009).	We	have	found	similar	low	NEA	values	under	HD	and	
the	other	three	dominant	grass	species	of	Lamto	savanna	(the	four	species	represent	together	80%	of	grass	
tussocks	in	this	savanna).	Hence,	our	results	strongly	suggest	that	all	the	dominant	grasses	of	Lamto	savanna	
are	capable	of	BNI	through	root	exudates	acting	on	microbial	enzymatic	pathways,	as	demonstrated	on	the	
two	African	grass	species	B.	humidicola	and	Sorghum	bicolor	(Subbarao	et	al.,	2009;	Zakir	et	al.,	2008).	
The	data	presented	here,	based	on	nitrifying	enzyme	activity,	NEA,	only	provide	an	indirect	proof	of	the	
capacity	of	the	three	dominant	grasses	(in	addition	to	HD)	to	inhibit	nitrification.	However,	NEA	is	measured	
in	optimal	 condition	 (temperature,	 humidity,	NH4
+	 availability)	 thus	 expressing	 long-lasting	 changes	 in	 the	
expression	of	microbial	communities	rather	than	a	response	to	a	transient	state	of	soil.	This	suggests	that	a	
long-lasting	 strong	 mechanism	 is	 at	 play.	 An	 alternative	 possibility	 to	 nitrification	 inhibition	 by	 the	 four	
dominant	grass	species	would	be	that	HD	tussocks	alone	are	able	to	inhibit	nitrification	on	the	whole	savanna	
away	from	trees.	This	is	however	unlikely	because	(i)	the	grass	cover	is	very	discontinuous	with	ca.	90%	of	the	
soil	 surface	being	bare	between	 tussocks	 (Abbadie	et	al.,	 2006;	 Lata,	1999;	 Lata	et	al.,	 2000);	 (ii)	 the	 root	
systems	of	neighbouring	tussocks	are	not	overlapping	(Abbadie	et	al.,	1992);	(iii)	these	perennial	grasses	are	
very	long-lived	(several	decades;	Abbadie	et	al.,	2006)	and	(iv)	the	collected	soils	under	AC,	AS	and	LS	were	
often	several	meters	away	from	any	HD	tussock.	Besides,	NEA	values	for	patches	of	soils	deprived	of	any	grass	
root	influence	were	found	(within	the	first	weeks	after	patch	creation	and	later	on)	to	be	(Lata,	1999)	20-fold	
higher	 than	 the	 values	 found	 in	 the	present	 study	under	 the	 four	 grass	 species.	 This	 further	 supports	 the	
hypothesis	that	the	four	dominant	grasses	of	Lamto	savanna	do	inhibit	nitrification.	
We	have	observed	much	higher	(72-fold	higher)	NEA	under	trees	than	under	grasses.	While	for	grasses	an	
active	and	specific	mechanism	of	BNI	has	been	demonstrated	(Lata	et	al.,	2004;	Subbarao	et	al.,	2012),	the	
way	savanna	trees	impact	N	cycling	remains	unknown.	The	most	simple	hypothesis	would	be	that	the	increase	
in	organic	matter,	mineral	N	availability	and	water	availability,	maintains	a	higher	and	more	active	microbial	
biomass	under	tree	canopies	(Mordelet	et	al.,	1993).	However,	it	would	be	worth	testing	the	existence	of	a	
more	specific	mechanism	based	on	the	release	of	particular	exudates	by	trees	(or	leaf	leachates)	impacting	
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directly	the	nitrification	and	denitrification	pathways	of	microbial	communities	(Andrianarisoa	et	al.,	2010).	In	
any	case,	the	observed	NEA	values	for	trees	are	higher	(ca.	5-fold	higher)	than	under	bare	soil	patches	(see	
above,	Lata,	1999).	This	supports	the	hypothesis	that	the	four	dominant	tree	species	 increase	nitrification,	
whatever	the	underlying	mechanism.	
We	found	that	the	AOA	and	AOB	abundances	were	positively	correlated	to	the	NEA	under	trees,	suggesting	
that	both	are	involved	in	the	NEA	measured	herein.	However,	the	proportion	of	AOA	is	rather	high	both	under	
trees	(AOA	abundance	higher	than	AOB)	and	under	grasses	(same	AOA	and	AOB	abundances).	Previous	studies	
have	highlighted	the	importance	of	AOA	in	soils	with	low	NH4
+	concentrations	or	low	organic	matter	content	
and	with	low	pH	(Bates	et	al.,	2010;	Nicol	et	al.,	2008;	Prosser	and	Nicol,	2012;	Assémien	et	al.,	2017).	Indeed,	
differences	in	transporters	for	NH3/NH4
+	between	both	AMO	enzymes	have	been	strongly	suggested,	leading	
to	the	hypothesis	that	AOA	are	better	competitors	than	AOB	for	NH4
+	(Hatzenpichler,	2012).	Even	if	soil	is	N-
richer	under	trees,	Lamto	savanna	soils	can	be	viewed	as	being	extremely	nutrient	poor	(Abbadie	and	Lata,	
2006)	when	compared	to	other	ecosystems.	The	low	availability	of	mineral	nutrients	in	these	slightly	acidic	
savanna	soils	could	therefore	reinforce	the	role	of	AOA	for	nitrification	in	this	ecosystem	(Stempfhuber	et	al.,	
2015;	 Taylor	 et	 al.,	 2012),	 which	 has	 also	 been	 suggested	 when	 comparing	 nitrification	 and	 nitrifier	
abundances	in	fertilized	and	non-fertilized	soils	from	the	same	savanna	area	(Assémien	et	al.,	2017).	Recent	
studies	in	South	African	savanna	soils	have	also	documented	the	importance	of	AOA	in	correlation	with	soil	
nutrient	availability	(Rughöft	et	al.,	2016).	
The	 relative	 dominance	 of	 AOA	 and	 AOB	 was	 different	 between	 trees	 and	 grasses,	 as	 shown	 by	 the	
AOA/(AOB+AOA)	 ratio.	 AOA	were	much	more	 abundant	 than	 AOB	 under	 tree	 canopies,	 while	 AOB	were	
slightly	more	abundant	 than	AOA	under	 grasses.	Under	 grasses	 and	 in	 contrast	with	 soils	 under	 trees,	 no	
correlation	was	observed	between	NEA	and	AOA	or	AOB	abundance.	In	comparison	to	trees,	grasses	induced	
a	much	stronger	decrease	in	AOA	abundances	(6.84×106	and	2.00×105,	respectively	for	trees	and	grasses)	than	
in	AOB	abundances	(7.57×105	and	2.75×105,	respectively	for	trees	and	grasses).	This	is	again	clearly	shown	by	
results	on	the	AOA/(AOB+AOA)	ratio.	Moreover,	these	decreases	were	not	related	to	an	overall	decrease	in	
total	archaea	and	bacteria	abundances,	the	total	abundances	of	both	archaea	and	bacteria	being	significantly	
higher	 under	 grasses	 than	 trees.	 This	 strongly	 suggests	 the	 existence	 of	 a	 specific	 mechanism	 impacting	
nitrifiers	and	further	supports	the	strong	influence	of	AOA	on	nitrification.	
All	 these	 results	 thus	 support	 the	 possible	 role	 of	 BNI	molecules	 released	 by	 grasses	 that	 impact	 AOA	
abundance	and	activity	in	a	savanna	where	nitrification	is	largely	due	to	archaea.	The	impact	of	BNI	on	the	
abundance	of	nitrifying	microorganisms	is	supported	by	a	field	study	of	crops	with	different	BNI	capabilities	
(Subbarao	et	al.,	2009)	showing	that	AOB	and	AOA	abundance	decreases	under	crop	species	with	high	BNI	
capabilities.	 Currently	 the	mechanism	 responsible	 for	 BNI	 has	 been	 described	 only	 for	 its	 effect	 on	 AOB	
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(Subbarao	 et	 al.,	 2012).	 Further	 research	 is	 thus	 needed	 to	 confirm	 that	 African	 grasses	 can	 also	 inhibit	
archaeal	nitrification	through	BNI.	
Finally,	considering	all	grasses	and	trees,	the	proportion	of	nitrifying	archaea	and	bacteria	within	the	whole	
bacteria	and	archaea	communities	(between	0.02	and	0.82%	and	between	0.01	and	0.03%,	respectively)	are	
slightly	lower	than	found	in	the	literature	for	sandy	soils,	likely	reflecting	the	very	low	soil	N	availability	and	
the	climate	constraints,	i.e.	two	dry	seasons,	occurring	on	such	savanna	soils.	Leininger	et	al.	(2006),	comparing	
12	soils	of	3	climatic	zones,	found	that	for	sandy	soils	AOA	and	AOB	were	around	1%	and	0.005%,	respectively,	
while	Banning	et	al.	(2015)	in	a	semi-arid	acidic	sandy	soil	found	that	around	1%	of	archaea	and	bacteria	are	
nitrifying.	
	
3.3.5.2.	Contrasting	impacts	of	grasses	and	trees	on	denitrifying	enzyme	activity	but	not	
denitrifier	abundances	
	
No	difference	in	the	abundances	of	nitrite	reducers	was	observed	between	soil	under	grasses	and	trees.	In	
parallel,	a	significant	predominance	of	nirS	gene	within	the	denitrifying	community	was	observed.	Previous	
studies	have	demonstrated	that	the	ratio	nirS:nirK	depends	on	soil	physicochemical	characteristics	especially	
soil	pH,	soil	nutrients,	moisture,	organic	carbon	content,	soil	N	content,	and	physical	properties	(Dambreville	
et	al.,	2006;	Bárta	et	al.,	2010;	Chen	et	al.,	2010;	Enwall	et	al.,	2010;	Ma	et	al.,	2016)	although	 functional	
diversity	exists	within	each	broad	group	in	terms	of	response	to	environmental	drivers	(Xie	et	al.,	2014).	The	
ratio	nirS:nirK	may	also	influence	soil	N2O	sink	capacity	(Jones	et	al.,	2014).	Overall,	high	copper	concentrations	
tend	to	increase	nirK	gene	abundances	(Enwall	et	al.,	2010)	while	 low	oxygen	availability	might	favour	nirS	
gene	that	are	thus	more	abundant	in	anoxic	environment	(Desnues	et	al.,	2007).	Thus,	the	predominance	of	
nirS	gene	could	be	explained	by	the	slightly	acidic	soil	pH,	or	the	poor	availability	of	oxygen	associated	to	the	
proprieties	of	 sandy	soil	with	high	water	 content	 (Bartholomeus	et	al.,	2008).	Moreover,	 the	NirS	enzyme	
needs	a	Fe	co-factor	while	the	NirK	enzyme	needs	a	Cu	co-factor	(Lammel	et	al.,	2015;	Qiu	et	al.,	2004).	The	
high	Fe	content	(Abbadie	et	al.,	2006)	of	Lamto	soils	could	thus	explain	the	predominance	of	nirS	denitrifiers	
whatever	the	plant	type.	Moreover,	the	values	of	the	nirS/(nirS+nirK)	ratio	(ca.	0.68)	are	in	the	upper	range	
when	compared	to	published	values.	For	example,	when	calculating	nirS/(nirS+nirK)	ratios	from	a	survey	on	
47	different	soils	across	Europe	(Jones	et	al.,	2014),	the	values	ranged	between	0.21	to	0.63,	with	nirK	gene	
>nirS	gene	in	35	out	of	the	47	soils.	Lammel	et	al.	 (2015)	have	found	a	ratio	of	0.535	when	investigating	a	
tropical	pasture,	to	our	knowledge	the	only	article	on	this	ecosystem	type.	However,	values	outside	this	range	
have	been	reported,	e.g.	0.001	for	a	riparian	temperate	ecosystem	(Dandie	et	al.,	2011)	and	0.99	for	a	sub-
alpine	Tibetan	meadow	and	a	temperate	forest	soil	(Ribbons	et	al.,	2016;	Xie	et	al.,	2014).	So	far,	no	value	for	
the	nirS/(nirS+nirK)	has	been	published	for	a	savanna	so	that	new	studies	are	required	to	test	the	generality	
of	our	result.		
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No	correlation	between	DEA	and	denitrifier	abundances	was	observed:	DEA	was	much	higher	(9	fold)	under	
trees	than	under	grasses,	while	the	abundances	of	nirK-	and	nirS-nitrite	reducers	were	similar.	Several	studies	
have	already	reported	lack	of	correlation	between	changes	in	DEA	and	in	nitrite	reducer	abundances	(Le	Roux	
et	al.,	2013;	Philippot	et	al.,	2009).	This	is	not	surprising	because	denitrification	is	a	facultative	process	mainly	
realized	by	heterotrophs	when	they	are	under	anaerobic	conditions	and	with	sufficient	NO3
-	availability:	under	
aerobic	conditions	that	prevail	in	the	sandy	and	well-drained	soils	studied	here,	denitrifiers	are	likely	selected	
for	 different	 reasons	 than	 their	 denitrification	 capacity.	 More	 generally,	 such	 a	 mismatch	 between	 the	
measured	activity	and	abundance	of	the	responsible	microorganisms	is	possible	if	denitrifiers	are	present	but	
dormant,	 if	denitrifiers	are	active	but	do	not	produce	denitrification	enzymes,	which	seems	here	the	most	
likely	case,	or	if	denitrification	enzymes	are	produced	but	their	activity	is	inhibited.	Concerning	the	contrasting	
DEA	values	observed	between	grasses	and	trees,	at	least	three	reasons	could	explain	the	observed	pattern:	
(1)	The	lower	DEA	values	observed	under	grasses	than	under	trees	couldbe	explained	by	the	lower	soil	organic	
matter	content	(lower	C	and	N	concentrations)	and/or	lower	WC	observed	under	grasses	in	our	study	and	in	
a	 previous	 study	 (Mordelet,	 Abbadie	 and	Menaut,	 1993).	 (2)	 The	 decrease	 in	 NO3
-	 availability	 (Mordelet,	
Abbadie	and	Menaut,	1993	and	this	study)	 induced	by	BNI	under	grasses	could	on	the	 long	term	decrease	
DEA.	(3)	It	cannot	be	excluded	that	savanna	grasses	could	also	inhibit	denitrification.	Demonstrated	for	the	
first	time	for	a	forb	(Fallopia	spp.)	that	inhibits	denitrification	through	a	mechanism	similar	to	BNI	(involving	
specific	root	exudates),	Biological	Denitrification	Inhibition	(BDI;	Bardon	et	al.,	2015,	2014)	is	a	process	which	
may	be	widespread	in	plants.	However,	both	BNI	and	BDI	are	costly	to	plants	(due	to	the	required	production	
of	 specific	 root	exudates),	and	BDI	 is	useless	 if	nitrate	 is	already	hardly	available	due	 to	BNI.	Thus	a	plant	
species	 is	 unlikely	 to	 have	 evolved	 both	 BNI	 and	 BDI.	 New	 experiments	 manipulating	 soil	 properties	 in	
controlled	 conditions	 and	 combining	 enzymatic	 measurements	 and	 quantification	 of	 the	 expression	 of	
denitrification	genes	could	help	deciding	between	these	alternative	hypotheses.	
	
3.3.6.Conclusions	
	
Our	study	shows	that	the	dominant	grass	and	tree	species	of	the	Lamto	savanna	have	contrasting	impacts	
on	 N	 cycle.	 BNI	 is	 known	 to	 lead	 to	 a	 tighter	 N	 recycling	 because	 limiting	 nitrification	 decreases	 NO3
-	
availability,	and	subsequently	decreases	ecosystem	N	losses	through	denitrification	and	leaching	(Boudsocq	
et	al.,	2009).	Under	the	four	dominant	grass	species	and	as	compared	to	trees,	the	very	low	rates	of	NEA,	DEA	
and	nitrifier	abundances	are	very	likely	due	to	BNI.	If	confirmed,	this	overall	BNI	capability	of	dominant	grasses	
in	this	savanna	could	thus	largely	contribute	to	the	rather	closed	N	cycle	and	high	primary	production	that	
characterize	humid	savannas	such	as	Lamto	(ca.	11-19	t	ha-1year-1	Abbadie	et	al.,	2006)	notwithstanding	very	
low	soil	fertilities	and	frequent	fires.	
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Trees	could	benefit	from	high	nitrifications	rates	via	their	deeper	roots	than	grasses	(Schenk	and	Jackson,	
2002).	Indeed,	high	NEA	under	trees	should	increase	NO3
-	availability	and	leaching	towards	deeper	soil	layers	
and	tree	root	systems	could	still	 reach	an	 important	fraction	of	this	NO3
-	no	 longer	available	for	grasses.	A	
complementary	view	is	that	trees	have	evolved	an	acquisitive	strategy	for	N	while	grasses	have	developed	a	
conservative	strategy	(Grime	2001;	Barot	et	al.,	2016).	This	calls	for	complementary	studies	on	N	cycling	and	
microbial	activities	in	the	soil	below	15	cm	depth.	Besides,	our	results	suggest	that	grasses	should	uptake	more	
ammonium	while	trees	should	uptake	more	NO3
-.	Such	partitioning	of	the	mineral	N	resource	could	favour	the	
coexistence	between	trees	and	grasses	(Boudsocq	et	al.,	2012).	
Finally,	the	contrasting	impacts	of	trees	and	grasses	on	N	cycling	should	be	taken	into	account	to	assess	
the	N	budget	of	savannas	and	their	N2O	emissions.	Indeed,	tropical	savannas	and	grasslands	face	worldwide	
threats	(increase	in	atmospheric	CO2,	fire	suppression	and	afforestation	for	the	carbon	market)	that	are	often	
inducing	an	increase	in	woody	cover	(Bond,	2016).	This	could	lead	to	a	functional	shift	of	savannas	towards	a	
more	open,	less	conservative	N	cycling	under	increased	woody	cover	or	land	conversion	to	agriculture	(e.g.	
Brazilian	Cerrados).	This	could	in	turn	increase	N	losses	through	nitrate	leaching	and/or	the	production	of	N-
compound	gases	through	denitrification	(in	particular	N2O).	On	the	contrary,	the	introduction	and	wide	use	of	
African	grasses	e.g.	in	South	or	Central	American	pastures,	could	decrease	the	emissions	of	N2O	if	these	grasses	
inhibit	nitrification.	
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3.3.7.Supplementary	data	
	
	
Figure	3-S1:	Regressions	between	nitrifying	enzyme	activities	(NEA)	and	total	amoA	gene	abundance.	Regressions	were	
tested	separately	for	trees	and	grasses.	The	regression	was	not	significant	for	grasses	(white	dots)	but	was	significant	
for	trees	(black	dots).	We	used	for	trees	the	following	formula	for	the	non-linear	regression:	NEA	=	a×amoA/(b+	amoA)	
(a	=	0.11,	p<0.001;	b	=	3.93×10
6
,	p<0.05).	
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Tableau	3-S1:	Real-Time	PCR	conditions	
 
 
Starting 
DNA 
concentratio
n (ng.µL-1) 
Efficiency qPCR	conditions Primers 
Primers 
[µM] 
Reference 
article 
Nitrifying 
crenarchaeotal 
amoA-AOA 
gene 
20 and 2 0.84 
95°C-3min/(95°C-
15s/56°C–30s/72°C-
30s)*35cycles 
crenamoA23F 
- 
crenamoA616
R 
10 
(Tourna et al., 
2008) 
Nitrifying 
bacterial amoA-
AOB gene 
20 and 2 0.85 
95°C-3min/(95°C-
15s/55°C–30s/72°C-
30s)*40cycles 
AmoA1F - 
AmoA2R 
 
20 
(Rotthauwe et 
al., 1997) 
Denitrifying 
bacterial nirS 
gene 
2 and 0.2 
 
0.90 
95°C-3min/(95°C-
15s/63-59°C(TD)–
30s/72°C-
30s)*5cycles/(95°C-
15s/58°C–30s/72°C-
30s)*30cycles 
Cd3aF - Cd3R 
 
10 
(Kandeler et 
al., 2006) 
Denitrifying 
bacterial nirK 
gene 
2 and 0.2 
 
0.90 
NirK876F - 
NirK1040R 
 
10 
(Henry et al., 
2004) 
Total bacterial 
(16S rDNA) 
0.2 and 0.02 0.91 
95°C-3min/(95°C-
15s/60°C–30s/72°C-
30s)*40cycles 
BAC341F-
BAC515R 
10 
(Bru et al., 
2011) 
Total archaeal 
(16S rDNA) 
0.2 and 0.02 0.87 
94°C-4min/(94°C-30 
s/57°C–40s/72°C-40s)* 
40cycles 
Parch519F 
Arc915R 
10 
(Herfort et al., 
2007) 
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Tableau	3-S2:	Soil	physicochemical	characteristics	for	soils	under	different	plant	types	(grasses	or	trees)	and	species.	
Means	and	SE	were	calculated	on	five	replicates.	
 
	
	
Plant 
type 
Plant 
species 
pH 
Water 
content 
(%) 
N-NH4
+ (mg 
kg-1 dry soil) 
N-NO3
- (mg 
kg-1 dry soil) 
N content (%) 
C content 
(%) 
C:N ratio 
Grasses 
 
AC 6.63±0.40 4.46±1.72 6.39±0.89 1.91±0.10 0.05625±0.0039 0.89±0.11 15.71±0.98 
AS 6.98±0.42 5.06±0.99 6.41±0.60 1.96±0.09 0.06063±0.00686 0.97±0.13 16.03±0.88 
HD 6.76±0.05 7.55±2.38 6.67±1.27 1.89±0.06 0.06269±0.00770 1.01±0.22 16.08±1.53 
LS 6.61±0.11 5.34±1.93 6.49±2.18 1.99±0.09 0.05979±0.01108 0.99±0.17 16.53±0.53 
Trees 
BF 6.61±0.03 20.52±2.97 9.64±1.97 2.32±0.12 0.07833±0.01690 1.14±0.28 14.45±0.55 
CB 6.73±0.19 19.12±1.50 10.35±0.68 2.40±0.06 0.08526±0.00722 1.24±0.15 14.49±0.71 
CF 
6.78±0.15 
 
19.36±2.38 8.92±0.72 2.27±0.26 0.064.00±0.00643 0.90±0.14 13.97±0.65 
TG 
6.91±0.09 
 
18.04±1.89 9.66±1.41 2.29±0.10 0.07904±0.01879 1.14±0.28 14.35±0.75 
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Table	3-S3:	Abundances	and	ratios	of	the	N-cycle	functional	genes	for	soils	under	different	plant	types	(grasses	or	trees)	and	species.	Means	and	SE	were	calculated	on	
five	replicates.	
	
	
	
	
	
Plant 
type 
Plant 
species 
Total archaeal	
abundances (16S 
rRNA) 
(copies g-1 dry 
soil) 
Total bacterial	
abundances 
(16S rRNA) 
(copies g-1 dry 
soil) 
AOA 
(copies g-1 dry 
soil) 
AOB 
(copies g-1 dry 
soil) 
nirK 
(copies g-1 dry 
soil) 
nirS 
(copies g-1 dry 
soil) 
AOA/(AOA+AOB) nirS/(nirK+nirS) 
Grasses 
 
AC 6.89±4.22×108 
 
4.41±2.49×109 4.09±1.13 ×105 2.44±0.67 ×105 1.44±0.44 ×108 3.07±0.72 ×108 0.59±0.11 0.68±0.04 
AS 1.38±0.84×109 5.16±1.45 ×109 2.24±0.10 ×105 3.20±1.89 ×105 1.60±0.25 ×108 3.12±0.72 ×108 0.35±0.05 0.66±0.05 
HD 1.47±0.68×109 4.68±1.12 ×109 1.18±0.47 ×105 3.69±1.94 ×105 1.12±0.25 ×108 3.58±1.87 ×108 0.29±0.17 0.68±0.06 
LS 1.16±0.56×109 2.91±1.36 ×109 4.84±0.04 ×104 1.66±0.92 ×105 1.35±0.26 ×108 2.12±0.96 ×108 0.28±0.12 0.68±0.07 
Trees 
BF 7.89±3.49×108 3.83±1.95 ×109 9.57±6.67 ×106 8.47±2.86 ×105 1.82±0.48 ×108 3.83±0.89 ×108 0.90±0.05 0.73±0.05 
CB 9.37±2.80×108 2.60±0.96 ×109 9.46± 4.08×106 7.84±2.74 ×105 1.59±0.61 ×108 3.35±1.05 ×108 0.92±0.03 0.73±0.09 
CF 6.59±2.77×108 2.60±1.03 ×109 6.08±8.19 ×106 7.01±3.47 ×105 1.21±0.51 ×108 3.16±0.94 ×108 0.82±0.08 0.59±0.09 
TG 8.05±2.40×108 2.78±0.80 ×109 2.24±1.25 ×106 6.94±1.56 ×105 1.34±0.26 ×108 2.88± 0.65×108 0.70±0.16 0.68±0.06 
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Figure	3-S2:	Abundances	of	archaea	(16S	rRNA)	according	to	plant	species	and	the	nirS/nirS+nirK	ratio	(panel	
C):	 grasses	 (grey	 bars)	 AC	 (Andropogon	 canaliculatus),	 AS	 (Andropogon	 schirensis),	 HD	 (Hyparrhenia	
diplandra),	LS	 (Loudetia	 simplex),	 and	 trees	 (black	bars):	BF	 (Bridelia	 ferruginea),	CB	 (Cussonia	barteri),	CF	
(Crossopteryx	 febrifuga),	TG	 (Terminalia	glaucescens),	GRA	 (Grasses)	and	TRE	 (Trees).	Means	and	SEs	were	
calculated	from	five	replicates.	Same	number	of	stars	indicates	that	there	is	no	statistically	significant	difference	
between	tree	and	grass	species.	
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Figure	2-S3	:	Abundances	of	bacteria	(16S	rRNA)	according	to	plant	species	and	the	nirS/nirS+nirK	ratio	(panel	
C):	 grasses	 (grey	 bars)	 AC	 (Andropogon	 canaliculatus),	 AS	 (Andropogon	 schirensis),	 HD	 (Hyparrhenia	
diplandra),	LS	 (Loudetia	 simplex),	 and	 trees	 (black	bars):	BF	 (Bridelia	 ferruginea),	CB	 (Cussonia	barteri),	CF	
(Crossopteryx	 febrifuga),	TG	 (Terminalia	glaucescens),	GRA	 (Grasses)	and	TRE	 (Trees).	Means	and	SEs	were	
calculated	from	five	replicates.	Same	number	of	stars	indicates	that	there	is	no	statistically	significant	difference	
between	tree	and	grass	species.	
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Figure	3-S3	:	Abundances	of	fungi	(18S	rRNA)	according	to	plant	species	and	the	nirS/nirS+nirK	ratio	(panel	C):	
grasses	(grey	bars)	AC	(Andropogon	canaliculatus),	AS	(Andropogon	schirensis),	HD	(Hyparrhenia	diplandra),	
LS	(Loudetia	simplex),	and	trees	(black	bars):	BF	(Bridelia	ferruginea),	CB	(Cussonia	barteri),	CF	(Crossopteryx	
febrifuga),	TG	(Terminalia	glaucescens),	GRA	(Grasses)	and	TRE	(Trees).	Means	and	SEs	were	calculated	from	
five	replicates.	Same	number	of	stars	indicates	that	there	is	no	statistically	significant	difference	between	tree	
and	grass	species.	
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4.1.	Introduction	au	Chapitre	4	
	
Le	premier	chapitre	nous	a	permis	de	(i)	confirmer	le	phénomène	d’inhibition	de	la	nitrification	par	les	
Poacées	dominantes	de	Lamto,	(ii)	constater	que	les	arbres	«	stimulent	»	sûrement	la	nitrification,	(iii)	
les	communautés	nitrifiantes	archées	et	bactéries,	en	terme	d’abondance,	sont	plus	importantes	sous	
les	arbres	que	sous	les	Poacées,	et	(iv)	les	archées	nitrifiantes	sont	plus	importantes	par	rapport	aux	
bactéries	nitrifiantes.		
Ce	chapitre	a	pour	but	de	confirmer	la	«	stimulation	»	de	la	nitrification	par	les	arbres	dans	un	
premier	 temps,	 puis	 de	 vérifier	 quelles	 communautés	 nitrifiantes	 (archées	 ou	 bactéries)	 sont	
impliquées	dans	le	processus	de	nitrification	dans	la	savane	de	Lamto	et	de	comprendre	l’impact	des	
saisons	sur	ces	différents	phénomènes.		
	
	Les	questions	posées	dans	ce	chapitre	sont	les	suivantes	:		
(1)	Les	arbres	stimulent-t-ils	la	nitrification	?	
(2)	Quelle	est	la	contribution	respective	des	archées	et	des	bactéries	nitrifiantes	dans	la	nitrification	?	
(3)	Quelle	est	l'influence	de	la	saisonnalité	sur	les	communautés	microbiennes	du	sol,	notamment	sur	
les	bactéries	et	archées	nitrifiantes	et	leurs	activités	?	
	
4.2.	Résumé	du	Chapitre	4	
	
La	nitrification	du	 sol	 dépend	de	 la	 couverture	 végétale	 et	 de	 ses	 caractéristiques.	Dans	 la	
savane,	 les	 herbes	 et	 les	 arbres	 coexistent	 et	 il	 a	 été	 démontré	 que	 certaines	 Poacées	 de	 savane	
africaine	inhibent	la	nitrification,	et	que	les	arbres	ont	probablement	un	impact	différent	d’elles	sur	le	
cycle	de	l'azote.	Pour	la	première	fois	en	savane	(savane	de	Lamto,	Côte	d'Ivoire),	nous	avons	:	(1)	testé	
que	les	espèces	d'arbres	stimulent	la	nitrification,	(2)	quantifié	l'influence	des	archées	et	des	bactéries	
nitrifiantes	 sur	 la	 nitrification,	 (3)	 décrit	 l'influence	 de	 la	 saisonnalité	 sur	 la	 nitrification	 et	 les	
communautés	 nitrifiantes	 et	 la	 capacité	 de	 végétaux	 à	 inhiber	 ou	 stimuler	 la	 nitrification.	 Les	
abondances	totales	(nombre	de	copies	d'ARNr	16S	ou	18S)	et	les	activités	transcriptionelles	(évaluées	
par	l'abondance	totale	des	transcrits	16S	ou	18S)	des	archées,	des	bactéries	et	des	champignons	sont	
plus	élevées	sous	les	arbres	et	les	Poacées	que	dans	les	parcelles	sans	végétation	(Figure.4-1).	
Il	a	été	confirmé	que	l’espèces	dominante	de	Poacée	de	Lamto	inhibent	la	nitrification	(c'est-
à-dire	qu'elles	réduisent	les	activités	enzymatiques	des	nitrifiants)	et	que	l’espèce	d’arbre	dominant	
stimulent	la	nitrification	(l’activité	enzymatique	nitrifiante	est	plus	élevée	sous	les	arbres	que	dans	des	
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parcelles	 sans	 végétation).	 Pendant	 la	 saison	 des	 pluies,	 l'abondance	 totale	 des	 communautés	
microbiennes	a	augmenté	ainsi	que	les	activités	transcriptionelles	des	champignons	et	des	bactéries	
(Figure.4-2).	
Cependant,	 les	 activités	 transcriptionelles	 des	 archées	 ont	 diminué	 pendant	 la	 saison	 des	
pluies.	 L'abondance	 des	 archées	 (amoA-AOA)	 et	 bactéries	 (amoA-AOB)	 nitrifiantes	 a	 augmenté	
pendant	la	saison	des	pluies,	tandis	que	les	transcrits	des	gènes	amoA-AOA	ont	diminué	pendant	la	
saison	des	pluies	et	les	transcrits	des	gènes	amoA-AOB	étaient	sous	la	limite	de	détection	pour	les	deux	
saisons.	
Pris	ensemble,	nos	résultats	montrent	que	les	communautés	microbiennes	et	leurs	activités	
transcriptionelles	 sont	 rythmées	par	 les	 saisons	 et	 que	 la	 nitrification	est	 dominée	par	 les	 archées	
nitrifiantes.	Ceci	montre	pour	la	première	fois	que	les	Poacées	en	savane	peuvent	inhiber	les	archées	
nitrifiantes,	et	suggère	que	les	bactéries	nitrifiantes	peuvent	être	mixotrophes	dans	la	savane	étudiée	
car	elles	sont	abondantes	mais	ne	produisent	pas	de	transcrits	amoA-AOB.	
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Figure	4-1:	Graphique	résumant	les	résultats	obtenus	pour	les	abondances	et	activités	de	transcription	des	archées,	bactéries	et	champignons	totaux	de	ce	Chapitre,	avec	
les	résultats	pour	Poacées	et	arbres	en	comparaison	du	sol	nu	(sans	végétation)	
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Figure	 4-2:	Graphique	 résumant	 les	 résultats	 obtenus	 pour	 l’activité	 enzymatique	 de	 nitrification,	 les	 abondances	 et	 activités	 des	 archées	 (AOA)	 et	 bactéries	 (AOB)	
nitrifiantes	de	ce	Chapitre,	avec	les	résultats	pour	Poacées	et	arbres	en	comparaison	du	sol	nu	(sans	végétation)
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4.3.1.	Abstract	
	
Soil	nitrification	depends	on	plant	cover	and	its	characteristics.	In	savanna,	grasses	and	trees	coexist	
and	some	species	of	perennial	African	savanna	tussock	grasses	have	been	shown	to	inhibit	nitrification	
and	 trees	 likely	have	a	different	 impact	on	nitrogen	cycling.	For	 the	 first	 time	 in	a	 savanna	 (Lamto	
savanna,	Ivory	Coast),	we:	(1)	tested	that	tree	species	stimulate	nitrification,	(2)	quantified	the	relative	
influence	of	archaeal	and	bacterial	on	nitrification,	(3)	described	the	influence	of	seasonality	on	total	
microbial	communities,	nitrification	and	nitrifier	communities	and	plant	capacity	to	inhibit	or	stimulate	
nitrification.	The	total	abundances	(number	of	copies	of	16S/18S	rRNA)	and	transcriptional	activities	
(as	assessed	by	 the	 total	 abundance	of	16S/18S	 transcripts)	of	 archaeal,	bacterial	 and	 fungal	were	
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higher	under	tree	canopy	and	grass	tussocks	than	in	patches	of	bare	soil.	 It	was	confirmed	that	the	
dominant	grass	species	of	Lamto	inhibits	nitrification	(i.e.	leading	to	lower	nitrifying	enzyme	activities	
than	patches	of	bare	soil)	and	that	the	dominant	tree	species	stimulates	nitrification	(i.e.	leading	to	
higher	nitrifying	enzyme	activities	than	bare	soil	patches).	During	the	wet	season,	the	total	abundance	
of	microbial	communities	increased	as	well	as	fungal	and	bacterial	transcriptional	activities.	However,	
archaeal	transcriptional	activities	decreased	during	the	wet	season.	The	abundance	of	archaeal	(amoA-
AOA)	and	bacterial	 (amoA-AOB)	nitrifiers	 increased	during	 the	wet	 season,	while	 the	 transcripts	of	
amoA-AOA	genes	decreased	during	the	wet	season	and	the	transcripts	of	amoA-AOB	genes	were	too	
low	for	detection	during	both	seasons.	Taken	together,	our	results	show	that	microbial	communities	
and	their	transcriptional	activities	are	highly	seasonal	and	that	nitrification	is	dominated	by	archaeal	
nitrifiers.	 This	 subsequently	 shows	 for	 the	 first	 time	 that	 savanna	 grasses	 may	 inhibit	 archaeal	
nitrification	and	suggests	that	bacterial	nitrifiers	may	be	mixotrophic	in	the	studied	savanna	since	they	
are	abundant	but	do	not	produce	any	amoA-AOB	transcripts.	
	
4.3.2	Introduction	
	
Nitrification	is	one	of	the	most	important	steps	of	nitrogen	(N)	cycle,	converting	ammonia	(NH3)	into	
nitrate	 (NO3
-
).	 Nitrification	 is	 mainly	 driven	 by	 two	microbial	 communities,	 archaeal	 and	 bacterial	
nitrifiers	 that	have	 the	amoA	 gene.	 The	 implication	of	 each	 community	 in	 the	nitrification	process	
depends	on	soil	characteristics	(Hatzenpichler,	2012),	and	is	strongly	debated.	High	ammonia-oxidizing	
archaea	(AOA)	activities	have	been	found	in	acidic	soils	and	soils	with	low	ammonium	concentrations,	
or	contaminated	with	heavy	metals	(Cao	et	al.,	2011;	Nicol	et	al.,	2008;	Prosser	and	Nicol,	2012;	Yao	
et	al.,	2011).	On	the	contrary,	ammonia-oxidizing	bacteria	(AOB)	are	important	drivers	of	nitrification	
in	soils	with	high	ammonium	concentrations	and	in	response	to	N	fertilization	(Verhamme	et	al.,	2011;	
Yao	et	al.,	2011).	
Soil	microbial	communities	and	the	biogeochemical	cycles	they	control	can	be	impacted	by	drying	and	
rewetting	stress	(Kaisermann	et	al.,	2013;	Thion	and	Prosser,	2014).	However,	 little	 is	known	about	
AOA	and	AOB	response	to	these	stresses.	For	example,	in	some	cases,	the	AOA	communities	seem	less	
resistant	to	drought	than	AOB	and	also	less	resilient	after	rewetting	in	soils	with	no	history	of	drought	
(Thion	and	Prosser,	2014).	This	could	be	linked	to	the	decrease	in	ammonium	mobility	and	availability	
during	drought.	Szukics	et	al.	 (2010)	 suggested	 that	AOA	are	also	sensitive	 to	high-water	contents,	
probably	due	to	the	subsequent	decrease	in	oxygen	availability,	but	Ke	et	al.	(2015)	reported	that	AOA	
are	 not	 sensitive	 to	 oxygen	 availability	 contrary	 to	 AOB.	 Changes	 in	 temperature	 also	 influence	
bacterial	 and	 archaeal	 nitrifier	 community	 structure	 (Stres	 et	 al.,	 2008).	 Szukics	 et	 al.	 (2010)	
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demonstrated	that	AOB	but	not	AOA	gene	abundances	increase	at	elevated	temperature	(25°C),	and	
that	high	soil	water	content	(70%	at	25°C)	may	have	a	negative	impact	on	AOA	communities.	The	pH	
also	influences	the	optimal	growth	temperatures,	so	that	acidophilic	AOA	strains	have	lower	optimum	
growing	 temperature	 than	neutrophilic	 (Gubry-Rangin	et	al.	2016).	All	 these	partially	 contradictory	
results	suggest	that	both	the	abundances	and	activities	of	archaeal	and	bacterial	nitrifiers	could	vary	
during	the	year	according	to	climate	seasonality.	For	example	He	et	al.	(2007)	documented	a	seasonal	
effect	on	both	groups	of	ammonia	oxidizers,	with	higher	gene	copy	numbers	in	summer	than	in	winter	
in	a	Chinese	upland	red	soil.	
Overall,	AOA	have	been	found	to	be	more	abundant	than	AOB	in	most	temperate	soils	(Prosser	and	
Nicol	2012;	Sterngren	et	al.,	2015).	In	tropical	soils,	 it	has	been	suggested	that	AOA	also	tend	to	be	
more	abundant	than	AOB	(De	Gannes	et	al.,	2014;	Hai	et	al.,	2009;	Han	et	al.,	2018;	Muema	et	al.,	
2016;	Musyoki	et	al.,	2016).	However,	there	is,	so	far,	no	general	consensus	on	the	relative	abundance	
of	 AOA	 and	 AOB	 in	 tropical	 soils,	 especially	 in	 savannas,	 due	 to	 the	 very	 low	 number	 of	 studies	
documenting	nitrification	in	these	ecosystems.	In	tropical	savanna	soils,	few	studies	reported	that	AOA	
are	 more	 abundant	 than	 AOB	 (Assémien	 et	 al.,	 2017;	 Catão	 et	 al.,	 2017;	 Rughöft	 et	 al.,	 2016;	
Srikanthasamy	et	al.,	2018).	However,	the	relative	influence	of	AOA	and	AOB	on	nitrification	in	savanna	
soils	has	been	determined	once	in	Brazilian	Cerrados	and	never	in	Africa	though	this	ecosystem	covers	
12–13%	of	global	terrestrial	surfaces	(Rutten	et	al.	2016).		
Soil	nitrification	also	depends	on	plant	cover	and	its	characteristics.	Some	species	of	African	savanna	
tussock	grasses	such	as	Hyparrhenia	diplandra	(Lata	et	al.,	1999,	2000,	2004),	the	dominant	grasses	of	
Lamto	savanna	in	Ivory	Coast	(Srikanthasamy	et	al.,	2018),	and	Brachiaria	humidicola	(Subbarao	et	al.,	
2009)	have	been	shown	to	 inhibit	nitrification.	Their	 roots	exudate	biological	nitrification	 inhibitors	
such	as	brachialactone	or	methyl	3-(4-hydroxyphenyl)	propionate	(Subbarao	et	al.,	2009;	Zakir	et	al.,	
2008).	These	molecules	can	block	totally	or	partially	nitrification	by	inhibiting	the	AMO	and/or	HAO	
enzyme	(Coskun	et	al.,	2017a;	Subbarao	et	al.,	2012)	through	a	process	called	Biological	Nitrification	
Inhibition	(BNI).	While	it	has	been	clearly	shown	that	BNI	molecules	do	inhibit	nitrification	by	bacteria	
(e.g.	 Subbarao	et	 al.,	 2009),	 it	 is	 not	 known	whether	 they	 can	also	 inhibit	 nitrification	by	 archaea.	
Moreover,	the	impact	of	these	molecules	on	bacterial	and	archaeal	metabolisms	is	likely	to	influence	
their	competitive	abilities	and	subsequently	their	abundances.	Subbarao	et	al.	(2009)	demonstrated	in	
a	field	experiment	that	BNI	grasses	decrease	the	abundance	of	both	archaeal	and	bacterial	nitrifiers.		
Srikanthasamy	et	al.	 (2018)	reported	that	 in	the	Lamto	savanna	(Ivory	Coast)	nitrification	rate	 is	72	
times	 higher	 under	 dominant	 tree	 species	 than	 under	 dominant	 grass	 species.	 This	 led	 to	 the	
hypothesize	that	nitrification	is	stimulated	by	trees.	Nevertheless,	this	remains	to	be	fully	tested,	which	
we	achieve	in	the	present	study	comparing	nitrification	enzymatic	activities	and	nitrifier	communities	
between	the	dominant	tree	species,	the	dominant	grass	species	and	patches	of	bare	soil	deprived	of	
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vegetation.	Indeed,	these	patches	are	not	influenced	by	living	root	systems,	inputs	of	root	exudates	or	
leaf	litter,	and	can	therefore	serve	as	reference.	Furthermore,	nitrifiers	were	shown	using	DNA	to	be	
more	abundant	under	trees	than	under	grasses	with	a	higher	proportion	of	AOA	under	trees	that	under	
grasses	(Srikanthasamy	et	al.,	2018).	This	led	to	the	hypothesis	that	AOA	are	mostly	responsible	for	
nitrification	 in	 Lamto	 savanna.	 To	 further	 test	 this	 hypothesis,	we	 here	 quantified	amoA-AOA	 and	
amoA-AOB	transcripts.	
Finally,	Lamto	savanna,	as	all	tropical	savannas,	experiences	dry	and	humid	seasons.	During	the	dry	
season,	soils	are	much	drier	than	during	the	humid	season	and	grasses	stop	growing	and	most	of	their	
leaves	dry	out.	Thus,	grasses	likely	produce	much	less	root	exudates	during	the	dry	season	than	during	
the	 wet	 season,	 which	 could	 decrease	 grass	 capability	 to	 inhibit	 nitrification.	 This	 could	 change	
nitrification	activities	under	grasses	during	the	dry	season,	the	abundance	of	archaeal	and	bacterial	
nitrifiers	 and	 their	 relative	 influence	 on	 nitrification.	 Seasonality	 should	 also	 impact	 the	 total	
abundances	of	archaeal,	bacterial	and	fungal.	
We	tested	for	the	first	time	all	these	hypotheses	in	Lamto	savanna	comparing	soil	sampled	during	the	
dry	and	wet	seasons.	We	quantified	some	soil	physico-chemical	characteristics	(moisture,	carbon	(C)	
and	 N	 concentrations),	 the	 archaeal,	 bacterial	 and	 fungal	 abundances	 (total	 number	 of	 copies	 of	
16S/18S	 rRNA)	 and	 transcriptional	 activities	 (as	 assessed	 by	 the	 total	 abundance	 of	 16S/18S	
transcripts),	 the	 abundances	 and	 transcriptional	 activities	 of	 archaeal	 and	 bacterial	 nitrifiers,	 and	
nitrification	enzymatic	activities.	Taken	together	we	aimed	at	answering	the	following	questions:	(1)	
Can	 trees	 stimulate	 nitrification?	 (2)	 What	 is	 the	 relative	 influence	 of	 archaeal	 and	 bacterial	 on	
nitrification?	 (3)	 What	 is	 the	 influence	 of	 seasonality	 on	 total	 microbial	 communities,	 nitrifier	
communities	and	their	activities	and	plant	capacity	to	inhibit	or	stimulate	nitrification?	
	
4.3.3	Material	and	methods	
4.3.3.1.	Study	sites	
	
The	Lamto	reserve	is	located	in	Ivory	Coast,	West	Africa	(6°13ʹN,	5°20ʹW).	The	vegetation	is	a	mosaic	
of	 savannas	 with	 various	 tree	 densities,	 and	 gallery	 forests.	 Temperatures	 are	 relatively	 constant	
throughout	the	year	(27	°C	on	average).	Four	seasons	can	be	distinguished:	(i)	a	long	dry	season	from	
December	to	February;	(ii)	a	long	wet	season	from	March	to	July;	(iii)	a	short	dry	season	in	August;	(iv)	
a	short	wet	season	from	September	to	November.	Annual	precipitation	in	2017	was	1100.5	mm	(data	
from	the	Geophysical	Station	of	Lamto).	Soils	are	derived	from	granites	and	the	resulting	sands	and	
classified	as	tropical	ferrugineous	soils	with	a	superficial	gravelly	horizon.	They	are	sandy	(ca.	sands	
77%;	silts	14%;	clays	9%)	and	with	a	bulk	density	of	ca.	1.65	(Lata	et	al.,	1999).	
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4.3.3.2.	Soil	sampling	
	
In	Lamto	savanna,	grasses	are	perennial	and	their	individuals	form	large	tussocks	separated	by	at	least	
20	cm	of	bare	soil.	Trees	grow	separately	or	in	clumps	but	clumps	were	avoided	for	the	sampling.	We	
therefore	focused	on	rhizospheric	soil	directly	sampled	in	the	rhizosphere	of	identified	grass	and	tree	
individuals.	Soil	was	sampled	during	two	contrasted	seasons	(hereafter	“season”)	during	the	long	dry	
(in	 January	2017,	97.7	mm	of	precipitation,	hereafter	D)	and	 long	wet	 (in	May	2017,	240.1	mm	of	
precipitation,	hereafter	W)	seasons	and	under	 three	 types	of	vegetation	cover	 (hereafter	“cover”):	
under	 the	 tussocks	 of	 the	 dominant	 BNI	 grass	Hyparrhenia	 diplandra	 (hereafter	 GRA),	 under	 the	
canopy	of	the	dominant	tree	Crossopteryx	febrifuga	(hereafter	TRE)	and	in	bare	soil	patches	(2	m	x	2	
m,	soil	without	vegetation	weeded	for	one	year	before	sampling,	hereafter	BS).	
Soil	sampling	below	trees	was	achieved	in	patches	of	bare	soil	between	grass	tussocks	(that	are	less	
abundant	under	tree	canopy).	Grass	tussocks	were	chosen	to	have	similar	basal	diameter	(ca.	15.7	cm)	
and	trees	were	selected	to	have	similar	diameter	at	breast	height	(ca.	22.5	cm).	The	choice	of	plant	
individuals	 was	 made	 randomly	 on	 a	 surface	 of	 ca.	 10	 ha	 of	 shrub	 savanna	 and	 local	 sources	 of	
heterogeneity	(termite	mounds,	small	depressions,	rocks)	were	avoided.	For	each	of	the	two	species,	
five	replicated	soil	samples	(about	1	kg)	were	collected	from	the	top	15	cm	with	an	auger	(8	cm	in	
diameter).	Around	10	g	of	each	sample	was	placed	in	cryotubes	and	directly	fixed	in	liquid	N	in	the	
fields.	The	rest	of	soil	samples	was	stored	at	4	°C	for	a	very	short	period	during	transport	to	the	field	
station.	These	samples	were	subsequently	sieved	(2	mm),	homogenised	and	200	g	of	soil	were	stored	
at	 -20	 °C	 for	molecular	biology	analyses	and	 the	measurements	of	nitrifying	enzyme	activities.	The	
remaining	 soil	 was	 immediately	 air-dried	 in	 the	 shade	 and	 stored	 at	 ambient	 temperature	 for	
physicochemical	analyses.	Roots	were	collected	from	all	soil	samples	through	dry	sieving.	Fine	root	
densities	varied	between	2.06	and	9.08	g	dry	root	dm
-3
	dry	soil	under	grass,	between	0.89	and	2.06	g	
dry	root	dm
-3
	dry	soil	under	trees,	and	between	0	and	0.30	g	dry	root	dm
-3
	dry	soil	under	bare	soil.	The	
aboveground	biomass	 of	 each	 grass	 tussock	was	 collected	 and	dried	 at	 50°C	before	weighing.	 Soil	
moisture	 was	 measured	 in	 the	 field	 before	 sampling	 with	 a	 ThetaProbe	 ML3	 (Delta-T	 Devices)	
previously	calibrated	on	oven-dried	soils.	
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4.3.3.3	Microbial	abundances	and	activities	
4.3.3.3.1	Total	nucleic	acids	extraction	
	
Total	ribonucleic	acids	were	extracted	from	4	g	of	soil	(wet	weight)	with	the	RNA	PowerSoil®	Total	RNA	
Isolation	Kit	from	MO	BIO	Laboratories,	in	combination	with	the	FastPrep	FP120	bead	beating	system	
(Bio-101,	Inc.,	Ca,	USA)	according	to	the	manufacturer’s	instructions.	DNase	treatment	was	performed	
using	the	Ambion®	TURBO	DNA-freeTM	DNase	Treatment	and	Removal	Reagents	protocol,	and	the	
absence	of	contaminant	DNA	was	checked	on	agarose	gel.	RNA	was	quantified	using	the	Qubit™	RNA	
HS	Assay	Kit.	All	RNA	samples	were	normalized	to	a	similar	concentration	(about	8	ng/µl)	before	the	
reverse	transcription	step.	The	reverse	transcription	was	achieved	using	SuperScript®	III	First-Strand	
Synthesis	System	for	RT-PCR	from	Invitrogen.	Before	being	analysed,	all	extracted	RNA	samples	were	
stored	at	-80°C	and	cDNA	samples	were	stored	at	-20°C.	
Total	desoxynucleic	acids	were	extracted	from	0.5	g	of	soil	(wet	weight)	with	a	Bio-101	FastDNA	Spin	
kit	in	combination	with	the	FastPrep	FP120	bead	beating	system	(Bio-101,	Inc.,	CA,	USA)	according	to	
the	manufacturer’s	 instructions.	 Bulk	 total	 DNA	was	 purified	 by	 elution	 through	 Geneclean	 Turbo	
columns	(MP	Biomedicals,	CA,	USA)	according	to	the	manufacturer’s	instructions.	DNA	was	quantified	
using	the	Qubit™	dsDNA	HS	Assay	Kit.	All	extracted	DNA	samples	were	stored	at	-20°C	before	being	
analysed.	
	
4.3.3.3.2.	Real-time	PCR	quantification	
	
The	 abundances	 of	 total	 bacterial	 (16S	 rRNA),	 total	 archaeal	 (16S	 rRNA),	 total	 fungal	 (18S	 rRNA),	
archaeal	(amoA-AOA)	and	bacterial	nitrifiers	(amoA-AOB)	were	determined	by	Real-Time	PCR	(CFX96	
Real-Time	System,	Bio-Rad,	France)	with	specific	primers	set	(Table	S1).	Quantification	was	based	on	
the	increasing	fluorescence	intensity	of	the	SYBR	Green	dye	during	amplification.	The	real-time	PCR	
assay	was	carried	out	in	a	20	µL	reaction	volume	containing	SoAdvanced	SYBRGreen	Supermix	(2X,	Bio-
Rad)	and	1.25	µL	of	Bovine	Albumine	Serum	(2	mg	mL
-1
).	Two	independent	quantitative	PCR	assays	
were	performed	for	each	gene	to	test	repeatability	(Table	S1).	Standard	curves	were	obtained	using	
serial	 dilutions	 of	 linearized	plasmids	 containing	 the	 studied	 genes.	Average	PCR	efficiency	 for	 the	
different	assays	was	of	91.7%,	95.2%,	85.2%,	84.1%	and	91.8%	for	archaeal	16S	rRNA,	bacterial	16S	
rRNA,	fungal	18S	rRNA,	amoA-AOA,	amoA-AOB	gene	respectively.	Melting	curves	were	analysed	using	
the	Dissociation	Curve	Analysis	Software	(Applied	Biosystems).	Results	were	expressed	as	genes	copy	
numbers	per	gram	of	dry	soil.	
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4.3.3.4.	Nitrifying	enzyme	activities	
	
Potential	 nitrification	 rates	 were	 measured	 through	 Nitrifying	 Enzyme	 Activity	 (NEA)	 assays	 that	
correspond	 to	 short-term	 laboratory	 incubations	 under	 non-limiting	 conditions.	 This	 approach	
dampens	short-term	variations	 induced	 in	 the	 field	by	climate	or	other	environmental	 factors,	and	
allow	detecting	very	low	rates	of	nitrification	and	leads	to	robust	results	(Attard	et	al.,	2011;	Lata	et	
al.,	 1999).	 Frozen	 soil	 samples	were	 placed	 at	 ambient	 room	 temperature	 for	 2	 hours	 before	 the	
analyses.	NEA	was	measured	according	to	Dassonville	et	al.	(2011)	as	the	linear	rate	of	production	of	
nitrate	during	a	72	h-incubation.	Sub-samples	of	fresh	soil	(3	g	equivalent	dry	soil)	were	incubated	with	
6	ml	of	a	solution	of	(NH4)2SO4	(22	μg	N-NH4
+	
g
-1
	dry	soil).	Distilled	water	was	added	in	each	sample	to	
reach	24	ml	of	total	liquid	volume	in	flasks.	Soil	nitrate	content	was	measured	after	5,	24,	48	and	72	
hours	during	the	aerobic	incubation	at	70%	water	holding	capacity	and	under	constant	agitation	(180	
rpm)	by	ion	chromatography	(DX120,	Dionex,	Salt	Lake	City,	USA).	
	
4.3.3.5.	Physicochemical	soil	characteristics	
	
Soil	 pH	 was	 measured	 in	 water	 (5:1	 v/v	 water:soil)	 with	 a	 pH	 meter	 (Thermo	 Scientific	
Orion™	Star	A211,	and	Orion	PerpHect	Ross	Comb.	Micro	pH)	according	to	the	NF	ISO	10390	standard.	
Mineral	N	was	extracted	from	2	g	frozen	soil	by	adding	2	M	KCl	solution	(soil:solution	=	1:4).	Nitrate	
was	reduced	to	nitrite,	and	then	nitrite	and	ammonium	concentrations	(expressed	as	mg	N-NO3
-
	and	
N-NH4
+
	g
-1
	dry	soil)	were	measured	with	a	continuous-flow	N	analyzer	(SKALAR,	San	Plus	System,	Breda,	
the	Netherlands).	Soil	total	C	and	N	contents	(expressed	as	%)	were	measured	using	a	CHN	Elemental	
Analyzer	(FlashEA	1112	Series,	Thermo	Electron	Corporation,	Netherlands)	after	grinding	at	10	µm.	
	
4.3.3.6.	Statistical	analysis	
	
All	statistical	analyses	were	performed	using	R	software	(R	Core	Team	2016).	All	measured	variables	
were	analysed	using	an	ANOVA.	In	case	of	a	significant	effect	of	the	interaction	between	vegetation	
cover	and	season,	we	compared	all	combinations	of	the	two	treatment	modalities	using	post-hoc	tests	
(Tukey	Honestly	Significant	Difference	test).	When	the	interaction	was	non-significant,	we	compared	
the	modalities	of	the	significant	simple	factors	with	the	same	post-hoc	tests	(Tukey	Honestly	Significant	
Difference	test).	We	tested	the	relation	between	NEA	and	the	abundances	of	nitrifier	communities	
(DNA	and	transcripts)	using	linear	regressions.	The	normality	and	homoscedasticity	of	the	residuals	of	
all	 linear	 models	 were	 tested	 with	 Shapiro-Wilk	 and	 Bartlett	 tests,	 respectively.	 Data	 was	 log-
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transformed,	 or	 square-transformed	 or	 boxcox-transformed	 in	 case	 of	 significant	 deviation	 from	
normality	 and	 homoscedasticity.	 For	 all	 tests,	 the	 null	 hypothesis	 was	 rejected	 for	 p	 <	 0.05	 and	
significance	is	represented	as	follows:	***	when	p	<	0.001;	**	for	0.001	<	p	<	0.01;	*	when	0.01	<	p	<	
0.05.	
	
4.3.4	Results	
4.3.4.1.	Soil	physical	and	chemical	characteristics	
	
Soil	pH	was	affected	by	the	cover	and	the	season	(Table	4-1).	It	was	slightly	higher	under	tree	(TRE)	
(6.926±0.152)	than	under	grass	(GRA)	(6.754±0.181)	and	bare	soil	 (BS)	 (6.705±0.104;	p<	0.01).	GRA	
and	BS	had	similar	pH.	The	pH	was	higher	during	the	wet	(W	-	6.858±0.161)	than	during	the	dry	(D	-	
6.732±0.166)	 season.	The	 soil	water	 content	 (SWC)	was	affected	by	 the	 cover,	 the	 season	and	 the	
interaction	 between	 the	 two	 (Table	 4-1).	 SWC	 was	 higher	 for	 BS-W	 (20.56±1.17%)	 than	 for	 BS-D	
(15.66±2.46%;	p=0.02527),	was	higher	 for	GRA-W	 (17.94±3.30%)	 than	 for	GRA-D	 (12.18±2.75%;	p<	
0.01)	 and	 there	 was	 no	 difference	 between	 the	 SWC	 of	 TRE-W	 (17.26±1.89%)	 and	 TRE-D	
(16.56±1.32%).	Finally,	SWC	was	higher	for	BS-W	than	for	GRA-D	(p<	0.001)	and	higher	for	TRE-W	than	
for	GRA-D	(p<	0.05).	
The	N-NH4
+
	content	was	affected	by	the	cover	(Table	4-1).	and	the	interaction	between	the	cover	and	
the	season.	It	was	higher	for	TRE-W	(0.008±0.001	mg	g
-1
	dry	soil)	than	for	GRA-W	(0.006±0.001	mg	g
-1
	
dry	soil;	p<	0.01)	and	BS-W	(0.004±0.001	mg	g
-1
	dry	soil;	p<	0.001).	It	was	also	higher	for	GRA-W	than	
for	BS-W	(p<	0.05),	higher	for	GRA-D	(0.006±0.001	mg	g
-1
	dry	soil)	than	for	BS-W	(p<	0.01),	higher	for	
TRE-D	(0.006±0.001	mg	g
-1
	dry	soil)	than	for	BS-W	(p<	0.01)	and	higher	for	TRE-W	than	for	GRA-D	(p<	
0.05)	and	BS-D	(0.006±0.001	mg	g
-1
	dry	soil;	p<	0.001).	The	N-NO3
-	
content	was	only	affected	by	the	
season	 and
-	
was	 lower	 during	 the	 wet	 (W	 -	 0.0117±0.0010	mg	 g
-1
	 dry	 soil)	 than	 dry	 season.	 (D	 -	
0.0125±0.0004	mg	g
-1
	dry	soil).		
The	 total	N	 content	was	 affected	 by	 the	 cover	 and	 the	 season	 (Table	 1).	 It	was	 higher	 under	 TRE	
(0.069±0.010%)	 than	 under	 BS	 (0.050±0.010%;	 p=0.00232).	 It	 was	 not	 different	 between	 GRA	
(0.061±0.014%)	and	BS	and	between	GRA	and	TRE.	The	total	N	content	was	higher	during	the	dry	(D	-	
0.064±0.011%)	than	the	wet	(W	-	0.056±0.015%)	season.	The	total	C	content	was	affected	by	the	cover	
and	was	higher	under	GRA	(1.018±0.101%)	and	TRE	(1.019±0.118%)	than	under	BS	(0.807±0.101%;	p=	
0.0131;	p<	0.05),	and	there	was	no	difference	between	GRA	and	TRE	contents.	
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Tableau	4-1:	Results	of	ANOVAs	analysing	soil	physico-chemical	characteristics	as	a	function	of	the	vegetation	
cover,	the	season	and	the	interaction	between	the	two.	
	
Variable	 	 Transformation	 df	 Anova	
NEA	
Cover	
square	root	
	
2	 <0.001	
Season	 1	 <0.08	
Cover*Season	 2	 <0.01	
NO3-	
Cover	 Boxcox	
transformation	
λ=	2	
	
2	 0.521	
Season	 1	 <0.01	
Cover*Season	 2	 -	
NH4+	
Cover	 	
-	
	
2	 <0.001	
Season	 1	 0.665	
Cover*Season	 2	 <0.001	
Water	
content	
Cover	 	
-	
	
2	 <0.05	
Season	 1	 <0.001	
Cover*Season	 2	 <0.05	
pH	
Cover	 	
square	root	
	
2	 <0.01	
Season	 1	 <0.05	
Cover*Season	 2	 -	
N	tot	
Cover	
-	
2	 <0.01	
Season	 1	 <0.05	
Cover*Season	 2	 -	
C	tot	
Cover	
-	
2	 <0.01	
Season	 1	 0.645	
Cover*Season	 2	 -	
	
	
4.3.4.2.	Nitrifying	enzyme	activities	
	
The	nitrifying	enzyme	activities	(NEA)	were	affected	by	the	cover	(Figure	4-3	and	Table	4-1).	NEA	were	
22	time	higher	for	TRE	(0.045±0.034	µg	N-(NO3
-
	+	NO2
-
)	h
-1
	g
-1	
dry	soil)	than	for	GRA	(0.002±0.005	µg	
N-(NO3
-
	+	NO2
-
)	h
-1
	g
-1	
dry	soil;	p<	0.001)	and	4	time	higher	than	BS	(0.012±0.005	µg	N-(NO3
-
	+	NO2
-
)	h
-1
	
g
-1	
dry	soil;	p<	0.01;	Figure.4-1).	NEA	were	five	time	higher	for	BS	than	for	GRA	(p<	0.01).	
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Figure	 4-3:	 Nitrifying	 enzyme	 activities	 according	 to	 the	 cover:	 bare	 soil	 (BS),	 grass	 species	 Hyparrhenia	
diplandra	 (GRA)	 and	 tree	 species	 Crossopteryx	 febrifuga	 (TRE).	 Means	 and	 SEs	 were	 calculated	 from	 ten	
replicates,	small	letters	indicate	statistical	difference	between	cover	(p<0.05).	
	
4.3.4.3.	Total	microbial	abundances	and	gene	transcriptional	activities	
	
The	total	archaeal	abundance	was	affected	by	the	interaction	between	the	cover	and	the	season	(Table	
4-2).	It	was	higher	for	BS-D	(3.00±0.61×10
9
	copies	g
-1
	dry	soil)	than	for	BS-W	(1.33±0.10×10
9
	copies	g
-1
	
dry	soil,	p<	0.05;	Figure	4-4a).	It	was	not	different	between	GRA-D	(2.38±0.61×10
9
	copies	g
-1
	dry	soil)	
and	GRA-W	(3.02±0.78×10
9
	copies	g
-1
	dry	soil)	and	between	TRE-D	(2.40±0.12	×10
9
	copies	g
-1
	dry	soil)	
and	TRE-W	(3.04±0.78×10
9
	copies	g
-1
	dry	soil).	The	total	archaeal	abundance	was	higher	for	GRA-W	(p<	
0.05)	and	TRE-W	(p<	0.05)	than	for	BS-W.	The	total	archaeal	transcripts	were	affected	by	the	season	
(p<	0.05;	Figure	4-4b).	They	were	higher	during	the	dry	(1.19±0.62×10
10
	copies	g
-1
	dry	soil)	than	during	
the	wet	(6.51±6.32×10
9
	copies	g
-1
	dry	soil)	season.	
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Tableau	4-2:	Results	of	ANOVAs	analysing	the	abundance	of	total	microbial	communities	and	the	abundance	
of	nitrifying	communities	as	a	function	of	the	vegetation	cover,	the	season	and	the	interaction	between	the	
two.	
Variable	 	 Transformation	 Df	 Anova	
Total	 archaeal	
(16S	rRNA)	
Cover	
-	
	
	
2	 0.197	
Season	 1	 0.643	
Cover*Season	 2	 <0.01	
Total	 archaeal	
transcript	(16S	
rRNA)	
	
Cover	 -	
	
	
2	 0.073	
Season	 1	 <0.05	
Cover*Season	 2	 0.487	
Total	bacterial	
(16S	rRNA)	
Cover	 log	
	
	
2	 0.051	
Season	 1	 0.619	
Cover*Season	 2	 <0.01	
Total	bacterial	
transcript	(16S	
rRNA)	
Cover	
square	root	
	
	
2	 <0.05	
Season	 1	 <0.05	
Cover*Season	 2	 <0.05	
Total	 fungi	
transcript	(18S	
rRNA)	
Cover	 log	
	
	
2	 <0.001	
Season	 1	 0.882	
Cover*Season	 2	 -	
Total	 fungi	
transcript	(18S	
rRNA)	
Cover	 square	root	
	
	
2	 <0.01	
Season	 1	 <0.001	
Cover*Season	 2	 <0.05	
Ratio	
Bacteria/Fungi	
Cover	
log	
	
2	 <0.001	
Season	 1	 0.550	
Cover*Season	 2	 -	
Ratio	
transcript	
Bacteria.Fungi	
Cover	 	
log	
	
2	 <0.05	
Season	 1	 <0.001	
Cover*Season	 2	 -	
	
The	 total	 bacterial	 abundance	was	 affected	 by	 the	 interaction	 between	 the	 cover	 and	 the	 season	
(Table	 4-2).	 It	 was	 not	 different	 between	 BS-D	 (1.81±0.45×10
9
	 copies	 g
-1
	 dry	 soil)	 and	 BS-W	
(8.56±1.48×10
8
	copies	g
-1
	dry	soil),	and	between	GRA-D	(1.71±0.43×10
9
	copies	g
-1
	dry	soil)	and	GRA-W	
(2.08±0.63×10
9
	copies	g
-1
	dry	soil),	and	finally	between	TRE-D	(1.76±0.92×10
9
	copies	g
-1
	dry	soil)	and	
TRE-W	(2.11±0.46×10
9
	copies	g
-1
	dry	soil).	It	was	higher	for	GRA-W	(p<	0.05)	and	TRE-W	(p<	0.05)	than	
for	BS-W	(Figure	4-4c).	The	total	bacterial	 transcripts	(Figure	4-4d)	were	affected	by	the	cover,	the	
season	and	the	interaction	between	the	two.	They	were	higher	for	TRE-W	(1.92±1.27×10
10
	copies	g
-1
	
dry	soil)	than	for	TRE-D	(3.58±1.91×10
9
	copies	g
-1
	dry	soil;	p<	0.05),	BS-D	(2.97±0.84×10
9
	copies	g
-1
	dry	
soil;	p<	0.05),	BS-W	(1.85±1.96×10
9
	copies	g-1	dry	soil;	p<	0.01)	and	GRA-D	(3.78±2.15×109	copies	g-1	
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dry	soil;	p<	0.05).	No	difference	was	observed	between	GRA-W	(1.20±	0.97×10
10
	copies	g
-1
	dry	soil)	and	
TRE-W.	
	
Figure	4-4:	Abundances	(left)	and	transcript	(right)	of	archaeal	(a,b)	,	bacterial	(c,d)	and	fungi	(e,f)	according	to	
the	 cover	 and	 the	 season:	 bare	 soil	 (BS),	 grass	 species	 Hyparrhenia	 diplandra	 (GRA)	 and	 tree	 species	
Crossopteryx	febrifuga	(TRE),	dry	season	(D,	in	with)	and	wet	season	(W	in	grey).	Means	and	SEs	were	calculated	
from	five	replicates	for	the	interaction	effect,	ten	replicates	for	the	cover	effect	and	with	fifteen	replicates	for	
the	seasonal	effect;	small	letters	indicate	statistical	difference	between	cover	(p<0.05).	
	
The	total	fungal	abundance	(Table	4-2)	was	higher	for	GRA	(9.04±7.18×10
8
	copies	g
-1
	dry	soil;	p<0.001;	
Figure	4-4e)	and	TRE	(1.18±1.58×10
9
	copies	g
-1
	dry	soil;	p<	0.001)	than	for	BS	(1.50±0.56×10
8
	copies	g
-
1
	dry	soil).	No	difference	was	observed	between	GRA	and	TRE.	The	total	fungal	transcripts	(Figure4-2f)	
were	affected	by	the	cover,	the	season	and	the	interaction	between	the	two.	They	were	not	different	
between	BS-D	(1.79±1.82×10
7
	copies	g
-1
	dry	soil)	and	BS-W	(1.52±1.12×10
8
	copies	g
-1
	dry	soil).	They	
were	higher	for	GRA-W	(5.66±6.06×10
9
	copies	g
-1
	dry	soil)	than	for	GRA-D	(0.92±1.86×10
8
	copies	g
-1
	
dry	 soil;	 p<	 0.05),	 and	were	 higher	 for	 TRE-W	 (6.83±	 6.28	 ×10
9
	 copies	 g
-1
	 dry	 soil)	 than	 for	 TRE-D	
(3.68±5.36×10
8
	copies	g
-1
	dry	soil;	p<	0.01).	The	total	 fungal	 transcripts	were	higher	 for	GRA-W	(p<	
0.05)	and	TRE-W	(p<	0.01)	than	for	BS-W	and	were	not	different	between	TRE-W	and	GRA-W.	
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4.3.4.4.	Nitrifier	abundances	and	gene	transcriptional	activities	
	
The	archaeal	amoA-AOA	gene	abundance	was	affected	by	the	cover	and	the	season	(Table	4-3).	It	was	
about	200	times	higher	under	TRE	(1.98±1.40×10
6
	copies	g
-1
	dry	soil)	than	under	GRA	(0.90±1.28×10
4
	
copies	g
-1
	dry	soil;	p<	0.001;	Figure	4-5a).	 It	was	higher	under	BS	(1.18±0.63×10
6
	copies	g
-1
	dry	soil)	
than	under	GRA	(p<	0.001).	The	amoA-AOA	gene	abundance	was	not	different	between	TRE-W	and	
BS.	It	was	about	2	times	higher	during	the	wet	(1.38±1.38×10
6
	copies	g
-1
	dry	soil)	than	during	the	dry	
season	(7.87±8.46×10
5
	copies	g
-1
	dry	soil;	Figure	4-5b).	The	archaeal	amoA-AOA	transcripts	(Figure	4-
5.c)	were	about	6	times	higher	during	the	dry	(0.81±1.28×10
5
	copies	g
-1
	dry	soil)	than	during	the	wet	
season	(1.28±1.28×10
4
	copies	g
-1
	dry	soil).		
	
Figure	4-5:	Abundances	(a,b)	and	transcript	(c)	of	archaeal-AOA	amoA	genes	according	to	the	cover	and	the	
season:	 bare	 soil	 (BS),	 grass	 species	Hyparrhenia	 diplandra	 (GRA)	 and	 tree	 species	Crossopteryx	 febrifuga	
(TRE),	dry	season	(D,	in	with)	and	wet	season	(W	in	grey).	Means	and	SEs	were	calculated	from	five	replicates	
for	the	interaction,	ten	replicates	for	the	cover	effect	and	with	fifteen	replicates	for	the	seasonal	effect,	small	
letters	indicate	statistical	difference	between	cover	(p<0.05).	
	
The	bacterial	amoA-AOB	gene	abundance	was	affected	by	the	cover,	the	season	and	the	interaction	
between	the	two	(Table	4-3).	It	was	not	different	between	BS-D	(6.31±6.32×10
5
	copies	g
-1
	dry	soil)	and	
BS-W	(3.26±3.17×10
5
	copies	g
-1
	dry	soil).	It	was	7	times	higher	for	GRA-W	(1.26±0.92×10
6
	copies	g
-1
	dry	
soil)	than	for	GRA-D	(1.62±0.95×10
5
	copies	g
-1
	dry	soil;	p<	0.01;	Figure	4-6)	and	5	times	higher	for	TRE-
W	(1.72±0.38	×10
6
	copies	g
-1
	dry	soil)	than	for	TRE-D	(3.44±0.83×10
5
	copies	g
-1
	dry	soil;	p<	0.01).	It	was	
higher	for	GRA-W	(p<	0.05)	and	TRE-W	(p<	0.01)	than	for	BS-W	(3.26±3.17×10
5	
copies	g
-1
	dry	soil).	The	
bacterial	amoA-AOB	transcripts	were	under	the	detection	limit	for	all	but	2	samples,	for	a	grass	tussock	
during	the	wet	season	(8.5×10
4
	copies	g
-1
	dry	soil)	and	for	a	bare	soil	during	the	wet	season	(3.6×10
4
	
copies	g
-1
	dry	soil).	
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Table	4-3:	Results	of	ANOVAS	analysing	the	abundance	of	transcripts	(ARN)	of	total	microbial	communities	
and	the	abundance	of	transcripts	(ARN)	of	nitrifying	communities	as	a	function	of	the	vegetation	cover,	the	
season	and	the	interaction	between	the	two	
	
Variable	 	 Transformation	 	 Anova	
AOA	
Cover	
	
square	root	
	
2	 <0.001	
Season	 1	 <0.05	
Cover*Season	 2	 -	
AOA	transcript	
Cover	 square	root	
	
	
2	 0.339	
Season	 1	 <0.01	
Cover*Season	 2	 -	
AOB	
Cover	 square	root	
	
	
2	 <0.05	
Season	 1	 <0.001	
Cover*Season	 2	 <0.01	
Ratio	 AOA	 :	
(AOA+AOB)	
Cover	 log	
	
	
2	 <0.001	
Season	 1	 0.993	
Cover*Season	 2	 -	
AOA	-Archaea	
Cover	
-	
	
2	 <0.001	
Season	 1	 <0.01	
Cover*Season	 2	 -	
Ratio	 AOA	
ttranscript.Archaea	
Cover	 	
-	
	
2	 0.345	
Season	 1	 0.382	
Cover*Season	 2	 -	
AOB	-Bacateria	
Cover	 -	
	
	
2	 0.532	
Season	 1	 <0.01	
Cover*Season	 2	 -	
	
The	DNA	ratio	AOA:(AOA+AOB)	(p<	0.001;	Table	4-3)	was	affected	by	the	cover.	It	was	higher	under	
TRE	(0.64±0.17;	p<	0.001)	and	BS	(0.73±0.15;	p<	0.001)	than	under	GRA	(0.16±0.11),	and	no	difference	
was	observed	between	TRE	and	BS.	
	
4.3.4.5	Links	between	nitrifier	abundances	and	nitrifying	enzyme	activities	
	
Regressions	 between	NEA	 and	 nitrifier	 abundances	 and	 transcripts	were	 performed	 separately	 for	
trees,	grasses	and	bare	soils.	A	significant	positive	linear	relation	was	observed	between	NEA	and	AOA	
abundance	under	trees	(NEA=	c×amoA-AOA+d;	c=	1.576×10
-8
,	p<0.05,	d=0,	p>0.05;	R
2
	=	0.35;	Figure	4-
S1).	 No	 relation	 was	 observed	 under	 grasses	 and	 bare	 soils	 for	 AOA.	 No	 significant	 relation	 was	
observed	for	the	AOB	and	AOA	transcripts	between	NEA.		
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Figure	4-6:	Abundances	of	bacterial-AOB	amoA	genes	according	to	the	cover	and	the	season:	bare	soil	(BS),	
grass	species	Hyparrhenia	diplandra	 (GRA)	and	tree	species	Crossopteryx	 febrifuga	 (TRE),	dry	season	(D,	 in	
with)	and	wet	season	(W	in	grey).	Means	and	SEs	were	calculated	from	five	replicates	for	the	interaction	effect,	
small	letters	indicate	statistical	difference	between	cover	(p<0.05).	
	
	
4.3.4	Discussion	
4.3.4.1	Influence	of	vegetation	on	nitrification	
	
In	this	study,	the	nitrification	enzymatic	activity	(NEA)	was	significantly	lower	under	grasses	than	bare	
soil	which	confirms	that	H.	diplandra	inhibits	nitrification,	as	already	demonstrated	in	Lata	et	al.	(2000).	
Together	 with	 the	 results	 on	 the	 three	 other	 dominant	 tussock	 grasses	 of	 Lamto	 savanna	
(Srikanthasamy	et	al.,	2018)	showing	that	these	grasses	lead	to	lower	nitrification	rates	than	the	ones	
we	found	under	bare	soil,	this	confirms	that	the	dominant	grasses	of	this	savanna	inhibit	nitrification,	
i.e.	nitrification	is	decreased	by	2.7	times.	The	NEA	under	tree	canopy	was	significantly	4	times	higher	
than	 in	bare	 soil	patches.	 This	 confirms	 that	nitrification	 is	 stimulated	under	 trees.	Mordelet	et	al.	
(1993)	 showed	 that	 trees	 in	 Lamto	 savanna	 may	 have	 a	 positive	 influence	 on	 nitrification.	 Two	
complementary	mechanisms	could	explain	this	stimulation	of	nitrification.	First,	under	trees,	the	total	
C,	total	N,	and	the	availability	of	ammonium	are	higher	than	in	the	bare	soil.	This	could	favour	microbial	
activities	(such	as	mineralization)	and	in	particular	nitrifying	activities.	Second,	it	cannot	be	excluded	
that	trees	specifically	stimulate	nitrifier	communities	through	particular	root	exudates.	Indeed,	Zhang	
et	al.	(2016)	already	demonstrated	this	type	of	process	for	Picea	asperata	in	the	temperate	zone.	The	
increase,	in	the	wet	season,	in	total	archaeal,	bacterial,	and	fungal	copies,	and	in	bacterial	and	fungal	
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transcripts	under	trees	in	comparison	to	bare	soil	supports	the	hypothesis	of	a	general	improvement	
of	growing	conditions	for	soil	microorganisms	under	trees.	The	increase	under	trees	in	comparison	of	
bare	soils	in	the	abundance	of	bacterial	amoA	genes	could	be	the	result	of	both	a	general	improvement	
of	conditions	for	bacteria	under	trees	and/or	a	specific	stimulation	of	nitrifier	communities.	However,	
the	ratios	of	AOA/total	archaeal	and	AOB/total	bacterial	(Table	S2)	were	not	higher	under	trees	than	
in	the	bare	soil	patches,	which	supports	the	hypothesis	of	a	general	improvement	of	growth	conditions	
for	microorganisms	and	not	of	a	specific	stimulation	of	nitrifiers.	
	
4.3.4.2	Relative	influence	of	archaea	and	bacteria	on	nitrification		
	
As	in	many	ecosystems	(Di	et	al.,	2010;	Hirsch	and	Mauchline,	2012;	Vasileiadis	et	al.,	2012;	Xiang	et	
al.,	2017)	we	have	found	that	AOA	were	on	average	much	more	abundant	(by	37	time)	than	AOB,	but	
this	 does	not	mean	 that	AOA	are	more	 influential	 than	AOB	 for	nitrification.	However,	 our	 results	
strongly	 support	 the	 already	 formulated	 hypothesis	 (Srikanthasamy	 et	 al.,	 2018)	 that	 archaea	 are	
responsible	for	nitrification	in	Lamto	savanna:	(1)	While	bacterial	nitrifiers	were	abundant,	amoA-AOB	
transcripts	were	below	our	detection	limit	for	most	soil	samples;	(2)	While	the	abundance	of	amoA-
AOB	genes	was	high	under	both	trees	(with	high	nitrification)	and	grasses	(with	low	nitrification),	the	
abundance	of	amoA-AOA	genes	was	much	higher	under	 trees	 than	under	grasses;	 (3)	There	was	a	
linear	 positive	 relation	 between	 the	 abundance	 of	 amoA-AOA	 and	 nitrification	 under	 trees	 that	
stimulate	nitrification,	but	this	relation	was	not	significant	under	bare	soil	and	grasses	and	between	
amoA-AOB	 and	 nitrification.	 This	 likely	 means	 that	 C.	 febrifuga	 is	 able	 to	 stimulate	 archaeal	
nitrification,	probably	through	a	general	improvement	of	microbial	growth	conditions	(see	above)	and	
that	H.	diplandra	is	able	to	inhibit	archaeal	nitrification.	While	BNI	has	originally	been	demonstrated	
to	hold	for	bacterial	nitrification	(Subbarao	et	al.,	2009),	it	has	been	very	recently	suggested	to	also	
impact	archaeal	nitrification	(Nuñez	et	al.,	2018).	This	is	the	first	time	this	is	in	situ	demonstrated.	
In	the	literature,	significant	AOA	activities	have	been	found	in	acidic	soils	and	ammonium	poor	soils	in	
temperate	ecosystems	 (Nicol	 et	 al.,	 2008;	Prosser	 and	Nicol,	 2012).	 The	 low	availability	of	mineral	
nutrients	(including	ammonium)	 in	Lamto	savanna	soils	(Abbadie	and	Lata,	2006)	 is	consistent	with	
these	observations/trends.	Unfortunately,	very	few	and	only	recent	studies	have	so	far	documented	
the	 relative	 influence	 of	 archaea	 and	 bacteria	 on	 nitrification	 in	 savannas.	 In	 South	 America,	 in	 a	
Brazilian	savanna	(Cerrado)	soils,	nitrification,	the	AOA	and	AOB	abundances		have	been	found	to	be	
low,	and	AOA	predominate,	and	AOA	transcripts	were	detected	but	not	AOB(Catão	et	al.,	2017,	2016).	
However,	nitrification	is	not	constrained	in	this	savanna	by	water	or	ammonium	availability,	a	low	pH	
or	 biological	 inhibitors	 (Catão	 et	 al.,	 2017).	 In	 African	 savannas,	 some	 studies	 are	 in	 line	with	 the	
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hypothesis	 that	 AOA	 strongly	 contribute	 to	 the	 nitrification	 (Assémien	 et	 al.,	 2017;	 Rughöft	 et	 al.,	
2016).	To	confirm	the	preponderant	influence	of	archaea	on	nitrification	in	Lamto	soils,	we	could	use	
in	tree	and	grass	soils	a	specific	inhibitor	of	bacterial	nitrifying	enzymes(1-octyne)	and	acetylene	that	
inhibits	both	the	AOA	and	AOB	nitrification	enzymatic	pathway	(Hink	et	al.	2016).	Besides,	in	Lamto	
savanna,	 the	 persistence	 of	 AOB	 in	 these	 soils	 without	 any	 transcripts	 suggests	 that	 they	 are	
mixotroph,	i.e.	they	are	able	to	use	soil	organic	matter	as	a	source	of	energy	and	not	only	the	oxidation	
of	ammonium	into	nitrate.	Such	mixotrophic	growth	of	AOB	was	also	demonstrated	e.g.	by	Kouki	et	
al.	(2011)	in	Tunisia	and	in	California	by	Le	Roux	et	al.	(2016).	
	
4.3.4.3	Influence	of	seasonality	on	nitrifier	communities	and	activities	
	
In	this	study,	the	overall	total	archaeal	and	bacterial	abundances	were	relatively	seasonally	stable	but	
tended	to	increase	in	the	wet	season,	as	already	documented	by	Zhou	et	al.	(2016)	for	a	tropical	forest.	
Fungal	abundance	was	not	affected	by	the	season.	On	the	contrary,	the	total	archaeal,	bacterial,	and	
fungal	 transcripts	were	 strongly	 affected	by	 the	 season.	Archaeal	 transcripts	were	more	 abundant	
during	the	dry	season	while	it	was	the	reverse	for	bacterial	and	fungal	transcripts.	This	suggests	that	
on	the	average	bacterial	and	fungal	are	active	during	the	wet	season	while	it	is	the	reverse	for	archaea.	
This	could	be	due	to	the	higher	soil	humidity	found	during	the	wet	season	(on	the	average	1.26	times	
higher	than	during	the	dry	season),	which	fits	with	the	idea	that	archaea	are	used	to	harsh	conditions	
and	 become	 more	 competitive	 than	 bacteria	 in	 these	 conditions	 (Buée	 et	 al.,	 2009).	 This	 is	 also	
supported	by	the	higher	archaeal	rRNA:rDNA	and	the	lower	bacterial	and	fungal	rRNA:rDNA	ratios	we	
found	during	the	dry	season.	Taken	together,	this	suggests	that	bacterial	and	fungal	have	not	the	same	
strategy	to	persist	to	drought	stress	as	archaea.	Furthermore,	He	et	al.	(2008)	reported	that	bacterial	
and	fungal	diversities	are	correlated	in	a	subtropical	ecosystem,	which	supports	the	idea	that	bacterial	
and	fungal	react	 in	the	same	way	to	environmental	conditions,	and	because	fungi	are	 important	 in	
shaping	the	soil	bacterial	assemblage	in	trophic	web	interaction	(Singh	et	al.,	2008):	they	have	a	direct	
effect	of	their	mycelia	exudates	on	bacteria	assemblage	(Toljander	et	al.,	2007)	or	they	are	a	vector	for	
the	 bacterial	 migration	 (Kohlmeier	 et	 al.,	 2005).	 Furthermore,	 negative	 correlations	 between	 soil	
organic	matter	content	and	the	archaeal	abundance	were	found	by	Banning	et	al.	(2015)	and	some	
studies	reported	that	during	the	dry	season	the	organic	matter	availability	is	lower	than	during	the	wet	
season	(Chen	et	al.,	2017;	Zhalnina	et	al.,	2012).	This	can	contribute	to	explain	the	decrease	of	archaeal	
activities	during	the	wet	season.	
Taking	in	consideration	the	interaction	between	season	and	vegetation,	we	found	that	total	archaeal,	
bacterial	and	fungal	abundances	were	higher	during	the	wet	season	under	grasses	and	trees	than	bare	
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soil.	De	Araújo	et	al.	(2017)	reported	the	same	pattern	for	archaeal	and	bacterial	abundance	in	Cerrado	
soils	(Brazil).	Moreover,	bacterial	and	fungal	transcripts	were	higher	during	the	wet	season	but	only	
under	tree	and	grasses	(i.e.	not	in	the	bare	soil),	while	archaeal	transcripts	were	only	influenced	by	the	
season,	 so	 the	water	 content.	 Brandt	 et	 al.	 (2015)	 reported	 that	 in	 a	wet	 treatment,	 the	 archaeal	
abundance	was	higher	but	the	archaeal	transcript	was	lower,	which	strongly	suggests	that	bacterial	
and	fungal	depend	on	active	plants,	i.e.	plants	that	grow,	absorb	water	and	nutrients	and	release	root	
exudates,	which	is	only	during	the	wet	season	in	the	present	studied	savanna.	Our	results	can	also	be	
explained	by	the	presence	of	mycorrhizal	fungal	under	plant	which	can	favour	the	bacterial	growth	
(Bonfante	and	Anca,	2009).	Correlatively,	this	suggests	that	archaea	are	much	less	dependent	on	plants	
than	bacterial	and	fungal	(Buée	et	al.,	2009;	Prober	et	al.,	2015).		
Archaeal	and	bacterial	nitrifier	abundances	increased	during	the	wet	season	when	plants	are	active	
and	growing	in	a	much	stronger	way	than	the	total	abundances	of	archaeal	and	bacterial,	as	proved	by	
the	 ratio	 AOA/Archaea	 and	 AOB/Bacteria	 (Supplementary	 data,	 Table	 S3).	 On	 the	 contrary,	 AOA	
transcriptional	activity	was	higher	during	the	dry	than	the	wet	season.	This	could	be	explained	by	(i)	
the	change	of	redox	conditions	(Herrmann	et	al.,	2012)	because	reduced	precipitation	decreases	soil	
moisture	and	increases	aeration	and	O2	diffusion	(Chen	et	al.,	2017),	and/or	(ii)	the	lower	availability	
of	ammonium	during	the	dry	season	which	can	favour	AOA	against	AOB	(Thion	and	Prosser,	2014).	
The	 abundance	 of	 archaeal	 nitrifiers	 was	 lower	 under	 grasses,	 suggesting	 that	 BNI	 decreases	 the	
competitive	 ability	 of	 nitrifiers	 comparatively	 to	 other	 micro-organisms	 (as	 already	 suggested	 by	
Subbarao	et	al.,	2009),	and	there	abundance	increased	during	the	wet	season.	On	the	contrary,	amoA-
AOA	 transcripts	 decreased	 during	 the	 wet	 season	 and	 were	 sensitive	 to	 the	 vegetation	 cover,	 as	
already	reported	by	Herrmann	et	al.	(2012):	they	decreased	particularly	strongly	during	the	wet	season	
under	 grasses,	which	 suggests	 that	 this	 pattern	 could	be	due	 to	BNI	 activities	 (Nuñez	 et	 al.,	 2018;	
Subbarao	et	al.,	2009)	that	are	stronger	during	the	wet	season	when	plants	are	growing	and	their	roots	
release	exudates.	This	in	turn	confirms	that	BNI	likely	impacts	AMO	nitrifying	enzyme	pathway.	The	
mechanism	behind	the	inhibition	of	nitrification	is	so	far	not	fully	clear	in	the	literature	(Nuñez	et	al.,	
2018).	This	mechanism	could	potentially	be	based	on	the	inactivation	of	nitrification	enzymes,	a	down	
regulation	of	the	expression	of	nitrification	genes	or	on	a	combination	of	both.	The	fact	that	 in	our	
study	the	amoA-AOA	transcripts	decreased	during	the	wet	season	under	grasses	while	the	abundance	
of	archaeal	nitrifiers	decreased	suggests	however	that	BNI	decreases	the	transcription	of	amoA-AOA.		
	
4.3.5.	Conclusion	
We	have	proved	that,	in	Lamto	savanna,	trees	stimulate	nitrification	and	grass	inhibit	nitrification.	The	
fact	 that	 the	 subsequent	plant-soil	 feedbacks	 impose	a	 spatially	heterogeneous	N	cycle	must	have	
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important	consequences	for	the	N	budget	of	the	savanna	(Boudsocq	et	al.,	2009):	BNI	decreases	the	
availability	 of	 nitrate	 and	 subsequent	 N	 losses	 through	 denitrification	 and	 leaching	 while	 the	
stimulation	of	nitrification	should	have	the	opposite	result.	These	results	also	suggest	that	trees	absorb	
more	nitrate	that	ammonium	while	grasses	absorb	more	ammonium	than	nitrate.	As	a	consequence,	
trees	and	grasses	should	have	evolved	contrasted	preferences	for	nitrate	and	ammonium.	This	should	
be	tested	in	the	future	e.g.	under	controlled	conditions	and	using	
15
N	labelling	and	could,	in	interaction	
with	 the	 heterogeneity	 in	 nitrification,	 favour	 the	 coexistence	 of	 trees	 and	 grasses	 in	 savannas	
(Boudsocq	et	al.,	2012).	
Our	results	strongly	suggest	that	archaea	are	mostly	responsible	for	nitrification	in	Lamto	savanna	and	
that	grasses	are	able	to	inhibit	archaeal	nitrification	while	tree	stimulate	nitrification.	The	mechanisms	
leading	 to	 nitrification	 inhibition	 and	 nitrification	 stimulation	 should	 be	 further	 studied.	 Finally,	
contrary	 to	 the	 abundance	 of	 archaeal	 and	 bacterial,	 the	 abundances	 of	 archaeal	 and	 bacterial	
nitrifiers	increase	during	the	wet	season,	while	the	transcriptional	activities	of	nitrifier	gene	decrease	
during	the	wet	season	for	archaea	and	no	expression	of	this	gene	 is	detected	for	the	bacteria.	The	
absence	of	positive	correlation	between	the	abundance	of	nitrifiers	and	the	nitrification	rate	strongly	
suggests	that	nitrification	is,	at	least	in	some	periods,	facultative	for	both	bacteria	and	archaea.	This	
has	 already	 been	 suggested	 by	 Qin	 et	 al.	 (2014)	 and	 should	 be	 further	 tested	 in	 experiments	 in	
controlled	conditions.	There	are	so	far	very	few	published	results	on	nitrification	in	tropical	savannas.	
The	 robustness	 and	 the	 generality	 of	 these	 results	 should	 thus	 be	 tested	 in	 other	 savannas.	 In	
particular,	the	frequency	of	BNI	capacity	in	perennial	grasses	should	be	assessed	in	African	savannas	
and	compared	to	the	frequency	of	this	capacity	in	the	savannas	of	other	continents	(America,	Australia	
and	Asia).		
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4.3.6.	Supplementary	data	
	
Table	4-S4:	Table	S1:	Real-Time	PCR	conditions	
	
	
Starting	 DNA	
concentratio
n	(ng.µL
-1
)	
Starting	 RNA	
concentratio
n	(ng.µL
-1
)	
Efficienc
y	(%)	
qPCR	
conditions	
Primers	
Reference	
article	
Total	 archaea	
(16S	rRNA)	
0.2	and	0.02	
	
0.2	and	0.02	
91.7	
94°C-
4min/(94°C-
30	 s/57°C–
40s/72°C-
40s)*	
40cycles	
Parch519F	
Arc915R	
(Herfort	 et	
al.,	2007)	
Total	 bacteria	
(16S	rRNA)	
2.0	and	0.2	
	
0.2	and	0.02	
95.2	
95°C-
3min/(95°C-
15s/60°C–
30s/72°C-
30s)*40cycle
s	
BAC341F	
BAC515R	
(Bru	 et	 al.,	
2011)	
Total	 fungi	
(18S	rRNA)	
2.0	and	0.2	 2.0	and	0.2	 85.2	
95°C-
10min/(95°C-
15s/55°C–
30s/72°C-
30s)*40cycle
s	
FR1	
FR390	
(Vainio	and	
Hantula,	
2000)	
Nitrifying	
crenarchaeota
l	 amoA-AOA	
gene	
20	
	
8.0	
84.1	
95°C-
3min/(95°C-
15s/56°C–
30s/72°C-
30s)*35cycle
s	
crenamoA23F	
-	
crenamoA616
R	
(Tourna	 et	
al.,	2008)	
Nitrifying	
bacterial	
amoA-AOB	
gene	
20	
	
8.0	
91.8	
95°C-
3min/(95°C-
15s/55°C–
30s/72°C-
30s)*40cycle
s	
AmoA1F	
AmoA2R	
	
(Rotthauw
e	 et	 al.,	
1997)	
	
Bru,	D.,	Ramette,	A.,	Saby,	N.P.,	Dequiedt,	S.,	Ranjard,	L.,	Jolivet,	C.,	Arrouays,	D.,	Philippot,	L.,	2011.	Determinants	of	the	
distribution	 of	 nitrogen-cycling	 microbial	 communities	 at	 the	 landscape	 scale.	 Isme	 Journal	 5,	 532–542.	
doi:10.1038/ismej.2010.130	
Herfort,	L.,	Schouten,	S.,	Abbas,	B.,	Veldhuis,	M.J.W.,	Coolen,	M.J.L.,	Wuchter,	C.,	2007.	Variations	in	spatial	and	temporal	
distribution	 of	 Archaea	 in	 the	 North	 Sea	 in	 relation	 to	 environmental	 variables	 62,	 242–257.	 doi:10.1111/j.1574-
6941.2007.00397.x	
Rotthauwe,	J.H.,	Witzel,	K.P.,	Liesack,	W.,	1997.	The	ammonia	monooxygenase	structural	gene	amoa	as	a	functional	marker:	
Molecular	fine-scale	analysis	of	natural	ammonia-oxidizing	populations.	Applied	and	Environmental	Microbiology	63,	
4704–4712.	doi:10.1128/AEM.NA	
Tourna,	M.,	Freitag,	T.E.,	Nicol,	G.W.,	Prosser,	J.I.,	2008.	Growth,	activity	and	temperature	responses	of	ammonia-oxidizing	
archaea	 and	 bacteria	 in	 soil	 microcosms.	 Environmental	 Microbiology	 10,	 1357–1364.	 doi:10.1111/j.1462-
2920.2007.01563.x	
Vainio,	 E.J.,	 Hantula,	 J.,	 2000.	 Direct	 analysis	 of	 wood-inhabiting	 fungi	 using	 denaturing	 gradient	 gel	 electrophoresis	 of	
amplified	ribosomal	DNA.	Mycological	Research	104,	927–936.	doi:10.1017/S0953756200002471
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Table	4-S2:	Soil	physicochemical	characteristics.	Means	and	SE	were	calculated	on	five	replicates	
	
Season	 Situation	 Water	 content	
(%)	
NEA	
µg	N-(NO3
-
	+	NO2-)	h
-1
	g
-
1	
dry	soil	
[NO3
-
]	 (mg	 g-
1
	
dry	soil)	
[NH4
+
]	(mg	g-
1
	dry	soil)	 pH	 N	tot	(%)	 C	tot	(%)	
Dry	 BS	 15.66±2.46	 14.62±4.00×10
-3
	 12.66±0.53×10
-3
	 5.55±0.56×10
-3
	 6.69±0.11	 0.056±0.005	 0.835±0.089	
Wet	 BS	 20.56±1.17	 10.14±6.23×10
-3
	 11.17±1.53×10
-3
	 4.05±0.57×10
-3
	 6.72±0.11	 0.045±0.011	 0.779±0.115	
Dry	 GRA	 12.18±2.75	 1.92±3.38×10
-3
	 12.27±0.35×10
-3
	 6.12±1.03×10
-3
	 6.64±0.19	 0.065±0.011	 1.057±0.221	
Wet	 GRA	 17.94±3.30	 3.02±6.74×10
-3
	 11.82±0.63×10
-3
	 5.65±0.71×10
-3
	 6.87±0.07	 0.056±0.016	 0.980±0.230	
Dry	 TRE	 16.56±1.32	 21.89±16.44×10
-3
	 12.60±0.42×10
-3
	 6.41±0.70×10
-3
	 6.87±0.08	 0.072±0.010	 0.992±0.089	
Wet	 TRE	 17.26±1.89	 68.46±30.61×10
-3
	 12.06±0.61×10
-3
	 7.99±1.13×10
-3
	 6.98±0.19	 0.067±0.010	 1.046±0.147	
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Tableau	4-S3:	Abundances	and	ratios	of	total	microbial	communities	and	the	N-cycle	functional	genes.	Means	and	SE	were	calculated	on	five	replicates.	
	
Season	 Situation	 Total	 archaeal	
(16S	rRNA)	
(copies	 g
-1
	 dry	
soil)	
Total	bacterial	
(16S	 rRNA)	
(copies	 g
-1
	 dry	
soil)	
Total	 fungi	
(18S	 rRNA)	
(copies	 g
-1
	 dry	
soil)	
AOA	
(copies	 g
-1
	 dry	
soil)	
AOB	
(copies	 g
-1
	 dry	
soil)	
Ratio	
AOA/(AOA+AOB)		
Ratio	
AOA/Archaea	
Ratio	
AOB/Bacteria	
Ratio	
Bacteria/Fungi	
Dry	 BS	
3.00±0.66×10
9
	
	
1.81±0.45×10
9
	
	
1.91±0.53×10
8
	
	
1.26±0.80×10
6
	
	
6.31±6.32×10
5
	
	
0.67±0.16	
	
3.86±2.06×10
-
4
	
	
3.61±3.77×10
-
4
	
	
9.86±2.57	
	
Wet	 BS	
1.33±0.10×10
9
	
	
8.56±1.48×10
9
	
	
1.10±0.14×10
8
	
	
1.11±0.49×10
6
	
	
3.26±3,17×10
5
	
	
0.79±0.12	
	
8.56±4.16×10
-
4
	
	
4.18±4.20×10
-
4
	
	
7,77±0.97	
	
Dry	 GRA	
2.38±0.61×10
9
	
	
1.71±0.43×10
9
	
	
7.47±3.35×10
8
	
	
0.0±0.0	
	
1.62±0.95×10
5
	
	
NA	
	
0.0±0.0	
	
8.59±4.99×10
-
5
	
	
2.60±1.14	
	
Wet	 GRA	
3.02±0.78×10
9
	
	
2.08±0.63×10
9
	
	
1.06±0.99×10
9
	
	
1.80±1.28×10
5
	
	
1.26±0.92×10
6
	
	
0.16±0.11	
	
5.91±3.53×10
-
5
	
	
7.27±6.75×10
-
4
	
	
2.83±1.26	
	
Dry	 TRE	
2.40±1,16×10
9
	
	
1.76±0.92×10
9
	
	
7.19±0.35×10
9
	
	
1.10±0.83×10
6
	
	
3.44±0.83×10
5
	
	
0.69±0.17	
	
4,63±2.22×10
-
4
	
	
3.02±2.86×10
-
4
	
	
2,55±0.70	
	
Wet	 TRE	
3.04±0.78×10
9
	
	
2.11±0.46×10
9
	
	
1.65±2.23×10
9
	
	
2.86±1.32×10
6
	
	
1.72±0.38×10
6
	
	
0.59±0.16	
	
9.61±4.45×10
-
4
	
	
8.52±0.31×10
-
4
	
	
2.62±1.41	
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Tableau	4-S4:	Abundances	for	transcript	and	ratios	of	total	microbial	communities	and	the	N-cycle	functional	genes.	Means	and	SE	were	calculated	on	five	replicates.	
	
Season	 Situation	 Total	 archaeal	
(16S	rRNA)	
(copies	 g
-1
	 dry	
soil)	
Total	 bacterial	
(16S	 rRNA)	
(copies	 g
-1
	 dry	
soil)	
Total	 fungi	 (18S	
rRNA)	(copies	g
-1
	
dry	soil)	
AOA	
(copies	 g
-1
	 dry	
soil)	
AOB	
(copies	 g
-1
	 dry	
soil)	
Ratio	
AOA/Archaea	
Ratio	
Bacteria/Fungi	
Dry	 BS	 1.10±0.43×	10
10
	
	
	
2.97±0.84×	10
9
	
	
1.79±1.82×	10
7
	
	
3.34±2.32×	10
4
	
	
	
NA	
	
3.79±2.99×	10
-6
	
	
	
2.26±3.24×	10
3
	
	
	
Wet	 BS	 0.96±1.27×	10
9
	
	
1.85±1.96×	10
9
	
	
1.52±1.12×	10
8
	
	
1.22±0.42×	10
4
	
	
	
NA	
	
2,71±1.81×	10
-5
	
	
	
1.04±0.31×	10
1
	
	
	
Dry	 GRA	 1.10±0.89×	10
10
	
	
	
3.78±2.15×	10
9
	
	
0.92±1.86×	10
8
	
	
	
2.10±2.10×	10
5
	
	
	
NA	
	
4.21±9.41×	10
0
	
	
	
1.70±1.61×	10
2
	
	
Wet	 GRA	 7.27±5.83×	10
9
	
	
	
1.20±0.97×	10
10
	
	
5.66±6.06×	10
9
	
	
	
1.46±1.41×	10
4
	
	
	
NA	
	
1.73±1.25×	10
-6
	
	
	
3.15±1.74×10
0
	
	
	
Dry	 TRE	 1.42±0.50×	10
10
	
	
	
3.58±1.91×	10
9
	
	
	
3.68±5.36×	10
8
	
	
	
4.21±2.26×	10
4
	
	
	
NA	
	
3.26±2.21×	10
-6
	
	
	
2.08±3.47×	10
2
	
	
	
Wet	 TRE	 1.00±0.71×	10
10
	
	
1.92±1.27×	10
10
	
	
6.83±6.28×	10
9
	
	
	
1.16±1.86×	10
4
	
	
	
NA	
	
2.70±4.94×	10
-6
	
	
	
3.24±1.06×	10
0
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Figure	4-S1:	Correlation	between	nitrifying	enzyme	(NEA)	activities	and	amoA-AOA	(A)	nitrifying	gene	
abundances,	 according	 to	 the	 cover:	 bare	 soil	 (black),	 grass	 (red)	 and	 tree	 (green).	 the	 significant	
relationship	is	traced	
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5.1.	Introduction	au	Chapitre	5	
	
Les	 chapitres	 précédents	 ont	 permis	 de	 confirmer	 le	 fonctionnement	 différent	 des	 arbres	 et	 des	
Poacées	vise	à	du	cycle	de	l’N	qui	respectivement	stimulent	et	inhibent	la	nitrification.	L’activité	des	
micro-organismes	du	sol,	notamment	ceux	impliquées	dans	le	cycle	de	l’N,	est	fortement	impactée	par	
les	 changements	 de	 saison.	 De	 plus,	 les	 archées	 nitrifiantes	 semblent	 être	 l’acteur	 principal	 de	 la	
nitrification	dans	la	savane	de	Lamto.		
	
Ce	chapitre	a	pour	but	de	tester	un	autre	événement	majeur	de	la	vie	de	ces	savanes	en	plus	de	la	
saisonnalité,	 à	 savoir	 si	 le	 feu	 a	 un	 impact	 (ici	 à	 court	 terme)	 sur	 les	 caractéristiques	du	 sol,	 de	 la	
nitrification	et	des	micro-organismes	du	sol.	
	
Les	questions	posées	dans	ce	chapitre	sont	les	suivantes	:		
	
(1) Quel	est	l’impact	à	court	terme	du	feu	sur	les	propriétés	physico-chimiques	du	sol	?		
(2) Quel	est	l’impact	à	court	terme	du	feu	sur	l’abondance	des	microorganismes	du	sol	?	
(3) Quel	 est	 l’impact	 à	 court	 terme	 du	 feu	 sur	 les	 communautés	 nitrifiantes,	 leur	 activité	
transcriptionelle	et	leur	activité	enzymatique	de	nitrification	?	
(4) Le	feu	modifie-t-il	 l’impact	des	arbres	et	des	Poacées	sur	les	communautés	nitrifiantes	et	la	
nitrification	?	
	
5.2.	Résumé	
	
Les	savanes	sont	caractérisées	par	la	coexistence	de	deux	types	de	plantes,	les	herbes	et	les	arbres.	
Les	feux	constituent	un	facteur	important	qui	régule	cette	coexistence,	car	ils	permettent	de	diminuer	
la	 survie	 des	 plantules	 d'arbres	 et	 des	 jeunes	 arbres	 et	 leur	 recrutement	 au	 stade	 adulte.	 Dans	
certaines	 savanes	 humides,	 le	 contrôle	 du	 cycle	 de	 l'N	 par	 les	 plantes	 peut	 aussi	 contribuer	 à	 la	
coexistence	entre	 les	Poacées	pérennes	 (qui	 inhibent	 la	nitrification)	et	 les	arbres	 (qui	 stimulent	 la	
nitrification).	Pour	étudier	l'impact	à	court	terme	des	feux	sur	les	caractéristiques	physico-chimiques	
du	sol,	l’abondance	des	microorganisme	totaux	et	celles	des	micro-organismes	nitrifiants,	les	activités	
transcriptionelles	et	les	activités	enzymatiques	de	nitrification,	nous	avons	échantillonné	les	sols	dans	
la	 savane	 humide	 de	 Lamto	 en	 Côte	 d'Ivoire	 sous	 l’espèce	 dominante	 pérenne,	 inhibitrice	 de	 la	
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nitrification	et	les	arbres	stimulateurs	de	la	nitrification,	avant	et	après	(i.e.	5	jours)	le	feu	pendant	la	
longue	saison	sèche.	
Le	 feu	 diminue	 la	 teneur	 en	 eau	 du	 sol,	 probablement	 en	 augmentant	 l’évaporation.	 Il	
augmente	la	disponibilité	en	ammonium	du	sol,	probablement	en	raison	du	dépôt	de	cendres	et	de	
l'augmentation	de	la	minéralisation.	Ces	impacts	directs	du	feu	sur	les	propriétés	du	sol	et	les	impacts	
indirects	 du	 feu	 par	 son	 influence	 sur	 la	 croissance	 et	 l'exsudation	 des	 plantes	 peuvent	 impacter	
l'abondance	 microbienne,	 les	 activités	 transcriptionelles	 et	 la	 nitrification.	 Les	 activités	
transcriptionelles	bactériennes	et	fongiques	ont	augmenté	(Figure	5-1).	Par	ces	mécanismes	directs	et	
indirects,	 le	 feu	 a	 également	 diminué	 les	 activités	 transcriptionelles	 des	 archées	 nitrifiantes	 et	 les	
activités	 enzymatiques	 de	 nitrification	 (Figure	 5-2).	 Cet	 effet	 est	 probablement	 dû	 au	 fait	 que	 les	
Poacées	qui	inhibent	la	nitrification	reprennent	leur	croissance	rapidement	après	le	feu	et	reprennent	
leur	exsudation	racinaire.	D'autres	études	sont	nécessaires	pour	mieux	comprendre	 l'impact	à	 long	
terme	du	feu,	c'est-à-dire	après	de	nombreux	cycles	de	feux	annuels,	sur	le	fonctionnement	microbien	
du	sol	et	la	dynamique	des	nutriments.
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Figure	5-1	:	Graphique	résumant	les	résultats	obtenus	pour	les	abondances	et	activités	de	transcription	des	archées,	bactéries	et	champignons	totaux	de	ce	Chapitre,	
avec	les	résultats	pour	Poacées	et	arbres	en	comparaison	du	sol	nu	(sans	végétation)	
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Figure	5-2	:	Graphique	résumant	les	résultats	obtenus	pour	l’activité	enzymatique	de	nitrification,	les	abondances	et	activités	des	archées	(AOA)	et	bactéries	
(AOB)	nitrifiantes	de	ce	Chapitre,	avec	les	résultats	pour	Poacées	et	arbres	en	comparaison	du	sol	nu	(sans	végétation)	
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Abstract		
Savannas	 are	 characterized	by	 the	 coexistence	of	 two	 types	 of	 plants,	 grasses	 and	 trees.	 Fires	 are	
critical	for	this	coexistence,	because	they	decrease	the	survival	of	tree	seedlings	and	saplings	and	their	
recruitment	to	the	adult	stage.	In	some	humid	savannas,	plant	control	of	nitrogen	cycle	can	also	be	
important	for	coexistence	between	perennial	grasses	(which	have	been	shown	to	inhibit	nitrification)	
and	trees	(which	have	been	shown	to	stimulate	nitrification).	To	study	the	short	term	impact	of	fires	
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on	 soil	 characteristics,	 total	 microbial	 and	 nitrifier	 abundances	 and	 transcriptional	 activities,	 and	
nitrification	enzyme	activities,	we	sampled	soil	 in	a	wet	savanna	of	Ivory	Coast	under	the	dominant	
nitrification	inhibiting	grass	and	the	dominant	nitrification	stimulating	tree	species	before	and	after	
(i.e.	5	days)	the	fire	during	the	long	dry	season.	Taken	together,	the	fire	decreased	soil	water	content,	
probably	 by	 increasing	 evaporation,	 and	 increased	 soil	 ammonium	 availability	 likely	 due	 to	 ash	
deposition	and	increased	mineralization.	These	direct	impacts	of	fire	on	soil	properties,	and	indirect	
impacts	of	fire	through	its	influence	on	plant	growth	and	exudation,	may	affect	microbial	abundance,	
transcriptional	activities	and	nitrification.	 It	 increased	bacterial	and	 fungal	 transcriptional	activities.	
Through	 these	 direct	 and	 indirect	 mechanisms,	 the	 fire	 also	 decreased	 the	 archaeal	 nitrifier	
transcriptional	activities	and	the	nitrification	enzymatic	activities.	This	last	effect	is	 likely	due	to	the	
fact	that	grasses	that	inhibit	nitrification	resume	their	growth,	and	probably	root	exudation,	quickly	
after	the	fire.	More	studies	are	necessary	to	better	understand	the	long	term	impact	of	fire,	i.e.	after	
many	yearly	fires,	on	soil	microbial	functioning	and	nutrient	dynamics.		
	
5.3.1.	Introduction	
	
Savannas	are	characterized	by	the	coexistence	of	grasses	and	trees	(Sankaran	et	al.,	2004),	and	they	
cover	12–13%	of	global	terrestrial	areas	(Rutten	et	al.,	2016).	In	this	type	of	tropical	ecosystem,	trees	
have	a	C3	photosynthesis	while	the	vast	majority	of	grasses	have	a	C4	photosynthesis.	This	coexistence	
is	usually	explained	by	disturbances	or	resource	partitioning	(Barot	and	Gignoux,	2004;	Sankaran	et	al.,	
2004).	Herbivory	and	fires	favor	tree-grass	coexistence	(Sankaran	et	al.,	2004),	because	they	decrease	
the	survival	of	tree	seedling	and	sapling	and	their	recruitment	to	the	adult	stage	(Menaut	et	al.	1990).	
On	the	contrary,	savanna	grasses	are	mostly	perennial	tussock	grasses	that	are	well	adapted	to	fires:	
they	store	photosynthates	in	their	roots	at	the	end	of	the	rainy	season	(Abbadie	and	Lata,	2006;	Aerts,	
1996;	Ratnam	et	al.,	2008).	Their	aboveground	biomass	burns	during	the	dry	season	and	they	quickly	
resume	their	growth	at	the	beginning	of	the	next	rainy	season.	Fires	are	particularly	influential	for	the	
maintenance	 of	West	 African	 Savannas	 (Rose	 Innes,	 1972).	 They	 impact	 the	 whole	 functioning	 of	
savannas,	including	carbon	(C)	and	nitrogen	(N)	cycles	and	soil	properties.	Different	factors	such	as	fire	
severity	and	intensity,	climate	conditions,	topography	or	landscape	heterogeneity,	change	the	impact	
of	fires	on	soils	and	their	functioning	(Francos	et	al.,	2018;	Wright	and	Clarke,	2008).	
It	is	possible	to	distinguish	long-term	impacts	of	fires	that	are	observable	by	comparing	plots	with	and	
without	fires	for	several	years	(Riddell	et	al.,	2012),	from	short-term	impacts	that	are	observable	by	
comparing	 plots	 just	 before	 and	 after	 a	 fire	 (Gómez-Rey	 and	 Gonzalez-Prieto,	 2013).	 In	 the	
Mediterranean	or	arid	and	semi-arid	temperate	zones,	different	short	and	long	term	impacts	of	fires	
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have	been	documented.	On	the	short	term,	fires	modify	soil	pH	that	can	increase	immediately	after	
fire	(Muñoz-Rojas	et	al.,	2016;	Rodríguez	et	al.,	2017;	Yinghua	et	al.,	2012).	This	is	due	to	the	release	
of	alkaline	ions	from	K	and	Na	oxides,	hydroxides,	and	carbonates	in	the	ashes	(Xue	et	al.,	2014)	and	
to	 the	 organic	 acid	 denaturation	 by	 heating	 (Scharenbroch	 et	 al.,	 2012).	 The	 mineral	 nutriment	
availability	 increases	too	(Mu	et	al.,	2016)	due	to	ashes	that	quickly	release	their	mineral	nutrients	
after	fires	and	an	increased	mineralization	of	soil	organic	matter	(Xue	et	al.,	2014).	
On	the	long	term,	the	cumulative	short	term	impacts	of	fires	on	mineral	nutrient	and	C	cycling	and	on	
plant	 growth	 alter	 soil	 organic	 C	 concentration,	 pH,	 mineral	 nutrient	 concentrations,	 texture	 and	
structure,	and	infiltration	capacity	(Francos	et	al.,	2018).	For	example,	soil	N	content	may	decrease	on	
the	 long	 term	due	 to	 frequent	 fires	 depending	 on	 fire	 severity,	 post-fire	 erosion,	mineral	 nutrient	
leaching	and	the	proportion	of	plant	biomass	that	is	burnt	(García-Marco	and	González-Prieto,	2008;	
Hennenberg	et	al.,	2006).	Fire	long	term	impacts	on	mineral	nutrient	and	C	cycling	can	also	alter	both	
soil	microbial	activities	and	functional	diversity	(Yinghua	et	al.,	2012).	This	is	particularly	true	in	the	top	
15	cm	of	soil	where	most	aerobic	microbial	activity	occurs	(Docherty	et	al.,	2012),	in	cases	of	severe	
fires	that	can	greatly	reduce	in	the	surface	soil	(Bárcenas-Moreno	et	al.,	2011).		
At	least,	three	mechanisms	might	impact	soil	microorganisms	during	and	immediately	after	fires:	(1)	
Temperature	increases	in	the	first	centimeters	of	soil	(Certini,	2005;	Gillon,	1983;	Neary	et	al.,	1999).	
(2)	Fires	lead	to	losses	of	organic	matter	(litter	at	the	soil	surface	is	burnt	as	well	as	some	soil	organic	
matter	 in	 the	 first	 centimeters)	 and	 mineral	 N	 by	 volatilization	 (3)	 In	 frequently	 burnt	 savannas,	
perennial	grasses	tend	to	resume	their	growth	just	after	fires,	which	suggests	that	fires	trigger	root	
growth	and	root	exudation.	Yinghua	et	al.	(2012)	reported	that,	in	arid	and	semi-arid	temperate	zone,	
soil	microbial	 biomass	 can	 decrease	 immediately	 after	 fire	 because	 of	 the	 heat-induced	microbial	
mortality.	 In	 the	Mediterranean	 area,	 Guerrero	 et	 al.	 (2005)	 related	 that	 fungi	 seem	 to	 be	more	
sensitive	to	fire	than	bacteria.	This	would	be	due	to	the	domination	of	bacteria	at	higher	pH	and	lower	
C/N	ratio	in	general,	and	the	fact	that	bacteria	are	more	resistant	to	the	direct	effect	of	fire	and	heat	
than	fungi	(Guerrero	et	al.,	2005;	Hart	et	al.,	2005;	Rodríguez	et	al.,	2017).	There	are	limited	data	on	
fire	effects	on	soil	archaeal	communities	(Mikita-barbato	et	al.,	2015).	Goberna	et	al.	(2012)	reported	
that	archaeal	community	structure	shifted	immediately	following	a	prescribed	fire	in	Mediterranean	
shrublands,	in	relation	with	changes	in	ammonium	availability	and	soil	pH.	
Fire	might	also	impact	specifically	the	soil	N-cycling	communities.	Heating	from	fire	can	volatilize	N	in	
the	top	soil,	which	modifies	N	availability	and	can	contribute	to	favor	archaeal	(AOA)	or	bacterial	(AOB)	
nitrifiers.	The	concentration	of	microbial	enzymes	involved	in	organic	N	decomposition	can	increase	
or	decrease	after	fires	(Docherty	et	al.,	2012).	The	same	authors	also	reported	that	no	difference	was	
found	for	the	bacterial	nitrifier	communities	between	burned	and	unburned	soils	in	Californian	Santa	
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Cruz	Mountains.	So	far,	the	short-term	impacts	of	fires	on	soil	microorganisms	have	never	been	studied	
in	savannas,	especially	in	West	Africa.	
Fire	 impact	 on	 soil	microbial	 communities	may	 in	 turn	 also	 influence	 the	 functioning	 of	 the	 plant	
compartment.	In	nutrient-limited	ecosystems	such	as	tropical	savannas,	tree-grass	co-existence	could	
also	be	facilitated	by	positive	plant-soil	feedbacks	(Bonanomi	et	al.,	2008)	creating	heterogeneity	in	
soil	 resources	 (Brandt	 et	 al.,	 2013).	 For	 example,	 in	 Lamto	 savanna	 (Ivory	 Coast),	 the	 dominant	
perennial	grass	species	are	known	do	inhibit	nitrification	through	their	Biological	Nitrification	Inhibition	
(BNI)	activities	(Lata	et	al.,	1999,	2000,	2004;	Subbarao	et	al.,	2009;	Srikanthasamy	et	al.,	2018).	Grass	
roots	 exudate	 into	 the	 soil	 nitrification	 inhibiting	molecules	 that	 can	 block	 the	 bacterial	 ammonia	
oxidation	 pathway	 (Srikanthasamy	 et	 al.,	 2018;	 Subbarao	 et	 al.,	 2009)	 and	 probably	 the	 archaeal	
ammonia	oxidation	pathway	(Srikanthasamy	et	al.,	2018b).	Besides,	in	Lamto	savanna,	trees	probably	
stimulate	nitrification	through	a	mechanism	that	has	so	far	not	been	identified	(Srikanthasamy	et	al.,	
2018b).	 In	 this	 savanna,	 fire	 is	 annual	 and	 could	 thus	 impact	 nitrification	 and	 nitrifying	 microbial	
communities	through	its	direct	effects	on	soils	or	through	its	effects	on	grass	and	tree	growth,	their	
root	biomasses	or	exudation.		
While	the	impact	of	trees	and	grasses	on	microbial	communities	and	nitrification	have	already	been	
described	in	Lamto	savanna,	the	short-term	effect	of	the	annual	fire	on	soil	microbial	functioning	has	
never	been	studied	 in	 Lamto,	or	 in	 savanna	 in	general.	Our	 study	 therefore	aims	at	answering	 the	
following	questions:	(1)	What	is	the	short	term	impact	of	fire	on	soil	physico-chemical	characteristics?	
(2)	What	is	the	short	term	impact	of	fire	on	microbial	communities?	(3)	What	is	the	short	term	impact	
on	nitrifier	communities,	their	activities	and	the	subsequent	nitrification	rate?	(4)	Do	fires	modify	the	
influence	of	trees	and	grasses	on	nitrifier	communities	and	nitrification?	It	is	important	to	answer	these	
questions	both	to	understand	short	term	impacts	of	fires	on	savanna	ecosystems,	but	also	to	be	able	
to	understand	and	predict	long	term	impacts	of	fires	on	savannas	and	their	N	budget.	
	
5.3.2.	Material	and	methods	
	
5.3.2.1.	Study	site	
	
The	Lamto	reserve	is	located	in	Ivory	Coast,	West	Africa	(6°13ʹN,	5°20ʹW).	The	vegetation	is	a	mosaic	
of	 savannas	 with	 various	 tree	 densities,	 and	 gallery	 forests.	 Temperatures	 are	 relatively	 constant	
throughout	the	year	(27	°C	on	average).	Four	seasons	can	be	distinguished:	(i)	a	long	dry	season	from	
December	to	February;	(ii)	a	long	wet	season	from	March	to	July;	(iii)	a	short	dry	season	in	August;	(iv)	
a	short	wet	season	from	September	to	November.	Annual	precipitation	in	2017	was	1100.5	mm	(data	
from	the	Geophysical	Station	of	Lamto).	Fires	burn	the	savanna	annually	around	the	15
th
	of	January.	
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Typically,	the	fire	spread	rate	is	about	0.125	m.s
-1
	and	its	intensity	about	3500kW.m
-1
	(N’Dri	et	al.,	2018	
in	press)	and	the	fire	burns	all	the	grass	biomass	 in	the	savanna.	Soil	temperature	does	not	exceed	
60°C	 during	 fires,	 and	 decrees	 rapidly	with	 soil	 depth	 (Gillon,	 1983).	 Lamto	 soils	 are	 composed	 of	
granites	 and	 derived	 sands	 and	 classified	 as	 tropical	 ferrugineous	 soils	 with	 a	 superficial	 gravelly	
horizon.	These	soils	are	sandy	(ca.	sands	77%;	silts	14%;	clays	9%)	and	with	a	bulk	density	of	ca.	1.65.	
	
5.3.2.2.	Soil	sampling	
	
Tree	and	grass	individuals	are	spatially	well	separated.	Grasses	are	perennial	and	individuals	form	large	
tussocks	separated	by	at	least	20	cm	of	bare	soil.	Trees	grow	separately	or	in	clumps	but	clumps	were	
avoided	 for	 the	 sampling.	 We	 therefore	 focused	 on	 rhizospheric	 soil	 directly	 sampled	 in	 the	
rhizosphere	of	identified	grass	and	tree	individuals.	Soil	was	sampled	during	the	dry	season	(January	
2017,	97.7	mm	precipitation)	5	days	before	and	5	days	after	fire	in	an	open	shrub	savanna	under	the	
tussocks	of	the	dominant	BNI	grass	Hyparrhenia	diplandra	(HD),	under	the	canopy	of	the	dominant	
tree	Crossopteryx	febrifuga	 (CF)	and	 in	bare	soil	 (BS	-	2x2m	patches	of	soil	without	vegetation	that	
have	been	weeded	for	just	less	than	one	year	before	the	sampling).		
Soil	sampling	below	tree	canopy	was	achieved	in	patches	of	bare	soil	between	grass	tussocks	(that	are	
less	abundant	under	tree	canopy).	Grass	tussocks	were	chosen	to	have	similar	basal	diameter	(ca.	20	
cm)	and	trees	were	selected	to	have	similar	diameter	at	breast	height	(ca.	22.5	cm).	The	choice	of	plant	
individuals	was	made	randomly	on	a	surface	of	ca.	10	ha	and	local	sources	of	heterogeneity	(termite	
mounds,	 small	 depressions,	 rocks)	 were	 avoided.	 For	 each	 of	 the	 two	 species,	 five	 replicated	 soil	
samples	(about	1	kg)	were	collected	from	the	0-15	cm	soil	layer	with	an	auger	(10	cm	in	diameter).	
Around	10	g	of	each	sample	was	placed	in	cryotubes	and	directly	fixed	in	liquid	N	in	the	field.	The	rest	
of	each	soil	sample	was	stored	at	4	°C	for	a	very	short	period	during	transport	to	the	field	station.	These	
samples	were	subsequently	sieved	(2	mm),	homogenised	and	200	g	of	soil	were	stored	at	-20	°C	for	
molecular	biology	analyses	and	the	measurements	of	nitrifying	enzyme	activities.	The	remaining	soil	
was	 immediately	 air-dried	 in	 the	 shade	 and	 stored	 at	 ambient	 temperature	 for	 physicochemical	
analyses.	Roots	were	collected	 from	all	 soil	 samples	 through	dry	 sieving.	Fine	 root	densities	varied	
between	3.18	and	9.08	g	dry	root	dm
-3
	dry	soil	under	grass,	between	1.40	and	4.83	g	dry	root	dm
-3
	dry	
soil	 under	 trees,	 and	 between	 0.07	 and	 0.35	 g	 dry	 root	 dm
-3
	 dry	 soil	 under	 bare	 soil.	 The	 grass	
aboveground	biomass	of	each	tussock	was	collected	and	dried	at	50°C	before	weighing.	Aboveground	
biomasses	of	HD	varied	between	106	to	383	g	dry	matter	tussock
-1
.	Soil	moisture	and	temperature	
were	 measured	 in	 the	 field	 before	 sampling	 with	 a	 ThetaProbe	ML3	 (Delta-T	 Devices)	 previously	
calibrated	on	oven-dried	soils	and	a	93510	thermometer	(Hanna	Instruments)	respectively.		
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5.3.2.3.	Microbial	abundances	and	transcriptional	activities	
	
5.3.2.3.1.	Total	nucleic	acids	extraction	
	
Total	ribonucleic	acids	were	extracted	from	4	g	of	soil	(wet	weight)	with	the	RNA	PowerSoil®	Total	RNA	
Isolation	Kit	from	MO	BIO	Laboratories,	in	combination	with	the	FastPrep	FP120	bead	beating	system	
(Bio-101,	Inc.,	Ca,	USA)	according	to	the	manufacturer’s	instructions.	DNase	treatment	was	performed	
using	the	Ambion®	TURBO	DNA-freeTM	DNase	Treatment	and	Removal	Reagents	protocol,	and	the	
absence	of	contaminant	DNA	was	checked	on	agarose	gel.	RNA	was	quantified	using	the	Qubit™	RNA	
HS	Assay	Kit.	All	RNA	samples	were	normalized	to	a	similar	concentration	(about	8	ng	µl
-1
)	before	the	
reverse	 transcription	 step.	 The	 reverse	 transcription	 was	 done	 using	 SuperScript®	 III	 First-Strand	
Synthesis	System	for	RT-PCR	from	Invitrogen.	Before	further	analyses	all	extracted	RNA	samples	were	
stored	at	-80°C	and	cDNA	samples	were	stored	at	-20°C.	
Total	desoxynucleic	acids	were	extracted	from	0.5	g	of	soil	(wet	weight)	with	a	Bio-101	FastDNA	Spin	
kit	in	combination	with	the	FastPrep	FP120	bead	beating	system	(Bio-101,	Inc.,	Ca,	USA)	according	to	
the	manufacturer’s	 instructions.	 Bulk	 total	 DNA	was	 purified	 by	 elution	 through	 Geneclean	 Turbo	
columns	(MP	Biomedicals,	CA,	USA)	according	to	the	manufacturer’s	instructions.	DNA	was	quantified	
using	the	Qubit™	dsDNA	HS	Assay	Kit.	All	extracted	DNA	samples	were	stored	at	-20°C	before	being	
analysed.	
	
5.3.2.3.2.	Real-time	PCR	quantification	
	
The	 abundances	 of	 total	 bacterial	 (16S	 rRNA),	 total	 archaeal	 (16S	 rRNA),	 total	 fungal	 (18S	 rRNA),	
nitrifying	archaeal	(amoA-AOA)	and	nitrifying	bacterial	(amoA-AOB)	communities	were	determined	by	
Real-Time	 PCR	 (CFX96	 Real-Time	 System,	 Bio-Rad,	 France)	 with	 specific	 primers	 set	 (Table	 S1).	
Quantification	 was	 based	 on	 the	 increasing	 fluorescence	 intensity	 of	 the	 SYBR	 Green	 dye	 during	
amplification.	 The	 real-time	 PCR	 assay	 was	 carried	 out	 in	 a	 20	 µL	 reaction	 volume	 containing	
SoAdvanced	SYBRGreen	Supermix	(2X,	Bio-Rad)	and	1.25	µL	of	Bovine	Albumine	Serum	(2	mg	mL
-1
).	
Two	independent	quantitative	PCR	assays	were	performed	for	each	gene	to	test	repeatability	and	the	
mean	of	 the	 two	obtained	values	were	used	 in	 statistical	analyses.	Standard	curves	were	obtained	
using	serial	dilutions	of	linearized	plasmids	containing	the	studied	genes.	Average	PCR	efficiency	for	
the	 different	 assays	was	 of	 91.7%,	 95.2%,	 85.2%,	 90.3%,	 84.1%	 and	 91.8%	 for	 archaeal	 16S	 rRNA,	
bacterial	16S	rRNA,	fungal	18S	rRNA,	amoA-AOA	and	amoA-AOB	genes	respectively.	Melting	curves	
were	 analysed	 using	 the	 Dissociation	 Curve	 Analysis	 Software	 (Applied	 Biosystems).	 Results	 were	
expressed	as	genes	copy	numbers	per	gram	of	dry	soil.	
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5.3.2.3.3.	Nitrifying	enzyme	activities	
	
Nitrification	rates	were	measured	through	Nitrifying	Enzyme	Activities	(NEA)	assays	that	correspond	
to	 short-term	 laboratory	 incubations	 under	 non-limiting	 conditions.	 This	 approach	dampens	 short-
term	variations	induced	in	the	field	by	climate	or	other	environmental	factors,	and	allows	detecting	
very	low	rates	of	nitrification	and	leads	to	robust	results	(Attard	et	al.,	2011;	Lata	et	al.,	1999).	Frozen	
soil	 samples	were	placed	at	 ambient	 room	 temperature	 for	 2	hours	before	 the	analyses.	NEA	was	
measured	according	to	Dassonville	et	al.	(2011)	as	the	linear	rate	of	production	of	nitrate	during	a	72	
h-incubation.	Sub-samples	of	fresh	soil	(3	g	equivalent	dry	soil)	were	incubated	with	6	ml	of	a	solution	
of	(NH4)2SO4	(22	μg	N-NH4
+	
g
-1
	dry	soil).	Distilled	water	was	added	in	each	sample	to	reach	24	ml	of	
total	liquid	volume	in	flasks.	Soil	nitrate	content	was	measured	after	5,	24,	48	and	72	hours	during	the	
aerobic	 incubation	 at	 70%	water	 holding	 capacity	 and	 under	 constant	 agitation	 (180	 rpm)	 by	 ion	
chromatography	(DX120,	Dionex,	Salt	Lake	City,	USA).	
	
5.3.2.4.	Soil	physicochemical	characteristics	
	
Soil	 pH	 was	 measured	 in	 water	 (5:1	 v/v	 water:soil)	 with	 a	 pH	 meter	 (Thermo	 Scientific	
Orion™	Star	A211,	and	Orion™	PerpHecT™	ROSS™	Comb.	Micro	pH)	according	to	the	NF	ISO	10390	
standard.	Mineral	N	was	extracted	from	2	g	frozen	soil	by	adding	2	M	KCl	solution	(soil:	solution	=	1:4).	
Nitrate	was	reduced	to	nitrite	and	nitrite	and	ammonium	concentrations	(expressed	as	mg	N-NO3
-
	and	
N-NH4
+
	g
-1
	dry	soil)	were	then	measured	with	a	continuous-flow	N	analyzer	(SKALAR,	San	Plus	System,	
Breda,	the	Netherlands).	Total	C	and	N	contents	in	soils	(expressed	as	%)	were	measured	using	a	CHN	
Elemental	Analyzer	(FlashEA	1112	Series,	Thermo	Electron	Corporation,	Netherlands)	after	grinding	at	
10	µm.	
	
5.3.2.5.	Statistical	analysis	
	
All	 statistical	 analyses	 were	 performed	 using	 R	 software	 (R	 Core	 Team	 2016).	 The	 normality	 and	
homoscedasticity	of	the	residuals	of	all	linear	models	were	tested	with	Shapiro-Wilk	and	Bartlett	tests,	
respectively.	Data	was	log-transformed,	or	square	root	transformed	or	boxcox-transformed	in	case	of	
significant	deviation	from	normality	and	homoscedasticity.	All	measured	variables	were	analysed	using	
an	ANOVA	testing	for	the	effect	of	the	vegetation	cover,	the	fire	(sampling	before	or	after	the	fire)	and	
the	interaction	between	the	two.	In	case	of	a	significant	effect	of	the	interaction	between	vegetation	
cover	and	fire,	all	combinations	of	 the	two	treatments	were	compared	using	post-hoc	tests	 (Tukey	
Honestly	Significant	Difference	test).	When	the	interaction	was	not	significant,	only	the	modalities	of	
the	 significant	 simple	 effects	 were	 compared	 with	 post-hoc	 tests	 (Tukey	 Honestly	 Significant	
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Difference	test).	We	tested	the	relation	between	NEA	and	the	abundances	of	nitrifier	communities	
(DNA	and	transcripts)	using	a	linear	regression.	For	all	tests,	the	null	hypothesis	was	rejected	for	p	<	
0.05	and	significance	is	represented	as	follows:	***	when	p	<	0.001;	**	for	0.001	<	p	<	0.01;	*	when	
0.01	<	p	<	0.05.	
	
5.3.3.	Results	
	
5.3.3.1.	Soil	physical	and	chemical	characteristics	
	
The	pH	was	only	affected	by	the	vegetation	cover	(p<	0.01;	Table	5-1).	It	was	higher	under	tree	(TRE)	
(6.88±0.10)	than	under	grass	(GRA)	(6.65±0.16;	p<	0.05)	and	bare	soil	(BS)	(6.69±0.12;	p<	0.05).	The	
pH	of	GRA	and	BS	were	not	significantly	different.	The	soil	water	content	(SWC)	was	affected	by	the	
fire	treatment	(p<0.001)	and	the	interaction	between	vegetation	cover	and	fire	(p<	0.05).	The	SWC	
was	higher	before	(BF	-	14.80±2.87)	then	after	(AF	-	9.55±3.28)	the	fire.	The	SWC	was	higher	for	BS-BF	
(15.66±2.46)	than	for	BS-AF	(7.00±1.42;	p<0.001).	
The	N-NH4
+
	content	was	affected	by	the	vegetation	cover	(p<0.001;	Table	5-1)	and	the	fire	treatment	
(p<0.05).	It	was	higher	under	TRE	(7.10±1.17×10
-3
;	p<	<0.01)	and	GRA	(6.64±1.14×10
-3
;	p<	<0.05)	than	
under	 BS	 (5.39±0.59×10
-3
).	 The	 N-NH4
+	
was	 higher	 after	 fire	 (6.72±1.46×10
-3
)	 than	 before	
(6.03±0.82×10
-3
).	The	N-NO3
-	
content	was	not	affected	by	the	vegetation	cover	and	the	fire	treatment.	
The	 total	 N	 content	 was	 affected	 by	 the	 vegetation	 cover	 (p<	 0.01).	 It	 was	 higher	 under	 TRE	
(0.075±0.014%)	than	under	BS	(0.053±0.015%;	p<	<0.01).		
The	total	C	content	was	affected	by	the	vegetation	cover	(p<	0.05;	Table	5-1).	It	was	higher	under	TRE	
(1.06±	0.16%)	than	under	BS	(0.80±	0.21%;	p<0.05).	Overall,	the	only	significant	difference	between	
soil	properties	before	and	after	fire	was	for	soil	humidity	and	N-NH4
+
.		
	
5.3.3.2.	Nitrifying	enzyme	activities	
	
The	 nitrifying	 enzyme	 activity	 (NEA)	 was	 affected	 by	 the	 vegetation	 cover	 and	 the	 fire	 treatment	
(Figure	5-2;	Table	5-1).	NEA	was	higher	under	TRE	(2.11±1.36×10
-2
;	p<	0.001)	and	BS	(9.51±6.64×10
-3
;	
p<0.01)	 than	 under	 GRA	 (0.96±2.47×10
-3
).	 NEA	 was	 higher	 before	 fire	 (1.28±1.26×10
-2
)	 than	 after	
(0.83±1.14×10
-2
).	
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Tableau	5-1	:	Statistical	results	(ANOVA)	of	fire	effect	and	cover	on	different	soil	physicochemical	
characteristics	
Variable	 	 Transformation	 Df	 Anova	
NEA	 Cover	 	 2	 <0.001	
Fire	 square	root	 1	 <0.05	
Cover*Fire	 	 2	 -	
NO3
-
	 Cover	 	 2	 0.773	
Fire	 -	 1	 0.992	
Cover*	Fire	 	 2	 -	
NH4
+
	 Cover	 	 2	 <0.001	
Fire	 -	 1	 <0.05	
Cover*	Fire	 	 2	 -	
Water	
content	
Cover	 	 2	 0.116	
Fire	 -	 1	 <0.001	
Cover*	Fire	 	 2	 <0.05	
pH	 Cover	 	 2	 <0.01	
Fire	 -	 1	 0.791	
Cover*Fire	 	 2	 0.987	
N	tot	 Cover	 	
-	
2	 <0.01	
Fire	 1	 0.595	
Cover*Fire	 2	 0.470	
C	tot	 Cover	 	
-	
2	 <0.05	
Fire	 1	 0.851	
Cover*Fire	 2	 0.354	
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Figure	5-3	:	Nitrifying	enzyme	activities	according	to	the	cover	and	the	fire	treatment:	bare	soil	(BS),	grass	
species	Hyparrhenia	diplandra	(GRA)	and	tree	species	Crossopteryx	febrifuga	(TRE),	before	fire	(BF,	in	with)	
and	after	fire	(AF	in	grey)	and	the	light	gray	for	the	mean	effect	of	the	cover.	Means	and	SEs	were	calculated	
from	ten	replicates,	small	letters	indicate	statistical	difference	between	cover	(p<0.05).	
	
5.3.3.3.	Total	microbial	abundances	and	transcriptional	activities	
	
The	total	archaeal	abundance	and	transcripts	were	not	affected	by	the	vegetation	cover	and	the	fire	
treatment	(Figures	5-4a,b;	Table	5-2).		
The	total	bacterial	abundance	was	not	affected	by	the	cover	and	the	fire	treatment	(Figures	5-4c	and	
Table	 5-2).	 The	 total	 bacterial	 transcripts	 were	 affected	 by	 the	 cover,	 the	 fire	 treatment	 and	 the	
interaction	between	the	two	(Figure	5-4d	and	Table	5-2).	Bacterial	transcripts	were	higher	for	GRA-AF	
(3.10±1.62×	10
10
)	than	for	GRA-BF	(3.78±2.15×	10
9
;	p<0.001)	and	was	higher	for	TRE-AF	(1.71±1.06×	
10
10
)	than	for	TRE-BF	(3.58±1.91×	10
9
;	p<0.05).	It	was	higher	for	GRA-AF	than	for	BS-AF	(p<0.01).		
The	total	fungal	abundance	was	affected	by	the	vegetation	cover	(Figure	5-4e	and	Table	5-2).	It	was	
higher	 under	 GRA	 (8.22±3.72×10
8
;	 p<0.001)	 and	 TRE	 (7.62±2.86×10
8
;	 p<0.001)	 than	 under	 BS	
(1.81±0.38×10
8
).	The	total	fungal	transcripts	were	affected	by	the	cover,	the	fire	treatment	and	the	
interaction	between	the	two	(Figure	5-4f	and	Table	5-2).	 It	was	higher	for	GRA-AF	(7.68±4.68×	10
9
)	
than	for	GRA-BF	(0.925±1.86×	10
8
;	p<0.001),	and	was	higher	for	TRE-AF	(4.71±63.18×10
9
)	than	for	TRE-
BF	(3.68±5.36×10
8
;	p<0.01).	The	total	fungal	transcripts	were	higher	for	GRA-AF	(p	<0.001)	and	TRE-AF	
(p<0.05)	than	for	BS-AF.		
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Tableau	5-2	:	Statistical	results	(ANOVA)	of	fire	effect	and	cover	on	the	abundance	of	total	microbial	
communities,	and	on	the	abundance	of	nitrifying	communities.	
	
Variable	 	 Transformation	 Df	 Anova	
Total	archaea	
(16S	rRNA)	
Cover	
	
log	
	
2	 0.812	
Fire	 1	 0.432	
Cover*Fire	 2	 -	
Total	archaeal	
transcripts	
(16S	rRNA)	
	
Cover	 	
-	
	
	
2	 0.074	
Fire	 1	 0.614	
Cover*Fire	 2	 -	
Total	bacteria	
(16S	rRNA)	
Cover	
	
square	root		
	
2	 0.592	
Fire	 1	 0.929	
Cover*Fire	 2	 -	
Total	bacterial	
transcripts	
(16S	rRNA)	
Cover	
	
square	root		
	
2	 <0.05	
Fire	 1	 <0.001	
Cover*Fire	 2	 <0.05	
Total	fungi	
(18S	rRNA)	
Cover	 	
-	
	
	
2	 <0.001	
Fire	 1	 0.476	
Cover*Fire	 2	 -	
Total	fungal	
transcripts	
(18S	rRNA)	
Cover	
	
square	root		
	
2	 <0.01	
Fire	 1	 <0.001	
Cover*Fire	 2	 <0.01	
16S	
Bacteria/18S	
Fungi	ratio	
Cover	 	
log	
	
	
2	 <0.001	
Fire	 1	 0.579	
Cover*Fire	 2	 -	
Bacteria.Fungi	
transcripts	
ratio	
Cover	 Boxcox	
transformation	
λ=	-0.465	
	
	
2	 <0.01	
Fire	 1	 <0.001	
Cover*Fire	 2	 -	
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Figure	5-4	:	Abundances	(left)	and	transcripts	(right)	of	archaea	(a,b)	,	bacteria	(c,d)	and	fungi	(e,f)	according	
to	the	cover	and	the	fire	treatment:	bare	soil	(BS),	grass	species	Hyparrhenia	diplandra	(GRA)	and	tree	species	
Crossopteryx	febrifuga	(TRE),	before	fire	(BF,	in	with)	and	after	fire	(AF	in	grey)	and	the	light	gray	for	the	mean	
effect	 of	 the	 cover.	Means	 and	 SEs	 were	 calculated	 from	 five	 replicates	 for	 the	 interaction	 effect	 and	 ten	
replicates	for	the	cover	effect,	small	letters	indicate	statistical	difference	between	cover	(p<0.05).	
	
	
5.3.3.4	Nitrifier	abundances	and	transcriptional	activities	
	
The	archaeal	amoA-AOA	gene	abundance	was	affected	by	the	vegetation	cover	(Figure	5-5a	and	Table	
5-3).	It	was	higher	under	BS	(1.12±0.66×10
6
;	p<0.01)	and	TRE	(1.45±1.06×10
6
;	0.001)	than	under	GRA	
(00.00±00.00).	 The	 archaeal	amoA-AOA	 transcripts	were	 impacted	by	 the	 fire	 treatment	 and	were	
higher	before	fire	(0.81±1.27×10
5
)	than	after	(7.37±9.75×10
3
;	Figure	5.5b	and	Table	5-3).		
The	bacterial	amoA-AOB	gene	abundance	was	affected	by	the	vegetation	cover	(Figure	5-6	and	Table	
5-3).	It	was	higher	under	BS	(9.33±8.26×10
5
;	p<0.01)	than	under	GRA	(1.47±0.92×10
5
).	The	bacterial	
amoA-AOB	transcripts	were	under	the	detection	limit	for	all	samples	but	for	a	single	sample,	under	a	
grass	after	the	fire	(2.4×10
4
	copies	g
-1
	dry	soil).	
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Tableau	5-3	:	Statistical	results	(ANOVA)	of	fire	effect	and	cover	on	the	abundance	of	transcript	(ARN)	of	total	
microbial	communities,	and	on	the	abundance	of	transcripts	(ARN)	of	nitrifying	communities.	
	
Variable	 	 Transformation	 Df	 Anova	
AOA	 Cover	 -	 2	 <0.001	
Fire	 	 1	 0.596	
Cover*Fire	 	 5	 -	
AOA	transcripts	 Cover	 	 2	 0.170	
Fire	 square	root	 1	 <0.001	
Cover*Fire	 	 5	 -	
AOB	 Cover	 	
square	root	
2	 <0.01	
Fire	 	 1	 0.083	
Cover*Fire	 	 5	 -	
AOA	:	(AOA+AOB)	
ratio	
Cover	 	 2	 0.170	
Fire	 log	 1	 0.210	
Cover*Fire	 	 5	 -	
AOA	:Archaea	ratio	 Cover	 	 2	 0.066	
Fire	 -	 1	 0.225	
Cover*Fire	 	 5	 0.185	
AOA	
transcripts	:16S	
Archaea	transcripts	
ratio	
Cover	 	 2	 0.307	
Fire	 -	 1	 0.443	
Cover*Fire	 	 5	 0.298	
Ratio	AOB/	
Bacateria	
transcripts	
Cover	 	 2	 <0.01	
Fire	 log	 1	 0.249	
Cover*Fire	 	 5	 -	
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Figure	 5-5:	 Abundances	 and	 transcript	 of	 archaeal-AOA	 (A)	 amoA	 genes	 according	 to	 the	 cover	 and	 the	
weather:	bare	soil	 (BS),	grass	species	Hyparrhenia	diplandra	 (GRA)	and	tree	species	Crossopteryx	febrifuga	
(TRE),	before	fire	(BF,	in	with)	and	after	fire	season	(AF	in	grey)	and	the	light	gray	for	the	mean	effect	of	the	
cover.	Means	and	SEs	were	calculated	from	ten	replicates	for	the	cover	effect	and	with	fifteen	replicates	for	the	
fire	treatment,	small	letters	indicate	statistical	difference	between	cover	(p<0.05).	
	
Figure	5-6	 :	Abundances	of	bacterial-AOB	amoA	 genes	according	 to	 the	cover:	bare	 soil	 (BS),	 grass	 species	
Hyparrhenia	diplandra	 (GRA)	and	tree	species	Crossopteryx	febrifuga	 (TRE).	Means	and	SEs	were	calculated	
from	ten	replicates	for	the	cover	effect,	small	letters	indicate	statistical	difference	between	cover	(p<0.05).	
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5.3.4	Discussion		
	
	
In	our	study,	the	SWC	decreased	after	the	fire,	which	can	be	explained	by	two	mechanisms:	(i)	The	
increase	in	soil	temperature	during	fire	can	increase	the	evaporation	of	water,	and	the	decrease	in	soil	
protection	by	plant	biomass	after	fire	could	increase	evaporation.	(ii)	Grasses	resume	their	growth	very	
quickly	after	fire	(grass	leaves	have	a	height	of	ca.	5	cm,	only	five	days	after	fire	when	soil	was	sampled	
-	data	no	shown),	which	lead	to	an	increase	in	evapotranspiration.	Furthermore,	we	can	note	that	pH	
changed	with	the	cover,	but	not	with	fire,	while	many	studies	reported	a	pH	increase	after	fire	(Muñoz-
Rojas	 et	 al.,	 2016;	 Ponder	 et	 al.,	 2009;	Rodríguez	 et	 al.,	 2017;	 Yinghua	et	 al.,	 2012).	 These	 studies	
attributed	such	as	change	in	pH	to	ashes	that	release	cations	such	as	Ca
2+
	on	the	soil	surface	(Ponder	
et	 al.,	 2009;	 Rodríguez	 et	 al.,	 2017).	 It	 is	 not	 clear	while	 this	mechanism	does	 not	 apply	 to	 Lamto	
savannas.	The	total	C	and	N	contents	were	higher	under	trees	and	grasses	than	in	bare	soils	(BS),	which	
appears	as	logical	since	bare	soil	patches	have	been	deprived	of	plant	litter	and	exudate	inputs	for	one	
year	before	our	soil	sampling.	The	NH4
+
	concentration	was	higher	under	trees	than	under	grasses	and	
bare	soil.	This	has	already	been	reported	by	Srikanthasamy	et	al.	(2018)	and	Mordelet	et	al.	(1993)	and	
can	be	explained	by	the	presence	of	more	mineral	nutriments	under	trees,	which	is	a	rather	general	
pattern	in	savannas	(Kellman,	1979;	Ludwig	et	al.,	2004).	The	higher	NH4
+
	concentration	after	the	fire	
is	likely	due	to	the	deposition	of	ashes	(Xue	et	al.,	2014).	
The	total	archaeal	and	bacterial	abundance	did	not	change	with	the	vegetation	cover	and	the	fire,	but	
the	total	fungal	abundance	was	higher	under	trees	and	grasses	than	in	bare	soil	and	was	not	impacted	
by	 fire.	 This	 suggests	 a	 strong	 rhizospheric	 effect	 linked	 root-fungal	 associations	 under	 trees	 and	
grasses.	However,	no	data	is	so	far	available	on	the	abundance	of	mycorrhizae	in	Lamto	savanna	to	
confirm	 this	 hypothesis.	 Furthermore,	 the	 SWC	being	 lower	 under	 bare	 soil,	 (i)	 it	 could	 negatively	
impact	the	fungal	abundance	because	the	impact	of	fire	increases	when	the	SWC	is	lower	(Beyers	et	
al.,	2005),	and	(ii)	drought	is	an	important	limiting	factor	for	fungal	growth	in	burned	soils	(Rutigliano	
et	 al.,	 2007).	 Bacterial	 and	 fungal	 transcript	 abundances	 increased	 after	 the	 fire,	 whatever	 the	
vegetation	cover.	This	is	probably	due	to	the	increase	in	mineral	N	availability	after	the	fire.	This	can	
also	be	due	to	the	fact	that	grasses	(Abbadie	et	al.,	2006	and	personal	observation)	and	trees	resume	
their	growth,	and	probably	 root	exudation,	after	 fire	 (Ricardo	and	Pons,	2001;	Tessler	et	al.,	2016;	
Wittenberg	et	al.,	2007).	Furthermore,	disturbances	tend	to	induce	a	decrease	in	hyphal	length	and	to	
trigger	sporulation	(Mataix-Solera	et	al.,	2002).	Thus,	sporulation	could	have	been	triggered	by	the	dry	
season	and	fire,	and	the	induced	thermal	stress	could	have	stimulated	spore	germination,	which	would	
lead	to	an	increase	of	the	fungal	transcript	abundance	(Mataix-Solera	et	al.,	2002).	This	hypothesis	is	
supported	by	our	results	in	Srikanthasamy	et	al	(2018b):	the	abundance	of	fungal	transcripts	during	
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the	wet	season,	about	five	month	after	the	fire,	was	around	two-times	lower	than	the	abundances	just	
after	the	fire.		
	
The	 total	 bacterial	 nitrifier	 abundance	 was	 lower	 under	 grasses	 due	 to	 the	 inhibition	 of	 the	
nitrification(Lata	 et	 al.,	 2000;	 Srikanthasamy	 et	 al.,	 2018).	 Bacterial	 nitrifier	 transcripts	 were	 not	
detected	before	and	after	fire,	confirming	that	AOB	are	not	the	main	actors	in	the	nitrification	process	
in	this	savanna	(Srikanthasamy	et	al	2018b).	As	previously	shown,	the	archaeal	nitrifiers	have	a	very	
low	abundance	under	grasses	(Srikanthasamy	et	al.,	2018a,b)	due	to	the	inhibition	of	nitrification	by	
grasses.	 Archaeal	 nitrifier	 transcripts	were	 overall	 detected,	 so	 that	we	 can	 suppose	 that	 archaeal	
nitrifiers	 are	mainly	 responsible	 for	 nitrification	 in	 this	 savanna.	 The	 decrease	 of	 archaeal	 nitrifier	
transcripts	after	fire	can	be	explained	by	two	complementary	mechanisms:	(i)	NH4
+
	concentration	in	
the	soil	increases	after	the	fire.	Indeed,	in	the	literature,	archaeal	nitrifier	predominance	and	activities	
is	principally	controlled	by	two	parameters:	pH	and	ammonium	availability	(Prosser	and	Nicol,	2012).	
Archaeal	nitrifiers	are	less	active	with	high	pH	and	high	ammonium	concentrations	(Cao	et	al.,	2011;	
Nicol	et	al.,	2008;	Prosser	and	Nicol,	2012).	(ii)	The	intensity	of	nitrification	inhibition	by	grasses	likely	
increases	after	fire	(NEA	decreases	to	zero).	Indeed,	grasses	start	to	grow	quickly	after	fire	so	that	their	
root	exudation	and	their	BNI	activities	probably	also	increase	after	the	fire.	Taken	together,	the	NEA	
and	the	archaeal	nitrifiers	transcriptional	activities	both	decrease	after	fire.	This	further	supports	the	
hypothesis	that	archaeal	nitrifiers	are	more	influential	for	nitrification	than	bacterial	nitrifiers	in	this	
savanna	(Srikanthasamy	et	al	2018b).	
	
5.3.5.	Conclusion	
	
Taken	 together,	 the	 fire	 decreased	 SWC,	 probably	 by	 increasing	 evaporation	 and	 increased	 soil	
ammonium	 availability	 due	 to	 ash	 deposition	 and	 increased	mineralization.	 These	 impacts	 on	 soil	
properties	and	indirect	impacts	of	fire	may	affect	microbial	abundance,	transcriptional	activities	and	
nitrification.	It	increased	bacterial	and	fungal	transcriptional	activities.	Fire,	through	these	direct	and	
indirect	mechanisms,	also	decreased	the	archaeal	nitrifier	activities	(transcripts)	and	the	nitrification	
enzymatic	activities.	This	last	effect	is	likely	due	to	the	fact	that	grasses	that	inhibit	nitrification	resume	
their	growth	quickly	after	the	fire.		
Fires	 are	 known	 to	 be	 critical	 for	 the	maintenance	 of	 savanna	 ecosystems	 (Bond	 et	 al.,	 2005).	 In	
particular,	the	impact	of	fires	on	tree-grass	coexistence	has	thoroughly	been	studied	(Bond	et	al.,	2005;	
N’Dri	et	al.,	2012;	Sankaran	et	al.,	2008).	The	impact	of	fires	on	soils	and	soil	microorganisms	are	also	
widely	acknowledged	but	have	not	been	fully	documented	especially	in	African	savannas.	Our	study	
paves	the	way	for	new	studies	documenting:	(1)	the	short	term	impacts	of	fires	on	other	aspects	of	
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microbial	 communities	 and	 their	 activities	 (denitrification,	mineralization,	 phylum-level	 changes	 in	
response	to	fire),	(2)	the	comparison	of	the	impact	of	different	fire	regimes	differing	and	leading	to	
different	severities	and	temperatures	(N’Dri	et	al.,	2012),	as	they	can	influence	soil	physico-chemical	
proprieties,	 which	 can	 impact	 microbial	 diversity.	 Further	 investigation	 about	 the	 microbial	
communities	 are	 therefore	 necessary	 to	 better	 understand	 the	 fire	 impact	 on	 the	 microbial	
communities	(Fontúrbel	et	al.,	2012),	(3)	the	long	term	impacts	of	fire	on	savanna	mineral	nutrient	and	
C	balances	and	soil	microorganisms.		
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5.3.6	Supplementary	data	
		
	
	
	
	
	
	
	
	
	
	
	
	
	
	Table	5-S1:	Soil	physicochemical	characteristics.	Means	and	SE	were	calculated	on	five	replicates.	
	
Season	 Situation	 Water	content	(%)	 NEA	(µg	N-(NO3
-
	+	NO2
-
)	
h
-1
	g
-1	
dry	soil)	
[NO3
-
]	(mg	g-
1
	dry	soil)	 [NH4
+
]	(mg	g-
1
	dry	soil)	 pH	 N	tot	(%)	 C	tot	(%)	
BF	 BS	 15.66±2.46	 14.62	±4.00×10
-3
	 12.66±0.53×10
-3
	 5.55±0.	55×10
-3
	 6.69±0.10	 0.056±0.005	 0.835±0.089	
AF	 BS	 7.00±1.42	 4.40±4.23×10
-3
	 12.23±0.44×10
-3
	 5.22±0.64×10
-3
	 6.69±0.15	 0.049±0.021	 0.771±0.300	
BF	 GRA	 12.18±2.75	 1.92±3.38×10
-3
	 12.27±0.35×10
-3
	 6.12±1.03×10
-3
	 6.64±0.19	 0.065±0.011	 1.057±0.221	
AF	 GRA	 10.94±2.67	 0.00±0.00	 12.89±0.29×10
-3
	 7.15±1.09×10
-3
	 6.66±0.14	 0.057±0.015	 0.941±	0.230	
BF	 TRE	 16.56±1.32	 21.89	±16.44×10
-3
	 12.60±0.42×10
-3
	 6.41±0.70×10
-3
	 6.87±0.08	 0.072±0.010	 0.992±0.089	
AF	 TRE	 10.70±4.04	 20.40±12.12×10
-3
	 12.41±0.48×10
-3
	 7.79±1.18×10
-3
	 6.89±0.13	 0.078±0.017	 1.130±0.202	
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Tableau	S2:	Abundances	and	ratios	of	total	microbial	communities	and	the	N-cycle	functional	genes.	Means	and	SE	were	calculated	on	five	replicates.	
Season	 Situation	 Total	archaea	
(16S	rRNA)	
(copies	g
-1
	dry	
soil)	
Total	bacteria	
(16S	rRNA)	
(copies	g
-1
	dry	
soil)	
Total	fungi	
(18S	rRNA)	
(copies	g
-1
	dry	
soil)	
AOA	
(copies	g
-1
	dry	
soil)	
AOB	
(copies	g
-1
	dry	
soil)	
AOA/(AOA+AOB)	
ratio	
AOA/Archaea	
ratio	
AOB/Bacteria	
ratio	
Bacteria/Fungi	
ratio	
BF	 BS	 3.00±0.66×10
9
	
	
1.81±0.45×10
9
	
	
1.91±0.53×10
8
	
	
1.26±0.80×10
6
	
	
6.31±6.32×10
5
	
	
0.67±0.16	
	
3.86±2.06×10
-4
	
	
3.61±3.77×10
-4
	
	
9.86±2.57	
	
AF	 BS	
2.52±0.23×10
9
	
	
1.70±0.21×10
9
	
	
1.70±0.11×10
8
	
	
9.87±0.53×10
5
	
	
1.23±0.95×10
6
	
	
0.47±0.26	
	
3.81±1.90×10
-4
	
	
7.29±5.60×10
-4
	
	
9.97±0.95	
	
BF	 GRA	
3.60±0.61×10
9
	
	
1.71±0.43×10
9
	
	
7.47±3.35×10
8
	
	
0.00±0.00	
	
1.62±0.95×10
5
	
	
NA	
	
NA	
	
1.07±0.16×10
-4
	
	
2.60±1.14	
	
AF	 GRA	 3.02±2.79×10
9
	
	
1.46±0.52×10
9
	
	
8.98±4.30×10
9
	
	
0.00±0.00	
	
1.33±0.97×10
5
	
	
NA	
	
NA	
	
8.59±0.35×10
-4
	
	
1.97±1.14	
	
BF	 TRE	 2.40±1.16×10
9
	
	
1.76±0.92×10
9
	
	
7.19±0.35×10
9
	
	
1.10±0.83×10
6
	
	
3.44±0.82×10
5
	
	
0.69±0.17	
	
4,63±2.22×10
-4
	
	
3.02±2.86×10
-4
	
	
2,55±0.70	
	
AF	 TRE	 2.94±1.16×10
9
	
	
2.19±1.02×10
9
	
	
8.05±2.38×10
9
	
	
1.80±1.25×10
6
	
	
8.14±5.90×10
5
	
	
0.69±0.06	
	
7.50±2.97×10
-4
	
	
4.35±1.46×10
-4
	
	
3.06±1.73	
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Tableau	S3:	Abundances	for	transcripts	and	ratios	of	total	microbial	communities	and	the	N-cycle	functional	genes.	Means	and	SE	were	calculated	on	five	replicates.	
	
Season	 Situation	 Total	archaea	(16S	
rRNA)	
(copies	g
-1
	dry	soil)	
Total	bacteria	(16S	
rRNA)	(copies	g
-1
	dry	
soil)	
Total	fungi	(18S	rRNA)	
(copies	g
-1
	dry	soil)	
AOA	
(copies	g
-1
	dry	soil)	
AOB	
(copies	g
-1
	dry	
soil)	
AOA/Archaea	ratio	 Bacteria/Fungi	
ratio	
BF	 BS	 1.05±0.43×	10
10
	
	
	
2.97±0.84×	10
9
	
	
1.79±1.82×	10
7
	
	
3.34±2.32×	10
4
	
	
	
NA	
	
3.79±2.99×	10
-6
	
	
	
2.26±3.24×	10
3
	
	
	
AF	 BS	 0.36±0.23×	10
10
	
	
7.14±5.46×	10
9
	
	
7.86±7.58×	10
8
	
	
0.00±0.00	
	
	
NA	
	
NA	
	
	
1.14±0.71×	10
1
	
	
	
BF	 GRA	 1.10±0.89×	10
10
	
	
	
3.78±2.15×	10
9
	
	
0.925±1.86×	10
8
	
	
	
1.68±2.05×	10
5
	
	
	
NA	
	
0.53±1.05×	10
1
	
	
	
1.70±1.61×	10
2
	
	
AF	 GRA	 1.73±0.98×	10
10
	
	
	
3.10±1.62×	10
10
	
	
7.68±4.68×	10
9
	
	
	
4.91±7.33×	10
3
	
	
	
NA	
	
2.58±2.37×	10
-6
	
	
	
4.13±0.82×10
0
	
	
	
BF	 TRE	 1.42±0.50×	10
10
	 3.58±1.91×	10
9
	
	
	
3.68±5.36×	10
8
	
	
	
4.21±2.26×	10
4
	
	
	
NA	
	
3.26±2.21×	10
-6
	
	
	
2.08±3.47×	10
2
	
	
	
AF	 TRE	 1.09±0.56×	10
10
	 1.71±1.06×	10
10
	
	
4.71±63.18×	10
9
	
	
	
1.72±0.91×	10
4
	
	
	
NA	
	
2.14±1.60×	10
-6
	
	
	
3.76±0.37×	10
0
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6.1	Discussion	générale	
	
Les	 savanes	 tropicales	 recouvrent	 environ	 12-13%	 des	 terres	 émergées,	 et	 cependant	 le	
fonctionnement	 microbien	 fin	 de	 leurs	 sols	 (comprenant	 l’étude	 moléculaire	 de	 leur	 diversité	
fonctionnelle),	notamment	le	cycle	de	l’azote	(N),	a	été	jusqu’ici	très	peu	étudié	(6	articles	publiés	à	
l’heure	 actuelle	 sur	 les	 gènes	 nitrifiants).	 Dans	 le	 cadre	 de	 ma	 thèse,	 j’ai	 cherché	 à	 étudier	 les	
interactions	plantes-sols	dans	ces	écosystèmes	en	prenant	 l’exemple	de	 l’impact	des	plantes	sur	 le	
cycle	de	l’N.	J’ai	aussi	cherché	à	décrire	l’impact	des	perturbations	telles	que	la	saisonnalité	et	le	feu	
sur	ces	interactions	plantes-sol.	Ces	résultats	peuvent	contribuer	à	expliquer	la	coexistence	entre	les	
Poacées	 et	 les	 arbres	 en	 savane	 (Boudsocq	 et	 al.,	 2012).	 Pour	 cela,	 j’ai	 cherché	 à	 répondre	 aux	
questions	globales	suivantes	:	
	
(1) Les	 espèces	 de	 Poacées	 dominantes	 de	 la	 savane	 de	 Lamto	 inhibent-elles	 globalement	 la	
nitrification	?	
(2) Les	espèces	d’arbres	dominantes	ont-elles	une	influence	différente	de	celle	des	Poacées	sur	la	
nitrification	?	Stimulent-elles	la	nitrification	?	
(3) La	 saisonnalité,	 le	 feu	 et	 le	 type	 de	 couvert	 végétal	 ont-ils	 un	 impact	 croisé	 sur	 le	
fonctionnement	des	microorganismes	du	sol,	notamment	ceux	impliqués	dans	le	cycle	de	l’N	
?	
	
6.	1.1	Inhibition	de	la	nitrification	par	les	Poacées	
	
Les	 Poacées	 dominantes	 de	 la	 savane	 de	 Lamto	 semblent,	 au	 final,	 toutes	 inhiber	 la	
nitrification.	En	effet,	les	résultats	obtenus	dans	le	Chapitre	3	ont	permis	de	démontrer	que	le	taux	de	
nitrification	sous	ces	Poacées	était	aussi	faible	que	sous	Hyparrhenia	diplandra,	sachant	que	des	études	
précédentes	avaient	démontré	la	capacité	d’inhiber	la	nitrification	par	cette	espèce	(Lata	et	al.,	1999,	
2000,	2004)	et	qu’elle	a	été	également	directement	 testée	par	Subbarao	et	al.	pour	cette	capacité	
(Srikanthasamy	et	al.,	2018).	Dans	les	études	correspondantes	aux	Chapitres	4	et	5,	des	parcelles	sans	
Poacées	ont	été	créées	un	an	avant	l’échantillonnage.	On	peut	noter	que	le	taux	de	nitrification	des	
parcelles	nues	est	significativement	supérieur	à	celui	sous	les	espèces	de	Poacée	(dont	Hyparrhenia	
diplandra).	Ceci	permet	de	confirmer	la	présence	de	l’inhibition	de	la	nitrification,	et	ce	quelle	que	soit	
la	saison.	
	
Actuellement,	plusieurs	espèces	de	Poacées	sont	connues	pour	inhiber	la	nitrification	(Coskun	
et	al.,	2017a;	 J.	Lata	et	al.,	2000;	Subbarao	et	al.,	2009),	mais	 les	molécules	 intervenant	dans	cette	
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inhibition	ne	sont	pas	toutes	identifiées,	et	ces	molécules	inhibitrices	peuvent	jouer	d’autres	rôles	chez	
la	plante	que	l’inhibition	de	la	nitrification.	Par	exemple,	le	Sorgoleone	exsudé	par	les	racines	du	sorgho	
est	connu	pour	avoir	un	effet	herbicide	(Coskun	et	al.,	2017b).	De	plus,	les	mécanismes	d’inhibition	de	
la	 nitrification	 ont	 été	 jusqu’à	 présent	mal	 décrits	 (Subbarao	 et	 al.,	 2012).	 Un	 blocage	 d’une	 voie	
enzymatique	a	été	mis	en	évidence,	mais	un	blocage	direct	de	l’expression	des	gènes	de	la	nitrification	
chez	les	microorganismes	reste	possible,	et	certains	de	mes	résultats	(Chapitre	4)	pourraient	aller	dans	
ce	 sens.	 Enfin,	 l’organisme	 modèle	 actuellement	 utilisé	 pour	 estimer	 le	 taux	 d’inhibition	 de	 la	
nitrification	 par	 Subbarao	 et	 al.,	 (2009)	 est	 une	 bactérie	 nitrifiante,	 alors	 que	 des	 archées	 ont	
également	 cette	 capacité	 d’effectuer	 la	 nitrification.	 Mes	 résultats	 suggèrent	 fortement	 que	
l’Inhibition	Biologique	de	la	Nitrification	(BNI)	par	les	Poacées	peut	aussi	inhiber	la	nitrification	par	les	
archées.	La	récente	étude	de	Nuñez	et	al.	(2018)	suggère	également	qu’une	étude	de	l’impact	du	BNI	
sur	les	archées	semble	nécessaire.	
Un	début	de	piste	pour	vérifier	cet	impact,	en	condition	in	vitro	dans	un	premier	temps,	serait	
d’extraire	 les	 exsudats	 racinaires	 d’une	 Poacée	 inhibitrice	 (e.g.	 H.	 diplandra)	 en	 conditions	
d’hydroponie	telles	que	pratiquées	par	Subbarao	et	al.	(2009).	Dans	un	deuxième	temps,	ces	exsudats	
racinaires	 pourraient	 être	 mis	 en	 contact	 à	 différentes	 concentrations	 (pour	 se	 rapprocher	 des	
fluctuations	en	conditions	in	situ,	e.g.	en	fonction	des	conditions	d’activités	saisonnières	de	la	plante,	
et	pour	observer	des	effets	seuils)	avec	des	souches	pures	d’archées	nitrifiantes	(exemple	Candidatus	
Nitrosocosmicus	 franklandus,	 Lehtovirta-Morley	 et	 al.	 (2016))	 puis	 de	 suivre	 leur	 activité	 et	 leur	
croissance	(Catão	et	al.,	2017).	Ce	type	d’expérience	nous	permettrait	d’avoir	un	début	de	piste	sur	
l’impact	 des	 molécules	 inhibitrices	 sur	 les	 archées	 nitrifiantes.	 Sachant	 que	 l’on	 ne	 dispose	
actuellement	que	de	peu	d’archées	nitrifiantes	cultivables	(Lehtovirta-Morley	et	al.,	2016),	les	résultats	
ne	permettront	cependant	pas	d’extrapoler	immédiatement	à	toutes	les	archées	nitrifiantes	des	sols,	
et	en	particulier	des	sols	de	savanes.	
	
6.1.2	Stimulation	de	la	nitrification	par	les	arbres	
	
Les	espèces	d’arbres	dominantes	à	Lamto	semblent	toutes	stimuler	 la	nitrification.	En	effet	
dans	le	Chapitre	3,	des	taux	de	nitrification	nettement	supérieurs	à	ceux	sous	Poacées	ont	été	mesurés.	
Les	Chapitres	4	et	5	nous	ont	permis	de	confirmer	cette	hypothèse	:	le	taux	de	nitrification	sous	les	
arbres	 est	 significativement	 supérieur	 à	 celui	 des	 sols	 des	 parcelles	 nues.	 Ainsi,	 mes	 résultats	
supportent	l’hypothèse	de	la	stimulation	de	la	nitrification	par	les	arbres.	Une	étude	de	Zhang	et	al.	
(2016)	en	zone	tempérée,	rapporte	l’existence	d’une	stimulation	de	la	nitrification	par	les	arbres,	mais	
peu	 d’études	 existent	 sur	 ce	 type	 de	 mécanisme	 en	 savane.	 Des	 études	 approfondies	 seront	
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nécessaires	afin	d’évaluer	la	généralité	de	cette	stimulation	de	la	nitrification	par	les	arbres	de	savane,	
et	pour	analyser	les	mécanismes	expliquant	cette	stimulation.	
Deux	 types	 de	 mécanismes	 sont	 a	 priori	 possibles	 :	 (1)	 Les	 arbres	 peuvent	 stimuler	
spécifiquement	la	nitrification	en	stimulant	les	communautés	nitrifiantes	par	des	exsudats	particuliers.	
(2)	Le	sol	sous	les	arbres	(et	en	particulier	sous	les	bosquets	d’arbres)	est	enrichi	en	matière	organique,	
en	N	et	en	eau,	ce	qui	pourrait	favoriser	les	communautés	nitrifiantes.	Un	fort	taux	de	minéralisation	
sous	les	arbres	a	également	été	constaté	à	Lamto	(Mordelet	et	al.,	1993).	Ceci	peut	s’expliquer	par	une	
plus	grande	humidité	du	sol	et	une	concentration	plus	élevée	en	matière	organique,	permettant	donc	
d’augmenter	 la	 disponibilité	 en	 ammonium	via	 la	minéralisation,	 et	 pouvant	donc	potentiellement	
favoriser	la	nitrification.	De	plus,	à	Lamto,	une	forte	présence	des	termites	dans	l’environnement	des	
arbres	est	souvent	observée	(Mordelet	&	Le	Roux,	2006)	:	les	arbres	poussent	en	moyenne	à	proximité	
des	buttes	 termitiques	 (Barot	et	 al.,	 2005).	 Sachant	que	 les	 termites	 sont	 connus	pour	 favoriser	 la	
décomposition	dans	les	savanes	et	les	forêts	tropicales	(López-Hernández,	2001),	on	peut	s’attendre	
ici	 à	 ce	 qu’ils	 rendent	 plus	 d’ammonium	 disponible.	 D’autre	 part,	 le	 taux	 de	 nitrification	 dans	 les	
termitières	 est	 plus	 élevé	 que	 loin	 des	 termitières	 (Abbadie,	 2006).	 Des	 études	 complémentaires	
peuvent	être	envisagées	en	échantillonnant	des	arbres	en	présence	et	en	absence	de	termitières.		
A	ce	stade,	mes	données	ne	permettent	pas	de	trancher	entre	les	deux	types	de	mécanismes	
pouvant	 expliquer	 la	 stimulation	 de	 la	 nitrification	 sous	 les	 arbres.	 Cependant,	 certains	 de	 mes	
résultats	du	Chapitre	4	montrent	une	augmentation	des	abondances	microbiennes,	aussi	bien	totales	
que	des	nitrifiants,	sous	les	arbres	par	rapport	au	sol	nu.	Ils	vont	plutôt	dans	le	sens	d’une	stimulation	
générale	des	microorganismes	sous	les	arbres	et	pas	d’une	stimulation	spécifique	des	nitrifiants,	car	
on	 n’observe	 pas	 de	 différence	 sur	 les	 ratios	 AOA/archées	 totaux	 et	 AOB/bactéries	 totaux.	 L’effet	
d’une	stimulation	générale	pourrait	être	vérifié	par	des	expériences	en	microcosmes,	en	utilisant	des	
sols	n’ayant	pas	subi	l’effet	des	arbres,	comme	le	sol	nu	de	savane.	Il	s’agirait	de	réaliser	une	incubation	
en	microcosmes	du	sol	nu,	et	de	 faire	varier	 les	apports	en	nutriment	comme	 l’N,	 le	carbone	et	 la	
quantité	d’eau	jusqu’à	atteindre	les	quantités	présentes	habituellement	sous	les	arbres,	puis	au	bout	
de	 plusieurs	 semaines	 d’incubation,	 de	 réaliser	 des	 mesures	 de	 nitrification	 et	 de	 quantifier	 les	
communautés	microbiennes	du	sol,	totales	et	nitrifiantes.	Si	la	nitrification	augmente	lorsque	l’apport	
en	nutriment	dans	les	sols	augmente	et	que	les	microorganismes	du	sol	suivent	la	même	tendance,	on	
pourra	alors	conclure	à	une	stimulation	générale	des	microorganismes	par	 les	arbres.	Des	analyses	
complémentaires	pourraient	inclure	la	présence	de	litière,	et/ou	de	termites,	dans	les	microcosmes.	
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6.	1.3	Impact	global	du	couvert	végétal	sur	les	microorganismes	et	les	
communautés	nitrifiantes	et	dénitrifiantes	du	sol	
	
Dans	un	premier	temps,	en	comparant	les	abondances	des	communautés	microbiennes	du	sol	
entre	arbres	et	Poacées,	j’ai	trouvé	une	plus	grande	abondance	totale	en	archées	et	bactéries	sous	les	
Poacées	que	 sous	 les	arbres	 (Chapitre	3,	données	complémentaires).	 Il	n’y	avait	par	 contre	pas	de	
différence	pour	 les	champignons.	Dans	 le	Chapitre	4,	aucune	différence	en	termes	d’abondance	ou	
d’activité	transcriptionelle	pour	 les	archées,	 les	bactéries	et	 les	champignons	entre	les	arbres	et	 les	
Poacées	n’a	été	détectée.	Les	différences	de	résultat	entre	les	deux	chapitres	peuvent	s’expliquer	par	
le	fait	que	dans	le	Chapitre	3,	4	espèces	d’arbres	et	4	espèces	de	Poacées	ont	été	comparées.	Cette	
hétérogénéité	a	pu	rendre	plus	facile	la	détection	d’une	différence	entre	Poacées	et	arbres.		
	
Les	arbres	et	les	Poacées	ayant	des	stratégies	différentes	vis-à-vis	du	cycle	de	l’N,	les	Chapitres	
3,	4	ont	permis	de	mieux	comprendre	leur	impact	sur	les	microorganismes	impliqués	dans	ce	cycle.	De	
manière	 générale,	 on	 observe	 plus	 de	 nitrifiantes	 sous	 les	 arbres	 que	 sous	 les	 Poacées.	 Ceci	 peut	
refléter	 cette	 différence	 de	 stratégie	 vis-à-vis	 de	 la	 nitrification	 :	 diminution	 des	 communautés	
nitrifiantes	sous	les	Poacées	du	fait	de	l’inhibition	de	la	nitrification,	et	augmentation	des	nitrifiantes	
sous	 les	arbres	en	 liaison	avec	 la	 stimulation	de	 la	nitrification.	 Sous	 les	arbres,	 il	 a	également	été	
observé	 environ	5	 fois	 plus	 d’AOA	que	d’AOB,	 alors	 que	 sous	 les	 Poacées,	 les	AOA	 sont	 en	même	
quantité	que	les	AOB.	J’ai	également	mesuré	des	transcrits	pour	amoA-AOA,	alors	qu’aucun	transcrit	
d’amoA-AOB	n’a	été	mesuré,	et	ceci	quel	que	soit	le	couvert	végétal	ou	la	saison.	
Ces	résultats	impliquent	que	les	archées	nitrifiantes	contribuent	probablement	fortement	à	la	
nitrification	aussi	bien	sous	les	arbres	que	sous	les	graminées.	Deux	autres	études	en	savanes	(Côte-
d’Ivoire	 et	 Afrique	 du	 Sud)	 suggèrent	 également	 que	 les	 AOA	 auraient	 un	 rôle	 important	 dans	 la	
nitrification	dans	ce	type	de	sol	(Assémien	et	al.,	2017;	Rughöft	et	al.,	2016).	Au	vu	de	nos	résultats	en	
termes	d’activité	 transcriptionelle,	 cela	 confirme	effectivement	 ce	 rôle	 important	 des	AOA	dans	 la	
nitrification.	 Cependant,	 même	 si	 les	 transcrits	 reflètent	 l’activité	 des	 microorganismes	 pour	 la	
synthèse	de	l’enzyme	nitrifiante,	cela	ne	reflète	pas	nécessairement	l’activité	enzymatique	réelle	dans	
le	sol,	et	resterait	donc	à	valider.	
Actuellement,	 la	molécule	 1-octyne	est	 connue	pour	 inhiber	 spécifiquement	 l’enzyme	AOB	
(Hink	et	al.,	2017),	et	l’acétylène	est	également	connu	pour	inhiber	aussi	bien	les	enzymes	issues	des	
archées	que	des	bactéries	(Hink	et	al.,	2017).	S’appuyant	sur	ces	possibilités,	une	étude	en	présence	
de	ces	 inhibiteurs	de	 la	nitrification	et	des	enzymes	 issues	des	AOA	et	AOB	est	donc	possible	pour	
confirmer	l’activité	prédominante	des	AOA	:	une	expérience	en	microcosmes	pourrait	être	réalisée	en	
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incubant	du	sol	rhizosphérique	de	Poacées	et	des	arbres	(1)	sans	inhibiteur	de	la	nitrification	(2)	avec	
seulement	 de	 l’1-octyne	 et	 (3)	 avec	 seulement	 de	 l’acétylène.	 Les	 tableaux	 6.1	 et	 6.2	 ci-dessous	
explicitent	un	plan	d’expérience	et	les	interprétations	possibles	de	ses	résultats.	
Tableau	6-1	:	Expérience	potentielle	d’incubation	de	sols	sous	arbre	avec	ou	sans	inhibiteur,	et	les	résultats	
possibles	et	leur	interprétation.	L’acétylène	inhibe	archées	et	bactéries	nitrifiantes.	L’octyne-1	inhibe	seulement	
les	bactéries	nitrifiantes.	NitAOA	 :	nitrification	réalisée	par	les	AOA	;	NiAOB	 :	nitrification	réalisée	par	les	AOB	et	
NitMinéralisation	:	flux	de	nitrification	dû	à	la	minéralisation	de	la	matière	organique.		
 
Sol	sous	arbre	
Inhibiteur	 Sans	inhibiteur	 Acétylène	 Octyne-1	
Flux	de	
nitrification	
Flux	>	0	
Flux	=	NitAOA+	
NitAOB+	
NitMinéralisation	
Flux	=	NitMinéralisation	 Flux	=	NitAOA	
Flux	=	0	 	
Absence	de	
minéralisation	
Nit	fait	par	AOB	
Conclusion	
Si	flux	avec	Octyne-1	:	Flux	AOA	=	Flux	Octynes-1	–	Flux	Acétylene	
Si	FluxAcétylene	=	Flux	Octynes-1	=>	FluxMinéralisation	donc	AOA	et	AOB	pas	actives	
	
Les	Poacées	inhibant	la	nitrification,	cela	induit	donc	de	facto	une	diminution	de	la	disponibilité	
en	nitrate	 (Chapitre	3)	disponible	pour	 les	bactéries	dénitrifiantes.	Dans	 le	Chapitre	3,	 il	a	bien	été	
constaté	que	la	dénitrification	était	faible	sous	les	Poacées,	mais	également	accompagné	d’une	faible	
abondance	des	bactéries	dénitrifiantes	en	 comparaison	de	 ce	qui	est	 trouvé	 sous	 les	arbres.	 Cette	
faible	abondance	de	bactéries	dénitrifiantes	sous	les	Poacées	pourrait	ne	pas	sembler	logique	sachant	
que,	d’après	la	littérature,	le	processus	hétérotrophe	de	dénitrification	n’est	pas	obligatoire	pour	les	
dénitrifiantes.	 On	 pourrait	 cependant	 expliquer	 cette	 diminution	 de	 l’abondance	 des	 bactéries	
dénitrifiantes	sous	les	Poacées	par	i)	l’impact	à	long	terme	de	la	faible	concentration	en	nitrate	sous	
les	Poacées	ou	ii)	une	éventuelle	inhibition	de	la	dénitrification	par	les	Poacées.	L’inhibition	biologique	
de	 la	 dénitrification	 (BDI)	 a	 déjà	 été	 rapportée	 par	 Bardon	 et	 al.	 (2014)	 chez	 une	 polygonacée	 (la	
Renouée	 du	 Japon	 –Fallopia-	 qui	 est	 également	 pérenne)	 qui	 produit	 des	 exsudats	 spécifiques	
bloquant	comme	les	procyanidines,	des	tanins	condensés	(Bardon	et	al.,	2015).	Ces	molécules	inhibent	
spécifiquement	 la	 réduction	 du	 NO3
-	 mais	 pas	 du	 NO2
-.	 De	 plus,	 elles	 perturbent	 les	 membranes	
cellulaires	 sans	 affecter	 la	 viabilité	 des	 cellules	 (Bardon	 et	 al.,	 2016).	 Cependant,	 l’inhibition	 de	 la	
dénitrification	n’a	jamais	été	mise	en	évidence	chez	des	Poacées,	ni	même	chez	d’autres	espèces	que	
Fallopia.	
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Tableau	6-2	:	Expérience	potentielle	d’incubation	de	sol	sous	Poacée	avec	ou	sans	inhibiteurs	et	les	résultats	
possibles	et	leur	interprétation.	L’acétylène	inhibe	archées	et	bactéries	nitrifiantes.	L’octyne-1	inhibe	seulement	
les	bactéries	nitrifiantes.	NitAOA	 :	nitrification	réalisée	par	les	AOA	;	NiAOB	 :	nitrification	réalisée	par	les	AOB	et	
NitMinéralisation	:	flux	de	nitrification	dû	à	la	minéralisation	de	la	matière	organique.	
 
	 Sol	sous	Poacées	
Hypothèses	 Inhibiteur	 Sans	 Acetylene	 Octyne-1	
Les	Poacées	
n’inhibent	
que	les	
bactéries	
FFlux	
Flux	>	
0	
Flux	=	NitAOA+	
NitMinéralisation	
	
ou	
	
Flux	=		
NitMinéralisation=>	
AOA	inhibées	
par	GRA	
Flux	=	
NitMinéralisation	
Flux	=	NitAOA	
	
Ou	
	
Flux	=	FluxAcétylene	
=NitMinéralisation	=>	AOA	
inhibées	par	GRA	
Flux	=	
0	
Absence	de	
minéralisation	
Absence	de	
minéralisation	
Nit	fait	par	AOA	ou	
Absence	de	
minéralisation	
	
Les	Poacées	
n’inhibent	
que	les	
archées	
FFlux	
Flux	>	
0	
Flux	=	NitAOB+	
NitMinéralisation	
	
ou	
	
Flux	=	
NitMinéralisation	
=>	AOB	
inhibées	par	
GRA	
Flux	=	
NitMinéralisation	
Flux	=	NitMinéralisation	
Flux	=	
0	
Absence	de	
minéralisation	
Absence	de	
minéralisation	
Absence	de	
minéralisation	
Conclusion	
Si	FluxAcétylene	=	Flux	Octynes-1	=	FluxMinéralisation	donc	AOA	et	AOB	inhibées	par	
GRA	
	
	
Dans	un	premier	temps,	on	peut	déjà	vérifier	si	le	faible	flux	de	dénitrification	est	dû	à	la	faible	
disponibilité	en	nitrate	sous	les	sols	de	Poacées.	Pour	cela,	il	faudrait	incuber	des	sols	provenant	de	
sous	les	Poacées	avec	des	apports	en	nitrate	croissants.	Si	l’activité	de	dénitrification	augmente	avec	
les	ajouts	de	nitrate,	on	peut	conclure	que	c’est	la	faible	disponibilité	en	nitrate	qui	explique	les	faibles	
taux	 de	 dénitrification.	 À	 l’inverse,	 si	 le	 taux	 de	 dénitrification	 reste	 faible,	 des	 expériences	
complémentaires	seraient	à	envisager	pour	vérifier	l’existence	d’un	éventuel	effet	BDI	chez	les	Poacées	
présentes	à	Lamto.	
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Finalement,	les	arbres	ont	également	un	effet	fort	en	stimulant	la	nitrification,	rendant	donc	
plus	 de	 nitrate	 disponible	 pour	 la	 dénitrification.	 Cela	 conduit	 effectivement	 à	 un	 taux	 de	
dénitrification	9	fois	plus	élevé	et	à	une	communauté	dénitrifiante	abondante	sous	les	arbres.	Sachant	
que	 la	 dénitrification	 conduit	 à	 la	 formation	de	N2O,	qui	 est	 un	puissant	 gaz	 à	 effet	 de	 serre,	 cela	
suggère	qu’une	augmentation	du	couvert	arboré	en	savane	humide	conduirait	à	une	augmentation	
des	 émissions	 de	 N2O	 et	 de	 l’effet	 de	 serre.	 A	 l’inverse,	 une	 diminution	 du	 boisement	 ou	 une	
transformation	 en	 pâturage	 pourrait	 conduire	 à	 l’effet	 inverse.	 De	 plus,	 le	 couvert	 arboré	 varie	
beaucoup	selon	le	type	de	savane,	donc	une	étude	complémentaire	est	nécessaire	afin	de	vérifier	si	
les	 résultats	 obtenus	 à	 Lamto	 sont	 généralisables	 à	 d’autres	 savanes,	 en	 particulier	 dans	 d’autres	
conditions	 climatiques	 comme	 en	 savane	 semi-aride,	 ou	 dans	 d’autres	 savanes	 où	 les	 arbres	 (e.g.	
acacias)	peuvent	fixer	l’N.	Si	les	arbres	stimulent	à	la	fois	nitrification	et	dénitrification,	quel	que	soit	
le	processus	impliqué,	on	peut	s’attendre	à	des	émissions	différentes	de	N2O	selon	les	biomes,	et	ainsi	
à	des	rétroactions	différenciées	de	l’influence	des	plantes	de	savanes	sur	la	nitrification	sur	le	climat.		
Le	 bush-encroachment8	 (Ward,	 2005)	 actuellement	 en	 cours,	 quels	 qu’en	 soient	 les	
mécanismes	(e.g.	CO2	qui	augmente,	arrêt	du	feu,	etc.),	pourrait	conduire	à	une	augmentation	des	
émissions	de	N2O	(qui	a	un	pouvoir	d’effet	de	serre	beaucoup	plus	élevé	que	le	CO2).	A	l’heure	actuelle,	
on	observe	une	afforestation9	dans	de	nombreuses	zones	de	savane,	dans	le	cadre	du	marché	carbone.	
Or,	 si	 les	 résultats	 obtenus	 ici	 sont	 généralisables,	 cela	 devrait	 aussi	 contribuer	 aussi	 à	 augmenter	
l’effet	de	serre	et	accélérer	le	réchauffement	climatique.	
	
6.1.	4	Impacts	de	la	saisonnalité	sur	les	microorganismes	du	sol	et	les	
communautés	nitrifiantes	du	sol	
	
Entre	 la	 saison	humide	et	 sèche,	 il	 a	été	observé	une	 légère	augmentation	de	 l’abondance	
totale	 des	 archées	 et	 des	 bactéries,	 et	 pas	 de	 différence	 pour	 les	 champignons.	 L’activité	
transcriptionnelle	des	archées	est	quant	à	elle,	plus	forte	en	saison	sèche,	alors	que	pour	les	bactéries	
et	les	champignons	cette	activité	est	plus	importante	en	saison	humide.	
L’activité	des	archées	semble	donc	indépendante	du	couvert	végétal,	ce	qui	n’est	pas	le	cas	
par	 rapport	 à	 l’impact	 de	 la	 saison.	 Selon	 les	 écosystèmes,	 les	 précipitations	 et	 les	 variations	 de	
																																																						
8	Bush-encroachment	:	conversion	non	planifiée	d’une	zone	de	végétation	dominée	par	des	prairies	en	une	
zone	dominée	par	des	arbres,	ceci	pouvant	résulter	de	plusieurs	facteurs	comme	suite	à	un	surpâturage,	une	
invasion	d’espèce	non	autochtone	ou	à	l’augmentation	du	CO2	atmosphérique	ou	aux	changements	climatiques	
9	Afforestation	:	plantation	d’arbres	sur	une	superficie	afin	d’en	faire	une	forêt	
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l’humidité	des	sols	peuvent	augmenter	ou	diminuer	le	ratio	entre	bactéries	et	champignons	de	même	
que	leur	diversité	(Chen	et	al.,	2007;	Schmiel	et	al.,	1999;	Williams,	2007).	Une	étude	métagénomique	
serait	intéressante	afin	de	vérifier	s’il	existe	des	changements	entre	les	communautés	en	fonction	des	
saisons.	A	Lamto,	n’ayant	pas	de	données	disponibles	sur	les	champignons,	des	études	sur	la	diversité	
des	champignons	et	des	mycorhizes	seraient	intéressantes	à	développer	dans	le	futur.		
	
Les	abondances	des	bactéries	et	des	archées	nitrifiantes	sont	plus	importantes	durant	la	saison	
humide	 quand	 les	 plantes	 sont	 activées	 et	 croissent,	 que	 lors	 de	 la	 saison	 sèche.	 Il	 n’y	 a	 pas	 de	
différence	 d’abondance	 des	 AOB	 entre	 les	 saisons	 pour	 le	 sol	 nu.	 En	 termes	 d’activité	
transcriptionnelle,	il	n’a	été	détecté	que	des	transcrits	d’AOA,	quelle	que	soit	la	saison.	Sachant	que	
les	 AOB	 persistent	 malgré	 tout	 dans	 l’environnement	 en	 termes	 d’abondance,	 l’existence	 d’une	
mixotrophie	 chez	 les	 AOB	 pourrait	 être	 possible,	 donc	 la	 capacité	 à	 utiliser	 plusieurs	 sources	 de	
carbone	par	autotrophie	et	hétérotrophie	suivant	les	conditions	environnementales.	De	plus,	ce	type	
de	phénomène	a	déjà	été	évoqué	dans	la	littérature	(Bellucci	et	al.,	2011;	Kouki	et	al.,	2011).		
	
6.1.5	Impact	du	feu	sur	les	microorganismes	et	les	communautés	nitrifiantes	
	
Aucune	 différence	 n’a	 été	 observée	 entre	 les	 abondances	 des	 archées,	 bactéries	 et	
champignons,	ainsi	que	pour	celles	des	archées	et	bactéries	nitrifiantes	3	jours	avant	et	5	jours	après	
le	feu.	Cependant,	une	augmentation	de	l’activité	transcriptionnelle	est	notée	après	le	passage	du	feu	
pour	les	bactéries	et	champignons,	et	une	diminution	pour	les	archées	nitrifiantes.	
En	savane,	 l’activité	des	plantes	 reprend	après	 le	passage	du	 feu	 (Abbadie	et	al.,	2006),	en	
particulier	pour	les	Poacées.	L’augmentation	de	l’activité	des	microorganismes	du	sol	correspondante	
est	 ainsi	 sûrement	 favorisée	 par	 les	 exsudats	 racinaires	 qui	 reprennent	 avec	 cette	 croissance	 des	
plantes.	 L’effet	 contraire	 pour	 l’activité	 transcriptionnelle	 des	 archées,	 pourrait	 quant	 à	 elle	 être	
expliquée	par	la	reprise	d’activité	de	l’inhibition	de	la	nitrification	par	les	Poacées,	et	sous	les	arbres	
par	une	augmentation	de	la	concentration	en	ammonium	qui	peut	être	due	aux	minéraux	apportés	
par	les	cendres	ou	issus	des	microorganismes	morts	lors	du	feu	(Scharenbroch	et	al.,	2012;	Xue	et	al.,	
2014).	Lorsque	la	quantité	d’ammonium	est	élevée,	les	AOA	contribuent	peu	à	la	nitrification	(Dai	et	
al.,	2013;	Prosser	&	Nicol,	2012).	Ma	thèse	a	permis	d’aborder	l’étude	de	l’impact	à	court	terme	de	
l’effet	du	feu	sur	les	microorganismes	du	sol.	Il	reste	cependant	à	savoir	ce	qu’il	en	est	de	l’impact	à	
long	 terme	du	 feu,	 après	de	nombreux	 cycles	de	 feu,	 sur	 les	 caractéristiques	physicochimiques	 les	
microorganismes	et	le	fonctionnement	des	sols.	
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On	sait	que	les	effets	à	court	et	à	long	terme	du	feu	dépendent	de	plusieurs	facteurs	tels	que	
la	date	à	 laquelle	 le	feu	est	déclenché,	 la	fréquence	du	feu,	 la	charge	de	combustible	disponible,	 la	
date	du	feu,	les	conditions	climatiques	et	le	type	de	végétation	(Certini,	2005;	Savadogo	et	al.,	2017).		
Dans	 le	 cas	 de	 Lamto,	 le	 feu	 est	 annuel	 et	 est	 déclenché	 tous	 les	 ans	 en	 janvier	 depuis	 la	
création	 de	 la	 station	 de	 Lamto	 (1962).	 D’une	 manière	 générale,	 les	 feux	 sont	 un	 phénomène	
omniprésent	dans	 les	savanes	et	sont	 indispensables	au	maintien	de	nombreuses	savanes.	On	peut	
donc	supposer	que	mes	résultats	reflètent	l’adaptation	des	végétaux	et	des	microorganismes	du	sol	
au	passage	du	feu	annuel	en	savane	humide.		
	
L’impact	du	feu	sur	les	caractéristiques	du	sol	dépend	probablement	de	son	intensité.	Il	serait	
donc	 intéressant	 d’aller	 plus	 loin	 dans	 cette	 étude	en	 faisant	 varier	 ce	 paramètre.	Dans	 les	 autres	
savanes,	 le	 feu	ne	passe	pas	nécessairement	au	moment	 le	plus	sec	de	 l’année	comme	à	Lamto.	 Il	
existe	donc	différents	régimes	de	feu	caractérisés	par	la	date	à	laquelle	le	feu	passe	(Chapitre	5).	Le	
feu	 précoce	 est	 déclenché	 en	 début	 de	 saison	 sèche,	 permettant	 de	 brûler	 une	 végétation	
généralement	encore	active	et	partiellement	verte.	Ce	type	de	feu	progresse	plus	difficilement	et	la	
majorité	des	organes	des	végétaux	y	survivent,	permettant	ainsi	d’amorcer	une	reprise	d’activité	dès	
les	premières	pluies	(Riou	&	Clin,	1995).	Le	feu	tardif	est	déclenché	en	fin	de	saison	sèche	ou	en	début	
de	 la	 saison	des	pluies.	D’après	 la	 littérature,	ce	 feu	est	considéré	comme	ayant	un	 impact	négatif	
maximal	sur	la	végétation,	car	il	 intervient	au	moment	où	la	végétation	a	repris	son	rythme	normal	
(Riou	&	Clin,	1995).	
Au	 vu	 des	 caractéristiques	 des	 différents	 régimes	 de	 feu,	 on	 peut	 s’attendre	 à	 ce	 qu’ils	
impactent	différemment	l’inhibition	ou	la	stimulation	de	la	nitrification,	et	les	microorganismes	du	sol.	
En	particulier,	il	serait	intéressant	de	tester	s’il	y	a	une	différence	sur	la	diversité	et	la	structure	des	
communautés	de	microorganismes	du	sol,	et	plus	spécifiquement	des	nitrifiants	entre	les	différents	
traitements	de	feux	qu’on	peut	trouver	en	savane.	Actuellement	une	étude	est	en	cours	sur	l’impact	
des	différents	types	de	régimes	de	feu	sur	le	cycle	de	l’azote.	
	
6.1.6	Deux	couverts	végétaux	différents	avec	des	effets	contrastés	sur	la	
nitrification,	contribuent-ils	à	leur	coexistence	?		
	
Dans	 la	 savane	 de	 Lamto,	 l’N	 est	 l’une	 des	 ressources	 les	 plus	 limitantes	 pour	 les	 plantes.	
D’après	mes	résultats,	les	arbres	et	les	Poacées	ont	des	stratégies	différentes	vis-à-vis	du	cycle	de	l’N.	
Cela	suggère	aussi	que	si	les	Poacées	inhibent	la	nitrification,	elles	devraient	avoir	une	préférence	pour	
l’ammonium	comme	source	d’N	et	que	si	les	arbres	stimulent	la	nitrification,	ils	devraient	avoir	une	
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préférence	 pour	 le	 nitrate.	 L’étude	 de	 Boudsocq	 et	 al.	 (2012)	 a	 démonté	 par	 des	 approches	 de	
modélisation	 que	 la	 coexistence	 est	 possible	 entre	 2	 espèces	 de	 plantes	 ayant	 des	 préférences	
contrastées	pour	l’ammonium	et	le	nitrate.	Des	études	sur	les	préférences	des	arbres	et	des	Poacées	
de	savane	pour	le	nitrate	et	l’ammonium	sont	donc	nécessaires,	à	la	fois	pour	mieux	comprendre	la	
stratégie	des	arbres	et	Poacées	vis-à-vis	du	cycle	de	l’N,	mais	également	pour	vérifier	que	le	partage	
de	la	ressource	azotée	minérale	pourrait	participer	à	la	coexistence	entre	Poacées	et	arbres.		
De	plus,	la	théorie	de	la	répartition	des	nutriments	entre	arbres	et	Poacées	(Sankaran	et	al.,	
2004)repose	également	sur	les	différences	de	profondeur	d’enracinement.	En	effet,	les	Poacées	ayant	
des	racines	moins	profondes	que	les	arbres	(entre	0	et	30	cm),	elles	peuvent	absorber	leurs	nutriments	
minéraux	surtout	en	surface,	alors	que	les	arbres	peuvent	absorber	des	nutriments	minéraux	(et	de	
l’eau)	plus	profondément	(entre	0	et	55	cm).	Ma	thèse	est	basée	sur	la	couche	de	sol	entre	0	et	15	m	
de	profondeur.	Des	études	supplémentaires	seraient	donc	nécessaires	afin	d’étudier	le	sol	en-dessous	
des	15	cm	et	pour	décrire	 l’impact	des	Poacées	et	des	arbres	 sur	 les	microorganismes	du	 sol	et	 la	
nitrification	et	dénitrification	en	dessous	de	cette	limite.		
	
	
Figure	 6-1:	Distribution	 verticale	 de	 la	 densité	 des	 racines	 fines	 des	 arbres	 et	 des	 Poacées	 dans	 la	 savane	
ouverte	(a),	avec	les	barres	d’erreur	standard	associées	(n	=	20),	déterminée	à	partir	des	mesures	d'abondance	
naturelle	en	
13
C	(d'après	Mordelet	et	al.,	1997).	
	
En	effet,	l’étude	de	Mordelet	et	al.	(1997)	montre	à	Lamto	que	la	répartition	de	la	biomasse	
racinaire	fine	entre	arbres	et	Poacées	est	différente	selon	la	profondeur	(Figure	6.1)	:	on	peut	observer	
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que	la	densité	racinaire	fine	des	Poacées	diminue	fortement	de	0	à	35	cm	de	profondeur	et	ensuite	
qu’elle	 se	 stabilise.	 La	 densité	 racinaire	 fine	 des	 arbres	 augmente	 quant	 à	 elle	 de	 0	 à	 15	 cm	 de	
profondeur,	puis	elle	diminue	progressivement.	Dans	 les	profondeurs	entre	35	à	55	 cm,	 la	densité	
racinaire	des	arbres	est	cependant	plus	importante	que	celle	des	Poacées.		
	 De	plus,	Mordelet	(1993)	a	montré	que	plus	on	va	en	profondeur,	plus	la	respiration	des	sols	
diminue,	 aussi	 bien	 sous	 le	 couvert	 de	 Poacées	 qu’arboré	 et	 que	 l’on	 observe	 également	 une	
diminution	de	l’ammonium	en	profondeur,	cette	diminution	étant	plus	importante	sous	les	Poacées	
que	 sous	 les	 arbres.	D’après	 Lata	 et	 al.	 (2000),	 plus	 la	 densité	 racinaire	 de	Poacées	 est	 forte,	 plus	
l’inhibition	de	la	nitrification	est	importante	et	plus	on	va	en	profondeur,	plus	la	densité	racinaire	des	
Poacées	diminue	et	plus	la	corrélation	entre	la	densité	racinaire	et	la	nitrification	diminue	(Figure	6-
2).	
	
Figure	6-2	:	Relations	entre	densité	racinaire	et	potentiels	de	nitrification	à	3	profondeurs	(0-10,	10-20	et	20-
30	cm)	dans	des	sites	à	faible	nitrification	(site	A)	et	de	forte	nitrification	(site	B).	Les	densités	racinaires	sont	
exprimées	en	g	dm-3	de	sol	sec.	La	nitrification	est	exprimée	en	nanogrammes	de	NO3
--N	produis	par	g	de	sol	sec	
pour	48	heures	d'incubation	en	aérobie.	Noter	l'échelle	logarithmique	pour	les	axes	x	et	y	;	n=35	pour	chaque	
traitement	(d'après	Lata	et	al.,	2000).	
	
On	pourrait	donc	 supposer	que	 la	nitrification	 sous	Poacées	augmente	avec	 la	profondeur.	
Cependant	plus	on	va	en	profondeur,	plus	 le	 taux	d’O2	diminue,	et	 sachant	que	 les	nitrifiants	 sont	
majoritairement	aérobies,	on	peut	également	s’attendre	à	ce	que	le	taux	de	nitrification	soit	stable	ou	
qu’il	soit	plus	faible.	D’après	la	Figure	6.2,	on	constate	déjà	une	stabilisation	de	la	nitrification	sous	les	
Poacées	entre	20	et	30	cm	de	profondeur	(Lata	et	al.,	2000).	Sous	les	arbres,	on	peut	s’attendre	à	un	
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maintien	 d’un	 taux	 de	 nitrification	 supérieur	 ou	 identique	 à	 celui	 trouvé	 en	 profondeur	 sous	 les	
Poacées,	or	si	l’hypothèse	de	la	stimulation	générale	de	la	nitrification	sous	les	arbres	s’avère	exacte,	
il	 faudra	 mettre	 en	 regard	 ces	 résultats	 avec	 les	 quantités	 de	 C	 et	 N	 trouvées	 à	 ces	 différentes	
profondeurs.	
Ces	 variations	 des	 densités	 racinaires	 et	 du	 taux	 d’oxygénation	 du	 sol	 peuvent	 également	
impacter	 les	 communautés	 microbiennes,	 notamment	 les	 nitrifiantes.	 On	 peut	 s’attendre	 à	 une	
augmentation	des	AOA	et	AOB	sous	les	Poacées	due	à	une	diminution	de	l’inhibition	de	la	nitrification	
lorsque	la	densité	racinaire	diminue	en	profondeur	pour	les	Poacées.		
	
Figure	6-3:	Exemple	d’abondance	des	gènes	amoA	archées	et	bactéries	dans	des	sols	agricoles	semi-arides	
d'Australie-Occidentale.	Les	points	de	données	représentent	les	moyennes	de	trois	pools	de	sol	(par	couche	
de	sol)	recueillis	à	partir	de	sites	d'essai	où	le	pH	du	sol	(avec	ou	sans	chaux)	ou	la	matière	organique	du	sol	
(avec	ou	sans)	ont	été	historiquement	altérés.	Les	barres	d'erreur	représentent	±	1	SE.	La	moyenne	de	tous	les	
traitements	 combinés	 à	 chaque	 profondeur	 est	 indiquée	 par	 la	 ligne	 pointillée	 (archées)	 ou	 la	 ligne	 pleine	
(bactéries).	Remarque	:	les	nombres	de	copies	de	gènes	sont	tracés	sur	une	échelle	log10	(d'après	Banning	et	al.,	
2015)	
	
D’après	la	littérature,	on	observe	en	général	une	diminution	de	l’abondance	des	AOA	de	0	à	
20	cm	de	profondeur,	qui	augmente	ensuite	légèrement	en	dessous	de	20	cm	(Figure	6.3	;	Banning	et	
al.,	2015).	A	l’inverse,	l’abondance	des	AOB	augmente	généralement	avec	la	profondeur	entre	0	et	25	
cm	de	profondeur	puis	reste	stable.	Enfin,	l’abondance	des	deux	communautés	tend	à	devenir	stable	
à	 partir	 de	 40	 cm	 de	 profondeur	 (Banning	 et	 al.,	 2015;	 Leininger	 et	 al.,	 2006).	 Les	 différences	 de	
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répartition	entre	ces	deux	communautés	nitrifiantes	en	profondeur	sont	principalement	expliquées	
par	 le	 pH	 et	 la	 disponibilité	 en	 substrat	 (Banning	 et	 al.,	 2015).	 De	 plus,	 on	 sait	 que	 l’activité	 des	
communautés	AOA	et	AOB	dépend	fortement	des	caractéristiques	du	sol,	notamment	du	pH	et	de	la	
concentration	en	ammonium	 (Gubry-Rangin	et	al.,	2011;	Nicol	et	al.,	2008;	Prosser	&	Nicol,	2012).	
Sachant	que	dans	le	cas	de	Lamto,	la	concentration	en	ammonium	diminue	en	profondeur,	on	peut	
s’attendre	à	ce	que	les	AOA	contribuent	plus	à	la	nitrification	en	profondeur	que	les	AOB.	
	
	
6.2	Perspectives	générales	
	
6.2.1	Les	résultats	obtenus	à	Lamto	sont-ils	généralisables	à	d’autres	savanes	
?		
	
D’après	les	résultats	obtenus	dans	mes	études,	on	sait	maintenant	qu’à	Lamto	(une	savane	humide)	
les	Poacées	 inhibent	 la	nitrification	et	que	 les	arbres	stimulent	 la	nitrification	 (même	si	des	doutes	
persistent	 sur	 le	mécanisme	exact	 conduisant	 à	 cette	 stimulation).	On	 compte	peu	études	dans	 le	
domaine	de	la	microbiologie	des	sols	en	savane	malgré	le	fait	que	les	savanes	représentent	12-13%	
des	terres	émergées.	On	peut	donc	se	demander	à	quel	point	en	Afrique,	Amérique	du	Sud,	Asie	(par	
exemple	en	Inde)	et	Australie	(où	les	Poacées	africaines	ont	été	importées	et	sont	devenues	invasives	
–	 Rossiter-Rachor	 et	 al.,	 2017)	 l’ensemble	 des	 Poacées	 de	 savanes	 inhibe	 la	 nitrification,	 et	 si	
l’ensemble	des	arbres	de	savane	la	stimule.	 Il	 faut	préciser	qu’à	 l’intérieur	de	l’Afrique	existent	des	
savanes	au	fonctionnement	assez	différent	de	celui	de	Lamto.	Par	exemple,	dans	beaucoup	de	savanes,	
la	coexistence	entre	Poacées	et	arbres	est	maintenue	par	une	faible	pluviométrie	(qui	est	insuffisante	
pour	avoir	un	couvert	arboré	continu-(Sankaran	et	al.,	2005)	ou	par	des	densités	importantes	de	grands	
herbivores	(par	exemple	dans	les	savanes	du	Zimbabwe	–Hwange	-	ou	d’Afrique	du	Sud	-	Kruger)	alors	
qu’à	Lamto	cette	coexistence	est	maintenue	par	le	feu	annuel.	
	
Les	espèces	connues	de	Poacées	inhibitrices	de	la	nitrification,	telles	que	Brachiaria	humidicola	
(Subbarao	et	al.,	2009),	sont	toutes	natives	d’Afrique.	Ces	Poacées	sont	plantées	par	l’homme	dans	les	
pâturages	notamment	en	Australie	et	en	Amérique	du	sud.	Rossiter-Rachor	et	al.	(2009)	rapportent	
que	 l’espèce	Andropogon	 gayanus,	 originaire	 d’Afrique,	 et	 introduite	 dans	 la	 savane	 australienne,	
pourrait	inhiber	la	nitrification.	De	plus,	dans	le	cas	de	la	savane	Soudanaise,	Yé	et	al.	(2015)	rapportent	
aussi	 l’existence	 d’un	 potentiel	 effet	 d’inhibition.	 L’élargissement	 de	 ce	 type	 d’étude	 est	 donc	
important	pour	mieux	comprendre	le	fonctionnement	général	des	savanes.	
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Actuellement,	 une	 étude	 similaire	 à	 celle	 effectuée	 à	 Lamto	 (Chapitre	 3)	 est	 en	 cours	 au	
Zimbabwe	dans	le	parc	national	de	Hwange.	Cette	savane	est	très	différente	de	la	savane	de	Lamto.	
En	 effet,	 elle	 fait	 partie	 des	 savanes	 qualifiées	 de	 semi-arides,	 avec	 une	 pluviométrie	 annuelle	
d’environ	600mm.	De	plus,	Hwange	subit	des	changements	climatiques	importants,	et	l’aridité	gagne	
rapidement	du	terrain	;	les	températures	sont	également	plus	fraiches	qu’à	Lamto.	Cette	savane	subit	
enfin	 également	 une	 pression	 importante	 de	 grands	 herbivores	 (éléphants,	 buffles,	 koudous,	
impalas…).	
		
Des	 échantillons	 de	 sol	 ont	 été	 prélevés	 dans	 une	 expérience	 complémentaire	 en	 saison	
humide	 entre	 0	 à	 15	 cm	 de	 profondeur	 sous	 4	 espèces	 dominantes	 de	 Poacées	 (Hyparrhenia	
filipendula,	 Heteropogon	 contortus,	 Eragrostis	 trichophora,	 Cynodon	 dactylon)	 et	 sous	 2	 espèces	
d’arbres	 fixatrices	 d’N	 (Acacia	 tortilis	 et	 Erythrophleum	 africanum).	 Concernant	 les	 4	 espèces	 de	
Poacées,	 outre	 leur	 dominance,	 elles	 ont	 été	 choisies	 pour	 leurs	 caractéristiques	 différentes.	 H.	
filipendula	et	H.	contortus	sont	des	Poacées	pérennes	formant	de	larges	touffes	comme	H.	diplandra.	
E.	trichophora	est	aussi	pérenne,	mais	ne	forme	que	de	petites	touffes	(ca.	5	cm	en	circonférence).	
Enfin,	 C.	 dactylon	 est	 pérenne	 mais,	 étant	 stolonifère,	 ne	 forme	 pas	 de	 touffe.	 J’ai	 commencé	 à	
analyser	au	cours	de	ma	thèse	ces	échantillons,	mais	n’ai	pour	le	moment	pas	des	résultats	complets	
à	présenter.	
Cependant,	 les	résultats	préliminaires	indiquent	que	les	sols	sont	plus	riches	en	ammonium	
sous	les	Poacées	(6,145±0,2244×10-3	mg	g-1	sol	sec)	que	sous	les	arbres	(4,21±1,1168×10-3	mg	g-1	sol	
sec).	 De	 plus,	 on	 constate	 une	 concentration	 plus	 importante	 d’ammonium	 sous	 H.	 filipendula	
(8,96±2,54×10-3	mg	g-1	sol	sec)	que	sous	les	autres	Poacées.	La	concentration	en	nitrate	est	également	
plus	importante	sous	les	arbres	que	sous	les	Poacées,	sans	différence	entre	les	2	espèces	d’arbre.	On	
peut	également	constater	que	l’abondance	totale	des	nitrifiantes	sous	les	arbres	ou	les	Poacées	est	
100	fois	plus	élevée	au	Zimbabwe	qu’à	Lamto.	De	plus,	sous	les	arbres,	on	observe	moins	d’archées	et	
de	bactéries	nitrifiantes	que	sous	les	Poacées,	à	l’opposé	de	ce	que	j’ai	trouvé	à	Lamto	(Figure	6-4.).	
Enfin,	on	observe	plus	d’AOB	sous	H.	filipendula	que	d’AOA.	
Il	est	pour	le	moment	difficile	d’interpréter	ces	résultats,	mais	une	différence	évidente	est	que	
les	2	espèces	d’arbres	sont	fixatrices	d’N,	ce	qui	n’est	pas	le	cas	pour	les	arbres	de	Lamto.	On	peut	
supposer	que	des	arbres	fixateurs	ont	une	stratégie	différente	vis-à-vis	de	la	nitrification	que	des	arbres	
non	fixateurs.	Nos	résultats	sur	la	nitrification	permettent	d’aller	dans	ce	sens	également,	en	effet	le	
taux	 de	 nitrification	 sous	 les	 arbres	 est	 très	 faible	 au	 Zimbabwe.	Quant	 aux	 Poacées,	 leur	 taux	 de	
nitrification	 est	 supérieur	 à	 ceux	 des	 arbres.	 Enfin,	 le	 taux	 de	 nitrification	 sous	 les	 Poacées	 au	
Zimbabwe	est	15	fois	supérieur	au	taux	que	l’on	trouve	sous	les	Poacées	de	Lamto	(Figure	6-5.).	
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Figure	6-4:	Abondances	des	gènes	amoA	AOA	archéens	 (A)	et	AOB	bactériens	 (B)	en	 fonction	des	espèces	
végétales	 :	 Poacées	 (barres	 grises)	 ET	 (Eragrostis	 trichophora),	 CD	 (Cynodon	 dactylon),	 HC	 (Heteropogon	
contortus),	 LF	 (Hyparrhenia	 filipendula)	 et	 arbres	 (barres	 noires):	 AT	 (Acacia	 tortilis),	 EA	 (Erythrophleum	
africanum)	;	GRA	(Poacées)	et	TRE	(arbres).	Les	moyennes	et	SE	ont	été	calculées	à	partir	de	cinq	répétitions.	
Différents	nombres	d'étoiles	indiquent	des	différences	statistiquement	significatives	entre	les	espèces	d'arbres	
et	de	Poacées.	Différentes	lettres	indiquent	des	différences	statistiquement	significatives	entre	espèces	au	sein	
de	chaque	type	de	plante	(soit	des	arbres,	soit	des	Poacées)	(p	<0,05).	
	
Les	résultats	sur	les	gènes	nitrifiants	et	les	taux	de	nitrification	laissent	au	final	penser	que	la	
situation	du	Zimbabwe	est	différente	de	celle	de	Lamto.	D’autres	expériences	complémentaires	sont	
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actuellement	nécessaires	pour	vérifier	si	 le	mécanisme	d’inhibition	de	la	nitrification	existe	chez	les	
Poacées	présentes	au	Zimbabwe.	On	peut	supposer	à	minima	que	seules	 les	2	espèces	formant	de	
grosses	touffes	(H.	contortus	et	H.	filipendula)	comme	les	Poacées	de	Lamto	sont	capables	d’inhiber	la	
nitrification.	
	
Figure	6-5	:	Activité	Enzymatique	de	Nitrification	en	fonction	des	espèces	végétales	:	Poacées	(barres	grises)	ET	
(Eragrostis	 trichophora),	 CD	 (Cynodon	dactylon),	HC	 (Heteropogon	 contortus),	 LF	 (Hyparrhenia	 filipendula)	 et	
arbres	(barres	noires):	AT	(Acacia	tortilis),	EA	(Erythrophleum	africanum)	 ;	GRA	(Poacées)	et	TRE	(arbres).	Les	
moyennes	 et	 SE	 ont	 été	 calculées	 à	 partir	 de	 cinq	 répétitions.	 Différents	 nombres	 d'étoiles	 indiquent	 des	
différences	statistiquement	significatives	entre	les	espèces	d'arbres	et	de	Poacées.	Différentes	lettres	indiquent	
des	différences	statistiquement	significatives	entre	espèces	au	sein	de	chaque	type	de	plante	(soit	des	arbres,	
soit	des	Poacées)	(p	<0,05).	
 
	
6.2.2	Quelle	utilisation	possible	des	Poacées	inhibitrices	de	la	nitrification	en	
agronomie	?	
	
D’ici	2050,	la	population	mondiale	sera	d’environ	9	milliards	d’êtres	humains.	Il	est	ainsi	estimé	qu’il	
faudra	augmenter	de	70	à	100%	la	production	alimentaire	mondiale	afin	de	subvenir	aux	besoins	de	
cette	population	humaine	grandissante.		
Par	exemple,	la	production	de	céréales	est	d’environ	2,577	milliards	de	tonnes	et	nécessite	de	
plus	 en	 plus	 d’intrants.	 La	 demande	 en	 fertilisant	 augmente	 d’année	 en	 année	 (Figure	 6-6).	 La	
demande	en	fertilisant	azoté	reste	majoritaire	avec	119418	mégatonnes	en	2018	(FAO).		
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La	majorité	des	 fertilisants	azotés	est	d’origine	synthétique	et	 leur	 importance	dans	 les	 intrants	ne	
cesse	d’augmenter	(Figure	6-7).	Bien	que	l’utilisation	de	fertilisants	soit	bénéfique	pour	augmenter	les	
rendements	agricoles,	elle	présente	de	nombreux	désavantages	:	la	fertilisation	conduit	à	la	production	
de	 gaz	 à	 effet	 de	 serre	 en	 particulier	 par	 dénitrification	 (N2O)	 et	 à	 la	 contamination	 des	 eaux	
continentales	et	côtières	par	la	lixiviation	des	nitrates.	
	
	
Figure	6-6:	Consommation	globale	de	nutriments	 (N	+	P2O5	+	K2O)	en	millions	de	mégatonne	 (d'après	FAO,	
2015).	
	
	
Figure	 6-7:	 Entrée	 cumulative	 globale	 en	N	de	 fumiers	 et	 de	 fertilisants	 synthétiques	 de	 1961	 à	 2014.	 Les	
graphiques	à	barres	représentent	les	parts	moyennes	décennales	pour	les	années	1960,	1980	et	2000	(d'après	
FAO,	2018).	
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Actuellement,	 50	 à	 70%	 de	 l’N	 appliqué	 dans	 les	 systèmes	 agricoles	 est	 perdu	 dans	
l’environnement	 (Coskun	 et	 al.,	 2017b).	 Or,	 ces	 pertes	 constituent	 un	 enjeu	 économique	 et	
environnemental	 important.	Pour	diminuer	ces	pertes	en	améliorant	 l’efficacité	d’utilisation	de	 l’N,	
des	molécules	inhibitrices	de	la	nitrification	d’origine	synthétique	sont	actuellement	utilisées	dans	les	
systèmes	agricoles.	Pourtant,	ces	molécules	ont	leur	limite	:	elles	sont	coûteuses,	elles	se	dégradent	
rapidement	 et	 causent	 des	 problèmes	 de	 pollution,	 etc.	 Ainsi,	 l’utilisation	 de	 plantes	 inhibant	
biologiquement	la	nitrification	pourrait	être	une	bonne	alternative	pour	résoudre	ces	problèmes.	En	
effet,	les	molécules	inhibitrices	produites	par	ces	plantes	semblent	avoir	un	effet	inhibiteur	plus	fort	
que	les	molécules	synthétiques.	Pour	limiter	les	apports	en	N	et	améliorer	l’efficience	d’utilisation	de	
l’N,	l’utilisation	de	ces	plantes	pourrait	permettre	de	réduire	l’impact	environnemental	causé	par	les	
pertes	en	N	:	en	effet,	l’inhibition	de	la	nitrification	permettant	de	garder	l’N	sous	la	forme	ammonium,	
cela	éviterait	les	pertes	par	dénitrification	et	lixiviation.		
Actuellement,	 peu	 d’espèces	 cultivées	 sont	 connues	 pour	 inhiber	 la	 nitrification.	 Des	
recherches	 supplémentaires	 sont	 nécessaires	 pour	 identifier	 d’autres	 espèces	 pouvant	 inhiber	 la	
nitrification.	 De	 plus,	 on	 peut	 envisager	 des	 croisements	 entre	 plantes	 de	 même	 espèce	 pour	
augmenter	la	capacité	d’inhibition	des	variétés	cultivées	(Nuñez	et	al.,	2018).	En	effet,	même	si	aucune	
céréale	ne	semble	pour	l’instant	posséder	une	forte	capacité	d’inhibition,	il	existe	une	variabilité	assez	
forte	de	cette	capacité	d’une	variété	à	l’autre	(Sullivan	et	al.,	2017).	
D’autres	utilisations	des	Poacées	inhibitrices	peuvent	également	-être	envisagées	:	on	pourrait	
réaliser	 des	 rotations	 avec	 des	 Poacées	 inhibitrices	 et	 des	 espèces	 cultivées	 classiquement	 (non	
inhibitrices	ou	peu	inhibitrices).	On	pourrait	enfin	également	créer	des	mélanges	de	variétés	plus	ou	
moins	inhibitrices.		
6.3	Conclusion	générale		
	
Les	résultats	de	cette	thèse	ont	permis	de	mettre	en	évidence	les	impacts	des	arbres	et	des	Poacées	
sur	le	cycle	de	l’N,	notamment	:	(i)	les	Poacées	dominantes	de	la	savane	inhibent	la	nitrification	(ii)	les	
arbres	stimulent	la	nitrification	(iii)	dans	la	communauté	des	nitrifiantes,	les	archées	nitrifiantes	son	
prédominantes	dans	ces	savanes	et	elles	contribueraient	majoritairement	à	 la	nitrification	dans	cet	
écosystème.	De	plus,	l’impact	de	la	saisonnalité	et	du	feu	a	été	mis	en	évidence	:	des	effets	directs	de	
la	saisonnalité	sur	les	abondances	et	l’activité	des	microorganismes	du	sol	;	des	effets	indirects	du	feu	
sur	 les	abondances	et	 les	activités	des	microorganismes	du	sol	par	une	modification	des	caractères	
physico-chimiques	des	sols.	Ces	premières	données	sur	la	microbiologie	des	sols	de	savane	en	Afrique	
de	l’ouest	contribueront	à	une	meilleure	compréhension	de	ces	écosystèmes	à	l’avenir.	
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Figure	6-8	:	Schéma	récapitulatif	des	interactions	des	végétaux,	du	feu	et	des	saisons	sur	les	communautés	du	
cycle	de	N	du	sol		
Vous	pouvez	croire	que	le	but	est	enfin	atteint.	Mais	apprendre	est	sans	fin.	
Empereur	Mutsuhito	
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A B S T R A C T
African humid savannas are highly productive ecosystems, despite very low soil fertility, where grasses and trees
coexist. Earlier results showed that some perennial grass species are capable of biological nitrification inhibition
(BNI) while trees likely influence differently on nitrogen cycling. Here we assessed the impact of the dominant
grass and tree species of the Lamto savanna (Ivory Coast) on soil nitrifying and denitrifying enzyme activities
(NEA and DEA, respectively) and on the abundances of archaeal and bacterial ammonia oxidizers (AOA and
AOB, respectively) and nitrite reducers. This is one of the first studies linking nitrifying and denitrifying ac-
tivities and the abundances of the involved groups of microorganisms in savanna soils. NEA was 72-times lower
under grasses than under trees while AOA and AOB abundances were 34- and 3-times lower. This strongly
suggests that all dominant grasses inhibit nitrification while trees stimulate nitrification, and that archaea are
probably more involved in nitrification than bacteria in this savanna. While nitrite reducer abundances were
similar between locations and dominated by nirS genes, DEA was 9-times lower under grasses than trees, which
is likely explained by BNI decreasing nitrate availability under grasses. The nirS dominance could be due to the
ferruginous characteristics of these soils as nirS and nirK genes require different metallic co-enzymes (Fe or Cu).
Our results show that the coexistence of grasses and trees in this savanna creates a strong heterogeneity in soil
nitrogen cycling that must be considered to understand savanna dynamics and functioning. These results will
have to be taken into account to predict the feedbacks between climate changes, nitrogen cycling and tree/grass
dynamics at a time when savannas face worldwide threats.
1. Introduction
Savannas are characterized by the coexistence of two contrasting
plant types, trees and grasses, and cover 12–13% of global terrestrial
areas (Rutten et al., 2016). This coexistence is traditionally explained
by disturbances or resource partitioning (Barot and Gignoux, 2004;
Sankaran et al., 2004): in nutrient-limited ecosystems, tree-grass co-
existence could also be explained by positive plant-soil feedbacks
(Bonanomi et al., 2008) creating heterogeneity in soil resources (Brandt
et al., 2013). Some perennial grass species of savannas (e.g. Brachiaria
spp., Sorghum bicolor, Hyparrhenia diplandra) are known to inhibit ni-
trification (Lata et al., 1999, 2000, 2004; Subbarao et al., 2009). In
particular, Hyparrhenia diplandra, the dominant species in the Lamto
savanna in Ivory Coast, is the first species for which such an ability has
been documented (Lata et al., 2004, 1999, 2000). The mechanism al-
lowing nitrification inhibition has been described for Brachiaria humi-
dicola (Subbarao et al., 2009): roots release exudates into the soil that
can block the bacterial ammonia oxidation pathway (Subbarao et al.,
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2009). The ability of grass to inhibit nitrification has probably a strong
influence on savanna functioning as it decreases the availability of ni-
trate and the subsequent possible losses of nitrogen (N) by denitrifica-
tion and nitrate leaching, which is likely to increase primary production
through a plant-soil feedback (Boudsocq et al., 2009). This has also
broad implications for tropical pastures as African grasses have been
exported worldwide and are widely used in pastures e.g. in Brazil, the
largest beef exporter in the world (Del’ Alamo Guarda and Del’ Alamo
Guarda, 2014). However, it is not yet known whether biological ni-
trification inhibition (BNI) or at least very low nitrification rates in
rhizospheric soils, is a common trait among African tropical perennial
grasses.
Concerning trees, previous results obtained in Lamto savanna
showed that mineralization rates and soil organic matter content were
higher under tree canopies than under grasses (Mordelet et al., 1993).
This suggests that nitrification could also be enhanced under trees if all
microbial activities are enhanced by the higher availability in organic
matter. However, tree canopy effect on soil functioning is complex and
likely depends on tree species characteristics (Mordelet et al., 1993).
Modelling results (Boudsocq et al., 2012) suggest that such differences
in nitrification rates and possible differences between trees and grasses
in their preference for the absorption of ammonium vs. nitrate could
contribute to their coexistence. Our first objective was thus to compare
nitrification rates under dominant tree species and grasses in Lamto
savanna to test whether these two plant types can lead to contrasting
types of N cycling.
The impact of grasses and trees on the various fluxes involved in N
cycling are likely linked to variations in the abundance of the involved
microbial groups. A first issue is the identification of the major mi-
crobial groups involved in N fluxes in savanna soils. Since the discovery
of their role in nitrification, ammonia oxidizing archaea (AOA) have
been found to be more abundant than ammonia oxidizing bacteria
(AOB) in most temperate soils (Prosser and Nicol, 2012; Sterngren
et al., 2015). However, the relative importance of AOA and AOB for
nitrification likely depends on soil characteristics (Hatzenpichler,
2012). Therefore, a growing number of articles have documented the
actual importance of archaea in the realization of ammonia oxidation.
Significant AOA activities have been found in acidic soils and soils with
low ammonium concentration (Nicol et al., 2008; Prosser and Nicol,
2012). On the contrary, AOB are important drivers of nitrification in
soils with high ammonium concentrations and in response to N ferti-
lization (Ma et al., 2016; Simonin et al., 2015; Verhamme et al., 2011).
However, very few studies have been published on nitrification and
nitrifiers in savanna soils (Catão et al., 2016; Rughöft et al., 2016; Wild,
2016; Assémien et al., 2017). Moreover, to our knowledge, no study has
assessed the denitrifying activity and its link with denitrifying micro-
organisms in savanna soils.
A second issue is to determine the respective impacts of savanna
trees and grasses on microbial communities, e.g. the abundances of
nitrifiers and denitrifiers. These plants, by their likely different impacts
on soil N functioning, could also modify the relative importance of
different nitrifier and denitrifier groups. Indeed, nitrification is a key
metabolic pathway for nitrifying bacteria and archaea with ammonia as
the only source of energy, and BNI could modify the respective com-
petitive abilities of nitrifying bacteria and archaea. BNI by decreasing
the availability of nitrate under perennial grasses should also be det-
rimental to denitrifiers. Denitrification rates and denitrifier abundances
should thus be lower under grasses than under trees. Taken together, by
their impacts on organic and mineral N (nitrate and ammonium) trees
and grasses likely impact all components of microbial communities. We
expect these impacts to be particularly strong because perennial grasses
inhibiting nitrification are long-lived tussock grasses, living as long as
savanna trees (ca. 80 years; Abbadie et al., 2006).
We tested here whether the presence of grass vs. tree species, and
possibly species identity, is associated to contrasting types of N cycling
in their rhizospheric soil in the Lamto savanna. To do so, we compared
soils under the influence of the four dominant perennial grass species
and the four dominant tree species in terms of nitrifying and deni-
trifying enzyme activities (i.e. NEA and DEA), abundances of nitrifiers
(i.e. AOA and AOB) and denitrifiers (nirK- and nirS-nitrite reducers),
and soil physicochemical characteristics. The total abundances of bac-
teria and archaea were also quantified. The following hypotheses were
tested: (1) The dominant savanna grass species are associated to very
low soil NEA and low DEA due to direct and indirect impacts of BNI,
respectively. (2) Contrary to grasses, dominant tree species are asso-
ciated to higher soil NEA and DEA due to the absence of BNI activity
under tree. (3) The differences in nitrifying and denitrifying activities
between tree and grasses are linked to contrasting abundances in ni-
trifiers and denitrifiers due to the presence or absence of BNI. (4) The
presence of trees and grasses modifies the relative abundance of the
main groups involved in nitrification (i.e. AOA/AOB ratio) and deni-
trification (nirS/nirK ratio) in relation to the soil physicochemical
characteristics (higher N, C contents and humidity under trees).
2. Material and methods
2.1. Study sites
The Lamto reserve is located in Ivory Coast, West Africa (6°13!N,
5°20!W). The vegetation is a mosaic of savannas with various tree
densities, and gallery forests. Temperatures are relatively constant
throughout the year (27 °C on average). Four seasons can be dis-
tinguished: (i) a long dry season from December to February; (ii) a long
wet season from March to July; (iii) a short dry season in August; (iv) a
short wet season from September to November. Annual precipitation in
2014 was 826 mm (data from the Geophysical Station of Lamto). The
soils are composed of granites and derived sands and classified as tro-
pical ferrugineous soils with a superficial gravelly horizon. The soils are
sandy (ca. sands 77%; silts 14%; clays 9%) and with a bulk density of
ca. 1.65 (Lata, 1999).
2.2. Soil sampling
Lamto savanna ecosystem is highly structured due to high en-
vironmental constraints (e.g. scarcity of nutrients, fire). Trees and grass
individuals are spatially well separated (e.g. grass tussock individuals
can be separated up to 70 cm distance). We therefore focused on the
rhizospheric soil as the microbial processes are concentrated in the
close vicinity of roots (Abbadie et al., 1992). Soil was sampled during
the long wet season (April 2014) in the open shrub savanna under the
tussocks of the four dominant perennial grass species: Andropogon ca-
naliculatus (AC), Andropogon schirensis (AS), Hyparrhenia diplandra (HD)
and Loudetia simplex (LS); and under the canopy of the four dominant
tree species: Bridelia ferruginea (BF), Cussonia barteri (CB), Crossopteryx
febrifuga (CF) and Terminalia glaucescens (TG). In total, these dominant
species represent in this ecosystem a proportion of minimum 80% of
individuals and biomasses for both grass and tree compartments
(Abbadie et al., 2006).
Soil sampling below trees was achieved in patches of bare soil be-
tween grass tussocks. Grass tussocks were chosen to have similar basal
diameter (ca. 20 cm) and trees were selected to have similar diameter at
breast height (ca. 22.5 cm). The choice of plant individuals was made
randomly on a surface of ca. 10 ha and local sources of heterogeneity
(termite mounds, small depressions, rocks) were avoided. For each of
the eight species, five replicated soil samples (about 1 kg, each of them
composed of two pooled sub-samples) were collected from the top
15 cm with an auger (8 cm in diameter) and stored at 4 °C for a very
short period during transport. Samples were subsequently sieved
(2 mm), homogenised and 200 g of soil were stored at −20 °C for
molecular biology analyses and the measurements of nitrifying/deni-
trifying enzyme activities. Freezing of soil samples was preferred to
fresh or drying conservation methods because (i) the time between
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sampling and analysis (including transportation) was too long to con-
sider the soil fresh, (ii) previous studies on different soil matrices shown
that for soil enzyme activity studies (e.g. denitrification), freezing was a
preferable storage method (Wallenius et al., 2010), (iii) preliminary
tests on fresh vs. frozen samples on our soils showed no discrepancy.
The remaining soil was immediately air-dried in the shade and stored at
ambient temperature for physicochemical analyses. Roots were col-
lected from all soil samples through dry sieving. Fine root densities
varied between 0.57 and 9.77 g dry root dm−3 dry soil under grass and
between 0.77 and 3.68 g dry root dm−3 dry soil under trees. Grass
aboveground biomass of each tussock was collected and dried at 50 °C
before weighing. Depending on species, aboveground biomasses varied
between 39.20 and 276.70 g dry matter tussock−1. Soil moisture was
measured with a ThetaProbe ML3 (Delta-T Devices) previously cali-
brated on oven-dried soils.
2.3. Microbial abundances and activities
2.3.1. Total nucleic acids extraction
Total nucleic acids were extracted from 0.5 g of soil (wet weight)
with a Bio-101 FastDNA Spin kit in combination with the FastPrep
FP120 bead beating system (Bio-101, Inc., Ca, USA) according to the
manufacturer's instructions. Bulk total DNA was purified by elution
through Geneclean Turbo columns (MP Biomedicals, CA, USA) ac-
cording to the manufacturer's instructions. The concentration and
purity of the resulting DNA was determined by measuring the absor-
bance at 260 and 280 nm using a spectrophotometer and calculation of
the ratio A260/A280 (NanoDrop ND-1000 spectrophotometer). All ex-
tracted DNA samples were stored at −20 °C before being analysed.
2.3.2. Real-time PCR quantification
The archaeal nitrifying (amoA-AOA gene), bacterial nitrifying
(amoA-AOB gene), bacterial denitrifying (nirK and nirS genes), total
bacterial (16S rRNA) and archaeal (16S rRNA) communities were de-
termined by Real-Time PCR (CFX96 Real-Time System, Bio-Rad,
France) with specific primer sets (see qPCR conditions in Table S1).
Quantification was based on the increasing fluorescence intensity of the
SYBR Green dye during amplification. The real-time PCR assay was
carried out in a 20 μL reaction volume containing SoAdvanced SYBR-
Green Supermix (2×, Bio-Rad) and 1.25 μL of Bovine Albumine Serum
(2 mg ml−1). Standard curves were obtained using serial dilutions of
linearized plasmids containing the studied genes. The amplification
efficiencies were calculated as [10(-1/slope) - 1]. The average PCR ef-
ficiency for the different assays was 83.9%, 85.5%, 90.3%, 90.3%,
90.8% and 87.2% for amoA-AOA, amoA-AOB, nirK gene, nirS gene,
bacterial 16S rRNA and archaeal 16S rRNA respectively. All DNA ex-
tractions were subsequently diluted 10-fold and 100-fold with nuclease-
free water to reduce potential PCR inhibition. It was then tested whe-
ther these diluted samples led to the same amplification efficiency as
the non-diluted ones. Two independent quantitative PCR assays were
performed for each gene to test methodological repeatability. Results
were expressed as gene copy numbers per gram of dry soil. After the
qPCR reaction, a melting step allowed DNA to denaturate by elevating
the temperature from 65 °C to 95 °C by 0.5 °C every 0.05 s. Then, the
melting curve was integrated using the Dissociation Curve Analysis
Software (Applied Biosystems). We used this curve to check the gen-
eration of specific amplicons and this was also checked by gel electro-
phoresis analysis.
2.3.3. Nitrifying and denitrifying enzyme activities
Potential nitrification and denitrification rates were measured
through Nitrifying (NEA) and Denitrifying Enzyme Activities (DEA)
assays, which corresponds to short-term laboratory incubations under
non-limiting conditions focusing on the period of constant activity i.e.
the incubations are too short to allow the multiplication of the involved
organisms that could result in an increase in activity. NEA and DEA
avoid the short-term variations observed in the field that are induced by
climate or other environmental factors (Attard et al., 2011; Lata et al.,
1999). Frozen soil samples were placed at ambient room temperature
for 2 h before the analyses. DEA was measured according to Patra et al.
(2006) as the linear rate of production of N2O during a short time (here
2-h incubation) at 100% water holding capacity, 28 °C, and with no
limiting N and C availabilities (here additions of 50 μg N-NO3
- g−1 and
1 mg C g−1). A 90:10 He-C2H2 atmosphere provided anaerobic condi-
tions and inhibited N2O-reductase activity. Measurements were taken
every 30min using a gas chromatograph (Agilent μGC R3000, Santa
Clara, CA, USA). NEA was measured according to Dassonville et al.
(2011) as the linear rate of production of nitrate during a 72 h in-
cubation. Sub-samples of fresh soil (3 g equivalent dry soil) were in-
cubated with 6 ml of a solution of (NH4)2SO4 (22 μg N-NH4
+ g−1 dry
soil). Distilled water was added in each sample to reach 24 ml of total
liquid volume in flasks. Soil nitrate content was measured after 5, 24,
48 and 72 h during the aerobic incubation under constant agitation
(180 rpm) by ion chromatography (DX120, Dionex, Salt Lake City,
USA).
2.4. Physicochemical soil characteristics analyses
Soil pH was measured in water (5:1 v/v water:soil) with a pH meter
(Mettler Toledo SevenEasy™) according to the NF ISO 10390 standard.
Mineral N was extracted from 2 g frozen soil by adding 2 M KCl solution
(soil:solution = 1:4). Nitrate was reduced to nitrite, and then nitrite
and ammonium concentrations (expressed as mg N-NO3
- and N-NH4
+
kg−1 dry soil) were measured with a continuous-flow N analyzer
(SKALAR, San Plus System, Breda, the Netherlands). Total C and N
contents in soils (expressed as %) were measured using a CHN
Elemental Analyzer (NA1500 Series 2, Fisons, Manchester, UK) after
grinding at 10 μm.
2.5. Statistical analysis
All statistical analyses were performed by using R software (R Core
Team 2016). For all measured variables, differences between grasses
and trees (plant type) and between species within grasses and trees (the
type of species being nested within the plant type), were tested using an
ANOVA. In case of a significant effect of species within plant type
(grasses or trees), species of trees or species of grasses were compared
using post-hoc tests (Tukey Honestly Significant Difference test). The
normality and homoscedasticity of the residuals of all linear models
were tested with Shapiro-Wilk and Bartlett tests, respectively. Data was
log-transformed in case of significant deviation from normality and
homoscedasticity. Herein, all variables were log-transformed expect
pH, NO3
−, C:N ratio and AOA/(AOA + AOB) ratio. We tested the re-
lation between NEA (or DEA) and the abundances of nitrifying (or
denitrifying) communities using linear and non-linear saturating (using
nls R function) models. For all tests, the null hypothesis was rejected for
p < 0.05 and significance is represented as follows: *** when
p ≤ 0.001; ** for 0.001 < p ≤ 0.01; * when 0.01 < p ≤ 0.05.
3. Results
3.1. Soil physical and chemical characteristics
Except for pH, soil physical and chemical characteristics varied
between grasses and trees (average mean 6.75 ± 0.18%). Soil under
trees had significantly higher values than grasses in terms of water
content (WC (19.26 ± 2.32%; 5.70 ± 2.05%)), mineral N content (N-
NH4
+ (9.64 ± 1.69 mg kg−1 dry soil; 6.50 ± 0.68 mg kg−1 dry soil)
and N-NO3
- (2.32 ± 0.10 mg kg−1 dry soil; 1.93 ± 0.15 mg kg−1 dry
soil)) and total N (0.0767 ± 0.0154%; 0.0600 ± 0.0062%) and C
(1.10 ± 0.27%; 0.97 ± 0.13%) contents (p < 0.001 except for C
content p < 0.05; Table 1 and Table S2). On the contrary, C:N ratio
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was significantly lower under trees (14.32 ± 0.88) than grasses
(16.09 ± 0.80) (p < 0.001). There was no significant effect of grass
species on soil WC, mineral N contents (N-NH4
+ and N-NO3
-) and total
N and C contents (Table 1 and Table S2). The only significant difference
between tree species was for pH: TG (6.91 ± 0.09) higher than CB
(6.73 ± 0.19; p < 0.01) and BF (6.61 ± 0.03, p < 0.001), and CF
(6.78 ± 0.15) higher than BF (p < 0.05).
3.2. Nitrifying and denitrifying enzyme activities
Nitrifying enzyme activities (NEA) were 72 times higher under trees
than under grasses and no significant difference was observed between
species within each plant type (Fig. 1A and Table 2). Similarly, deni-
trifying enzyme activities (DEA) were 9 times higher under trees than
under grasses, without any significant difference among grass species or
among tree species (Fig. 1B and Table 2).
3.3. Archaea and bacteria abundances
Total archaeal abundances (16S rRNA) were lower under trees
(7.97 ± 2.95 × 108 copies g−1 dry soil) than under grasses
(11.9 ± 6.95× 108 copies g−1 dry soil; Table 2). Within grass species,
significant differences were found (p < 0.05), whereas within tree
species no significant difference was found. Total bacterial abundances
(16S rRNA) were lower under trees (2.95 ± 2.95× 109 copies g−1 dry
soil) than under grasses (4.31 ± 1.32 × 109 copies g−1 dry soil;
Table 2). Within grass (not tree) species, significant differences were
found (p < 0.01).
3.4. Nitrifier abundances
Archaeal amoA-AOA gene abundance was 34 times higher under
trees (6.84 ± 3.47 × 106 copies g−1 dry soil) than under grasses
(2.00 ± 1.57 × 105 copies g−1 dry soil; Fig. 2A and Table 2). Within
grass species, significant differences were found: Andropogon canalicu-
latus (AC) higher than Hyparrhenia diplandra (HD, p < 0.01) and
Loudetia simplex (LS, p < 0.001); Andropogon schirensis (AS) and HD
higher than LS (p < 0.01 and p < 0.05 respectively) (Fig. 2A and
Table S3). AOA abundance also varied significantly between tree spe-
cies, and was significantly higher under BF and CB than TG (p < 0.01
and p < 0.001 respectively) (Fig. 2A and Table S3).
Bacterial amoA-AOB gene abundance was three times higher under
trees (7.57 ± 0.73 × 105 copies g−1 dry soil) than under grasses
(2.75 ± 0.89 × 105 copies g−1 dry soil; Fig. 2B and Table 2). Within
grass species, AOB was more abundant under HD than LS (p < 0.01),
while there was no significant difference between tree species (Table 2
and Table S3).
To investigate the relative proportion of AOA in the nitrifying
community, the ratio AOA:(AOB + AOA) was calculated (Fig. 2C and
Table S3). The ratio was significantly higher for trees (0.83 ± 0.10)
than for grasses (0.37 ± 0.14). No difference was found between grass
species, while within trees species the ratio was significantly higher
under BF, CB and CF than TG (p < 0.001; p < 0.001; p < 0.05,
respectively; Fig. 2C and Table S3).
Finally, AOA represented 0.82 ± 0.41% of the total archaea under
trees and 0.02 ± 0.02% under grasses, a significant difference
(p < 0.001). AOB represented 0.03 ± 0.01% of the total bacteria
under trees and 0.01 ± 0.001% under grasses. This difference between
trees and grasses was also significant (p < 0.001) (Table 2 and Table
S3).
3.5. Denitrifier abundances
No difference was observed between grasses and trees for the nirK
gene abundance (Fig. 3A – mean value of 1.38 ± 0.20 × 108 copies
g−1 dry soil). Within grasses, it was significantly higher under AS than
HD (p < 0.01). Within trees, the nirK gene abundance was sig-
nificantly higher under BF than under CF (p < 0.05; Fig. 3A and Table
S3).
No difference was observed between grasses and trees for the nirS
gene abundance (Fig. 3B – mean value of 1.49 ± 0.27 × 108 copies
g−1 dry soil). Within grasses, it was significantly higher under AC, AS
and HD than LS (p < 0.05, p < 0.05 and p < 0.01 respectively,
Fig. 3B and Table S3). No significant difference was observed between
tree species (Fig. 3B).
To investigate the relative proportion of nirS gene within the nitrite
reducing community, the ratio nirS:(nirK + nirS) was calculated
(Fig. 3C and Table 2). It was similar under trees (0.69 ± 0.06%) and
grasses (0.67 ± 0.09%). Within grass species, it was significantly
higher under AC and HD than under LS (p < 0.05; p < 0.001). No
difference was observed between tree species.
3.6. Links between nitrifier and denitrifier abundances and enzyme
activities
Regressions between enzyme activities and microbial abundances
were performed separately for trees and grasses (Fig. 4A and B). A
significant positive non-linear relation was observed between the NEA
and AOA abundance under trees (NEA = a × amoA-AOA/(b + amoA-
AOA); a = 0.10, p < 0.001; b = 2.88× 106, p < 0.05). A significant
positive linear relation was observed between NEA and AOB abundance
under trees (NEA = c× amoA-AOB + d; c = 6.76× 10−8, p < 0.01,
d = 0, p > 0.05; r2 = 0.39). With constant and very low activity
values, no relation was found under grasses between NEA and AOA or
AOB abundance. Finally, no relation was observed under trees and
grasses between DEA and nirK or nirS abundances.
4. Discussion
4.1. Contrasting impacts of grasses and trees on nitrification and ammonia
oxidizer abundances
In our study, NEA rates under the grass species HD, known to inhibit
Table 1
Statistical results (ANOVA) of the effects of plant type and plant species on different soil
physicochemical characteristics.
Df F p-value
pH Plant type 1 0.05 0.83
Grasses 3 1.57 0.23
Trees 3 13.03 < 0.001
Water content Plant type 1 304.06 < 0.001
Grasses 3 3.0353 0.06
Trees 3 0.9679 0.43
[NH4
+] Plant type 1 72.39 < 0.001
Grasses 3 0.16 0.92
Trees 3 0.71 0.56
[NO3
−] Plant type 1 87.91 < 0.001
Grasses 3 0.49 0.70
Trees 3 1.78 0.19
N content Plant type 1 25.34 < 0.001
Grasses 3 0.97 0.43
Trees 3 2.25 0.12
C content Plant type 1 4.29 < 0.05
Grasses 3 0.92 0.45
Trees 3 2.13 0.14
C:N ratio Plant type 1 42.22 < 0.001
Grasses 3 0.89 0.47
Trees 3 0.32 0.81
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nitrification, are as low as previously reported. The BNI effect of HD
was previously demonstrated in the field, with a negative correlation
between nitrification and HD root density (Lata et al., 2004), and also
verified in controlled hydroponic conditions where a nitrifying in-
hibitory activity has been directly measured (between 45 and 70 ATU
(inhibitory activity of roots expressed in allylthiourea unit) plant−1
day−1, unpublished data) under different HD individuals grown from
seeds using Subbarao's method (Subbarao et al., 2009). We have found
similar low NEA values under HD and the other three dominant grass
species of Lamto savanna (the four species represent together 80% of
grass tussocks in this savanna). Hence, our results strongly suggest that
all the dominant grasses of Lamto savanna are capable of BNI through
root exudates acting on microbial enzymatic pathways, as demon-
strated on the two African grass species B. humidicola and Sorghum bi-
color (Subbarao et al., 2009; Zakir et al., 2008).
The data presented here, based on nitrifying enzyme activity, NEA,
only provide an indirect proof of the capacity of the three dominant
grasses (in addition to HD) to inhibit nitrification. However, NEA is
measured in optimal condition (temperature, humidity, NH4
+ avail-
ability) thus expressing long-lasting changes in the expression of
microbial communities rather than a response to a transient state of
soil. This suggests that a long-lasting strong mechanism is at play. An
alternative possibility to nitrification inhibition by the four dominant
grass species would be that HD tussocks alone are able to inhibit ni-
trification on the whole savanna away from trees. This is however
unlikely because (i) the grass cover is very discontinuous with ca. 90%
of the soil surface being bare between tussocks (Abbadie et al., 2006;
Lata, 1999; Lata et al., 2000); (ii) the root systems of neighbouring
tussocks are not overlapping (Abbadie et al., 1992); (iii) these perennial
grasses are very long-lived (several decades; Abbadie et al., 2006) and
(iv) the collected soils under AC, AS and LS were often several meters
away from any HD tussock. Besides, NEA values for patches of soils
deprived of any grass root influence were found (within the first weeks
after patch creation and later on) to be (Lata, 1999) 20-fold higher than
the values found in the present study under the four grass species. This
further supports the hypothesis that the four dominant grasses of Lamto
savanna do inhibit nitrification.
We have observed much higher (72-fold higher) NEA under trees
than under grasses. While for grasses an active and specific mechanism
of BNI has been demonstrated (Lata et al., 2004; Subbarao et al., 2012),
Fig. 1. Nitrifying (panel A) and denitrifying (panel B) enzyme
activities according to plant species: grasses (grey bars) AC
(Andropogon canaliculatus), AS (Andropogon schirensis), HD
(Hyparrhenia diplandra), LS (Loudetia simplex), and trees (black
bars): BF (Bridelia ferruginea), CB (Cussonia barteri), CF
(Crossopteryx febrifuga), TG (Terminalia glaucescens), GRA
(Grasses) and TRE (Trees). Means and SEs were calculated from
five replicates. Different numbers of stars indicate statistically
significant differences between tree and grass species. Different
small letters indicate statistically significant differences between
species within each plant type (either trees or grasses)
(p < 0.05).
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the way savanna trees impact N cycling remains unknown. The most
simple hypothesis would be that the increase in organic matter, mineral
N availability and water availability, maintains a higher and more ac-
tive microbial biomass under tree canopies (Mordelet et al., 1993).
However, it would be worth testing the existence of a more specific
mechanism based on the release of particular exudates by trees (or leaf
leachates) impacting directly the nitrification and denitrification
pathways of microbial communities (Andrianarisoa et al., 2010). In any
case, the observed NEA values for trees are higher (ca. 5-fold higher)
than under bare soil patches (see above, Lata, 1999). This supports the
hypothesis that the four dominant tree species increase nitrification,
whatever the underlying mechanism.
We found that the AOA and AOB abundances were positively cor-
related to the NEA under trees, suggesting that both are involved in the
NEA measured herein. However, the proportion of AOA is rather high
both under trees (AOA abundance higher than AOB) and under grasses
(same AOA and AOB abundances). Previous studies have highlighted
the importance of AOA in soils with low NH4
+ concentrations or low
organic matter content and with low pH (Bates et al., 2010; Nicol et al.,
2008; Prosser and Nicol, 2012; Assémien et al., 2017). Indeed, differ-
ences in transporters for NH3/NH4
+ between both AMO enzymes have
been strongly suggested, leading to the hypothesis that AOA are better
competitors than AOB for NH4
+ (Hatzenpichler, 2012). Even if soil is
N-richer under trees, Lamto savanna soils can be viewed as being ex-
tremely nutrient poor (Abbadie and Lata, 2006) when compared to
other ecosystems. The low availability of mineral nutrients in these
slightly acidic savanna soils could therefore reinforce the role of AOA
for nitrification in this ecosystem (Stempfhuber et al., 2015; Taylor
et al., 2012), which has also been suggested when comparing ni-
trification and nitrifier abundances in fertilized and non-fertilized soils
from the same savanna area (Assémien et al., 2017). Recent studies in
South African savanna soils have also documented the importance of
AOA in correlation with soil nutrient availability (Rughöft et al., 2016).
The relative dominance of AOA and AOB was different between
trees and grasses, as shown by the AOA/(AOB + AOA) ratio. AOA were
much more abundant than AOB under tree canopies, while AOB were
slightly more abundant than AOA under grasses. Under grasses and in
contrast with soils under trees, no correlation was observed between
NEA and AOA or AOB abundance. In comparison to trees, grasses in-
duced a much stronger decrease in AOA abundances (6.84 × 106 and
2.00× 105, respectively for trees and grasses) than in AOB abundances
(7.57× 105 and 2.75× 105, respectively for trees and grasses). This is
again clearly shown by results on the AOA/(AOB + AOA) ratio.
Moreover, these decreases were not related to an overall decrease in
total archaea and bacteria abundances, the total abundances of both
archaea and bacteria being significantly higher under grasses than
trees. This strongly suggests the existence of a specific mechanism im-
pacting nitrifiers and further supports the strong influence of AOA on
nitrification.
All these results thus support the possible role of BNI molecules
released by grasses that impact AOA abundance and activity in a sa-
vanna where nitrification is largely due to archaea. The impact of BNI
on the abundance of nitrifying microorganisms is supported by a field
study of crops with different BNI capabilities (Subbarao et al., 2009)
showing that AOB and AOA abundance decreases under crop species
with high BNI capabilities. Currently the mechanism responsible for
BNI has been described only for its effect on AOB (Subbarao et al.,
2012). Further research is thus needed to confirm that African grasses
can also inhibit archaeal nitrification through BNI.
Finally, considering all grasses and trees, the proportion of ni-
trifying archaea and bacteria within the whole bacteria and archaea
communities (between 0.02 and 0.82% and between 0.01 and 0.03%,
respectively) are slightly lower than found in the literature for sandy
soils, likely reflecting the very low soil N availability and the climate
constraints, i.e. two dry seasons, occurring on such savanna soils.
Leininger et al. (2006), comparing 12 soils of 3 climatic zones, found
that for sandy soils AOA and AOB were around 1% and 0.005%, re-
spectively, while Banning et al. (2015) in a semi-arid acidic sandy soil
found that around 1% of archaea and bacteria are nitrifying.
4.2. Contrasting impacts of grasses and trees on denitrifying enzyme activity
but not denitrifier abundances
No difference in the abundances of nitrite reducers was observed
between soil under grasses and trees. In parallel, a significant pre-
dominance of nirS gene within the denitrifying community was ob-
served. Previous studies have demonstrated that the ratio nirS:nirK
depends on soil physicochemical characteristics especially soil pH, soil
nutrients, moisture, organic carbon content, soil N content, and phy-
sical properties (Dambreville et al., 2006; Bárta et al., 2010; Chen et al.,
2010; Enwall et al., 2010; Ma et al., 2016) although functional diversity
exists within each broad group in terms of response to environmental
drivers (Xie et al., 2014). The ratio nirS:nirKmay also influence soil N2O
sink capacity (Jones et al., 2014). Overall, high copper concentrations
tend to increase nirK gene abundances (Enwall et al., 2010) while low
Table 2
Statistical results (ANOVA) of the effects of plant type and plant species on the ni-
trification (NEA) and denitrification (DEA) enzymes activities, on the abundance of ni-
trifying and denitrifying communities, and on the total archaeal and bacterial abun-
dances.
Df F p-value Effect
NEA Plant type 1 123.86 < 0.001 ***
Grasses 3 0.10 0.96 NS
Trees 3 1.59 0.23 NS
DEA Plant type 1 43.30 < 0.001 ***
Grasses 3 0.40 0.76 NS
Trees 3 2.20 0.13 NS
amoA-AOA Plant type 1 228.643 < 0.001 ***
Grasses 3 17.347 < 0.001 ***
Trees 3 7.771 < 0.001 ***
amoA-AOB Plant type 1 118.305 < 0.001 ***
Grasses 3 4.2978 0.01048 *
Trees 3 0.7096 0.5526 NS
nirK Plant type 1 1.030 0.314 NS
Grasses 3 5.1395 0.004415 **
Trees 3 3.2848 0.03168 *
nirS Plant type 1 3.701 0.058 NS
Grasses 3 4.5961 0.007687 **
Trees 3 1.8023 0.1642 NS
AOA/AOB + AOA Plant type 1 214.32 < 0.001 ***
Grasses 3 2.22 0.15 NS
Trees 3 10.40 < 0.001 ***
nirS/nirS + nirK Plant type 1 2.4208 0.1240004 NS
Grasses 3 7.5892 <0.001 ***
Trees 3 1.6755 0.1895 NS
Total archaeal abundances (16S
rRNA)
Plant type 1 6.039 0.016 *
Grasses 3 4.0837 0.01313 *
Trees 3 1.8165 0.1616 NS
Total bacterial abundances (16S
rRNA)
Plant type 1 15.732 < 0.001 ***
Grasses 3 4.5442 0.008111 **
Trees 3 1.4158 0.254 NS
AOA/16S rRNA Archaea Plant type 1 470.709 < 0.001 ***
Grasses 3 39.64 < 0.001 ***
Trees 3 10.118 < 0.001 ***
AOB/16S rRNA Bacteria Plant type 1 133.796 < 0.001 ***
Grasses 3 0.352 0.7879 NS
Trees 3 0.6134 0.6108 NS
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Fig. 2. Abundances of archaeal-AOA (panel A) and bacterial-AOB
(panel B) amoA genes according to plant species and the AOA/
AOA + AOB ratio (panel C): grasses (grey bars) AC (Andropogon ca-
naliculatus), AS (Andropogon schirensis), HD (Hyparrhenia diplandra),
LS (Loudetia simplex), and trees (black bars): BF (Bridelia ferruginea),
CB (Cussonia barteri), CF (Crossopteryx febrifuga), TG (Terminalia
glaucescens), GRA (Grasses) and TRE (Trees). Means and SEs were
calculated from five replicates. Different numbers of stars indicate
statistically significant differences between tree and grass species.
Different small letters indicate statistically significant differences
between species within each plant type (either trees or grasses)
(p < 0.05).
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Fig. 3. Abundances of denitrifying nirK genes (panel A) and nirS
genes (panel B) according to plant species and the nirS/nirS + nirK
ratio (panel C): grasses (grey bars) AC (Andropogon canaliculatus), AS
(Andropogon schirensis), HD (Hyparrhenia diplandra), LS (Loudetia
simplex), and trees (black bars): BF (Bridelia ferruginea), CB (Cussonia
barteri), CF (Crossopteryx febrifuga), TG (Terminalia glaucescens), GRA
(Grasses) and TRE (Trees). Means and SEs were calculated from five
replicates. Same number of stars indicates that there is no statistically
significant difference between tree and grass species. Different small
letters indicate statistically significant differences between species
within each plant type (either trees or grasses) (p < 0.05).
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oxygen availability might favour nirS gene that are thus more abundant
in anoxic environment (Desnues et al., 2007). Thus, the predominance
of nirS gene could be explained by the slightly acidic soil pH, or the
poor availability of oxygen associated to the proprieties of sandy soil
with high water content (Bartholomeus et al., 2008). Moreover, the
NirS enzyme needs a Fe co-factor while the NirK enzyme needs a Cu co-
factor (Lammel et al., 2015; Qiu et al., 2004). The high Fe content
(Abbadie et al., 2006) of Lamto soils could thus explain the pre-
dominance of nirS denitrifiers whatever the plant type. Moreover, the
values of the nirS/(nirS + nirK) ratio (ca. 0.68) are in the upper range
when compared to published values. For example, when calculating
nirS/(nirS + nirK) ratios from a survey on 47 different soils across
Europe (Jones et al., 2014), the values ranged between 0.21 and 0.63,
with nirK gene > nirS gene in 35 out of the 47 soils. Lammel et al.
(2015) have found a ratio of 0.535 when investigating a tropical pas-
ture, to our knowledge the only article on this ecosystem type. How-
ever, values outside this range have been reported, e.g. 0.001 for a ri-
parian temperate ecosystem (Dandie et al., 2011) and 0.99 for a sub-
alpine Tibetan meadow and a temperate forest soil (Ribbons et al.,
2016; Xie et al., 2014). So far, no value for the nirS/(nirS + nirK) has
been published for a savanna so that new studies are required to test the
generality of our result.
No correlation between DEA and denitrifier abundances was ob-
served: DEA was much higher (9 fold) under trees than under grasses,
Fig. 4. Regressions between nitrifying enzyme activ-
ities (NEA) and AOA (panel A) or AOB (panel B) amoA
gene abundances. Regressions were tested separately
for trees and grasses. The regression was not significant
for grasses (white dots) but was significant for trees
(black dots). In panel A, we used for trees the following
formula for the non-linear regression:
NEA = a × amoA-AOA/(b + amoA-AOA) (a = 0.10,
p < 0.001; b = 2.88× 106, p < 0.05). And in panel
B, we used for trees a linear regression
(NEA = c × amoA-AOB + d (c = 264 6.76 × 10−8,
p < 0.01, d = 0, p > 0.05; r2 = 0.39).
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while the abundances of nirK- and nirS-nitrite reducers were similar.
Several studies have already reported lack of correlation between
changes in DEA and in nitrite reducer abundances (Le Roux et al., 2013;
Philippot et al., 2009). This is not surprising because denitrification is a
facultative process mainly realized by heterotrophs when they are
under anaerobic conditions and with sufficient NO3
− availability:
under aerobic conditions that prevail in the sandy and well-drained
soils studied here, denitrifiers are likely selected for different reasons
than their denitrification capacity. More generally, such a mismatch
between the measured activity and abundance of the responsible mi-
croorganisms is possible if denitrifiers are present but dormant, if de-
nitrifiers are active but do not produce denitrification enzymes, which
seems here the most likely case, or if denitrification enzymes are pro-
duced but their activity is inhibited. Concerning the contrasting DEA
values observed between grasses and trees, at least three reasons could
explain the observed pattern: (1) The lower DEA values observed under
grasses than under trees could be explained by the lower soil organic
matter content (lower C and N concentrations) and/or lower WC ob-
served under grasses in our study and in a previous study (Mordelet
et al., 1993). (2) The decrease in NO3
− availability (Mordelet et al.,
1993 and this study) induced by BNI under grasses could on the long
term decrease DEA. (3) It cannot be excluded that savanna grasses
could also inhibit denitrification. Demonstrated for the first time for a
forb (Fallopia spp.) that inhibits denitrification through a mechanism
similar to BNI (involving specific root exudates), Biological Deni-
trification Inhibition (BDI; Bardon et al., 2015, 2014) is a process which
may be widespread in plants. However, both BNI and BDI are costly to
plants (due to the required production of specific root exudates), and
BDI is useless if nitrate is already hardly available due to BNI. Thus a
plant species is unlikely to have evolved both BNI and BDI. New ex-
periments manipulating soil properties in controlled conditions and
combining enzymatic measurements and quantification of the expres-
sion of denitrification genes could help deciding between these alter-
native hypotheses.
5. Conclusions
Our study shows that the dominant grass and tree species of the
Lamto savanna have contrasting impacts on N cycle. BNI is known to
lead to a tighter N recycling because limiting nitrification decreases
NO3
− availability, and subsequently decreases ecosystem N losses
through denitrification and leaching (Boudsocq et al., 2009). Under the
four dominant grass species and as compared to trees, the very low rates
of NEA, DEA and nitrifier abundances are very likely due to BNI. If
confirmed, this overall BNI capability of dominant grasses in this sa-
vanna could thus largely contribute to the rather closed N cycle and
high primary production that characterize humid savannas such as
Lamto (ca. 11–19 t ha−1year−1; Abbadie et al., 2006) notwithstanding
very low soil fertilities and frequent fires.
Trees could benefit from high nitrifications rates via their deeper
roots than grasses (Schenk and Jackson, 2002). Indeed, high NEA under
trees should increase NO3
− availability and leaching towards deeper
soil layers and tree root systems could still reach an important fraction
of this NO3
− no longer available for grasses. A complementary view is
that trees have evolved an acquisitive strategy for N while grasses have
developed a conservative strategy (Grime, 2001; Barot et al., 2016).
This calls for complementary studies on N cycling and microbial ac-
tivities in the soil below 15 cm depth. Besides, our results suggest that
grasses should uptake more ammonium while trees should uptake more
NO3
−. Such partitioning of the mineral N resource could favour the
coexistence between trees and grasses (Boudsocq et al., 2012).
Finally, the contrasting impacts of trees and grasses on N cycling
should be taken into account to assess the N budget of savannas and
their N2O emissions. Indeed, tropical savannas and grasslands face
worldwide threats (increase in atmospheric CO2, fire suppression and
afforestation for the carbon market) that are often inducing an increase
in woody cover (Bond, 2016). This could lead to a functional shift of
savannas towards a more open, less conservative N cycling under in-
creased woody cover or land conversion to agriculture (e.g. Brazilian
Cerrados). This could in turn increase N losses through nitrate leaching
and/or the production of N-compound gases through denitrification (in
particular N2O). On the contrary, the introduction and wide use of
African grasses e.g. in South or Central American pastures, could de-
crease the emissions of N2O if these grasses inhibit nitrification.
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Impact	du	couvert	arboré	et	herbacé	sur	le	cycle	de	l'azote	en	savane	tropical	humide,	cas	de	la	
savane	de	Lamto	
	
Une	savane	est	définie	par	la	coexistence	entre	des	arbres	et	des	Poacées.	Les	savanes	représentent	12-
13%	des	terres	émergées.	Dans	 la	savane	de	Lamto	en	Côte	d’Ivoire,	 l’espèce	dominante	de	Poacée	est	
connue	pour	inhiber	la	nitrification	(le	passage	de	l’ammonium	au	nitrate)	et	avant	mon	étude,	l’impact	des	
arbres	sur	la	nitrification	était	très	mal	connu.	L’étape	de	la	nitrification	est	conduite	par	deux	différentes	
communautés	qui	sont	les	archées	nitrifiantes	ayant	le	gène	amoA-AOA	et	les	bactéries	nitrifiantes	ayant	
le	gène	amoA-AOB.	Le	but	de	cette	étude	est	de	comprendre	l’impact	de	ces	deux	types	de	végétaux	sur	le	
cycle	de	l’azote,	notamment	sur	les	communautés	nitrifiantes	et,	également,	de	comprendre	l’impact	de	la	
saisonnalité	et	du	passage	du	feu	sur	ces	processus.	Des	échantillonnages	ont	été	réalisés	sous	les	Poacées	
et	les	arbres	dans	la	savane	de	Lamto	durant	les	saisons	humides	et	sèche	et	également	avant	et	après	le	
passage	du	feu.	Cela	a	mis	en	évidence	pour	la	première	fois	plusieurs	effets	:	(i)	les	Poacées	dominantes	
de	 la	 savane	 inhibent	 la	 nitrification,	 (ii)	 les	 arbres	 dominants	 stimulent	 la	 nitrification,	 (iii)	 dans	 la	
communauté	 des	 nitrifiantes,	 les	 archées	 nitrifiantes	 son	 prédominantes	 dans	 cette	 savane	 et	 elles	
contribueraient	majoritairement	à	la	nitrification	,	(iv)	la	saisonnalité	à	un	impact	direct	sur	les	abondances	
et	l’activité	des	micro-organismes	du	sol	(notamment	l’activité	transcriptionelle	des	archées	nitrifiantes	qui	
diminuent	en	saison	humide),	(v)	le	feu	a	aussi	un	effet	indirect	sur	les	communautés	microbiennes	du	sol	
par	 son	 impact	 sur	 les	 caractéristiques	 physico-chimiques	des	 sols,	 notamment	 il	 diminue	 l’activité	 des	
archées	nitrifiantes.	Enfin,	la	dénitrification	est	supérieure	sous	les	arbres	que	sous	les	Poacées.	Cette	étude	
a	permis	de	mieux	comprendre	les	interactions	entres	les	bactéries	et	archées	nitrifiantes,	la	végétation	et	
la	saisonnalité.	
	
Mot	clés	:	Savane,	Poacées,	Arbres,	Cycle	de	l’azote,	Communauté	microbienne,	Archées	nitrifiantes	(AOA),	
Bactéries	nitrifiantes	(AOB),	Dénitrification,	nirK,	nirS.	
	
Impact	of	tree	and	grass	cover	on	the	nitrogen	cycle	in	humid	tropical	savanna,	case	of	Lamto	savanna	
	
A	 savanna	 is	 defined	 by	 the	 coexistence	 between	 trees	 and	 grasses.	 Savannas	 represent	 12-13%	 of	
continental	surfaces.	In	the	Lamto	savanna	in	Ivory	Coast,	the	dominant	grass	species	inhibits	nitrification	
(the	transformation	of	ammonium	into	nitrate)	and	the	impact	of	trees	on	nitrification	before	this	study	
was	not	known.	Nitrification	is	conducted	by	two	different	communities.	The	archaea	nitrifiers	that	have	
the	amoA-AOA	gene	and	bacteria	nitrifiers	that	have	the	amoA-AOB	gene.	The	aim	of	this	study	is	to	analyse	
the	 impacts	 of	 both	 plant	 types	 on	 nitrogen	 cycling,	 particularly	 on	 the	 nitrifier	 communities,	 and	
understand	the	impact	of	seasonality	and	fire	on	these	processes.	Sampling	was	conducted	under	grasses	
and	trees	in	the	Lamto	savanna	during	the	wet	and	dry	seasons	and	also	before	and	after	the	fire.	This	study	
has	 highlighted	 for	 the	 first	 time	 different	 effects	 including:	 (i)	 the	 dominant	 savanna	 grasses	 inhibit	
nitrification,	 (ii)	dominant	trees	stimulate	nitrification,	 (iii)	 the	archaea	nitrifiers	are	predominant	 in	this	
savanna	and	 they	are	mainly	 responsible	 for	nitrification	 in	 this	ecosystem,	 (iv)	 seasonality	has	a	direct	
impact	 on	 the	 abundances	 and	 activities	 of	 soil	 microorganisms	 and	 the	 wet	 season	 reduced	 archaea	
nitrifier	 transcriptional	activities,	 (v)	 fire	has	an	 indirect	 impact	on	soil	microbial	communities	due	to	 its	
impacts	on	soil	physico-chemical	characteristics:	it	decrees	the	abundance	of	archaea	nitrifiers.	In	addition,	
denitrification	is	higher	under	trees	than	grasses.	This	study	permitted	to	better	understand	the	interactions	
between	nitrifiers,	vegetation	and	seasons.		
Key-words:	Savanna,	Grasses,	Trees,	Nitrogen	Cycle,	Microbial	communities,	Archaea	nitrifiers	(AOA),	
Bacteria	nitrifiers	(AOB),	Denitrification,	nirK,	nirS.		
